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Introduction générale 
 
En milieu marin, les processus de recyclage de la matière organique sont en partie 
contrôlés par l’activité des bactéries hétérotrophes qui dominent la colonne d’eau océanique 
par leur abondance, leur diversité et leur activité métabolique (Azam et Malfatti, 2007). Une 
part importante de cette matière organique est sous la forme de composés organiques 
hydrophobes (HOC) qui incluent principalement les lipides et les hydrocarbures. Les HOC 
sont des composés peu solubles dans l’eau et sont ainsi principalement adsorbés sur des 
particules organiques ou minérales, ou bien dissous dans des phases liquides non aqueuses. Ils 
sont donc faiblement biodisponibles pour les bactéries. De plus, certains HOC sont considérés 
comme des contaminants car ils impactent de façon néfaste l’environnement et la santé 
humaine (Chipasa et Medrzycka, 2006 ; Volkman et Tanoue, 2002).  
 
Ainsi, la biodégradation des HOC par les bactéries requiert des fonctions cellulaires 
spécifiques pour autoriser leur assimilation et leur transport dans le cytoplasme où ils sont 
métabolisés (Chapitre I). En augmentant le transfert de masse des HOC de la phase apolaire 
vers la surface cellulaire, la formation d’un biofilm à l’interface HOC-eau est une des 
stratégies adaptatives qui permet aux bactéries marines d’augmenter la biodisponibilité des 
HOC (Bouchez-Naïtali et al., 2001 ; Dash et al., 2013 ; Wick et al., 2002) (Chapitre I). De 
plus, ce type de biofilm est particulier car il se développe dans deux gradients nutritionnels 
opposés. La source de carbone et d’énergie provient de la dégradation du HOC qui constitue 
une interface nutritive pendant que les autres nutriments (azote, soufre…) et micronutriments 
(phosphore, fer…) sont fournis par la phase aqueuse. Ainsi, la formation de biofilm sur HOC 
va de pair avec une assimilation de substrats hydrophobes originale et représente un 
comportement bactérien qui reste à ce jour peu étudié. Le métabolisme des HOC a été le sujet 
de recherches intensives qui ont conduit à l’isolement d’un grand nombre de souches capables 
de dégrader les lipides, les alcanes, les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAPs), les 
polychlorobinéphényles (PCBs) et les pesticides. De nombreuses voies cataboliques ont ainsi 
pu être décrites et dans certains cas, les gènes codant pour les enzymes correspondantes ont 
été identifiés. En revanche, les études sur la compréhension des mécanismes par lesquels les 
bactéries augmentent la biodisponibilité des HOC sont plus rares et se sont surtout 
concentrées sur le rôle des biosurfactants dans la solubilisation et l’émulsification des 
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hydrocarbures (Brown 2007 ; Guha et Jaffé, 1996 ; Neu 1996 ; Ron et Rosenberg, 2001 ; Ron 
et Rosenberg, 2002).  
 
Ma thèse, réalisée au sein de l’Equipe Environnement et Microbiologie de l’IPREM, 
s’inscrivait dans un programme de recherche dont le but est d’élucider le déterminisme 
génétique de l’adhésion, la détection de l’interface et l’augmentation de la biodisponibilité des 
HOC au travers de la formation d’un biofilm. La description des mécanismes moléculaires, 
cellulaires et physico-chimiques et l’architecture supramoléculaire de biofilms se développant 
sur HOC font partie intégrante de ce projet. Marinobacter hydrocarbonoclasticus SP17 
(Mh SP17), une bactérie marine formant des biofilms au niveau d’interfaces hydrophobes 
nutritives (alcanes, cires, triacylglycérols...) (Klein et al., 2008), a été choisie pour servir 
d’organisme modèle. Cette bactérie est étudiée au laboratoire depuis le début des années 2000 
et un certain nombre d’informations relatives à sa croissance, la spécificité, la physiologie et 
l’organisation spatio-temporelle de son biofilm mais aussi les protéines engagées dans ce style 
de vie étaient d’ores et déjà disponibles (Chapitre I).  
 
Mon travail a été de mener à bien la caractérisation fonctionnelle de deux gènes dont les 
protéines sont surproduites en condition de biofilm sur n-hexadécane (Vaysse et al., 2009) et 
qui sont impliqués dans l’assimilation de HOC. Pour cela, la souche Mh SP17 résistante à la 
streptomycine (Sm
R
), appelée Mh JM1 par la suite, a été utilisée (Chapitre III). En parallèle, 
l'identification par transcriptomique de gènes potentiellement impliqués dans l’adhésion et la 
reconnaissance du statut nutritif de l’interface et dans l’assimilation des HOC a été entreprise 
(Chapitre IV). Cette étude a aussi permis d’apporter une première idée sur les modifications 
génétiques globales qui s’opèrent lorsque les cellules de Mh JM1 adhèrent et se développent 
en biofilms sur différents types d’interfaces hydrophobes (Chapitre IV). Ces diverses études, 
qui sont développées dans la suite de cet exposé, ont été accomplies grâce à l’utilisation, la 
mise en place et l’optimisation de méthodes qui sont décrites dans le Chapitre II.  
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1. La biodégradation des composés organiques hydrophobes (HOC) en milieu marin 
La moitié de la production primaire globale de carbone organique qui a lieu sur Terre se 
produit dans le milieu marin (Lauro et al., 2009 ; Field et al., 1998). Dans ce biotope, la 
photosynthèse apporte de 150 à 240.10
15
 g de carbone chaque année, pour un stock de 
biomasse estimé à 3.10
15
 g de carbone (Middelburg et al., 1993). Une grande partie du 
carbone organique qui est ainsi produite ou apportée dans les mers et océans se dissout dans 
l’eau par divers mécanismes et est de ce fait accessible pour une dégradation par les 
organismes hétérotrophes, essentiellement les archées et bactéries (Azam et Malfatti, 2007). 
Dans le présent mémoire, nous nous intéressons au carbone organique insoluble ou peu 
soluble dans l’eau, et qui concerne les composés organiques hydrophobes (HOC). Ils 
représentent une classe de substrats atypiques qui obligent les bactéries à adopter des 
stratégies comportementales et biochimiques spécifiques pour interagir directement avec les 
sources de la matière organique (Azam et Malfatti, 2007). Ces mécanismes permettent de 
dégrader la grande majorité de ce carbone particulaire dans les océans et ainsi de jouer sur 
l’écosystème et le cycle global du carbone. 
 
1.1. Les composés organiques hydrophobes 
1.1.1. Description 
Les composés organiques hydrophobes (HOC) englobent une grande variété de molécules 
incluant des substances polymériques, les lipides, les hydrocarbures aliphatiques et 
aromatiques, et certains xénobiotiques tels que des pesticides et des polychlorobiphényles 
(PCBs). Ces différents composés sont retrouvés dans tous les écosystèmes, y compris dans le 
milieu océanique, où ils constituent une part importante de la matière organique. La chitine, 
par exemple, est le bio-polymère le plus abondant dans les océans. C’est un élément essentiel 
des parois cellulaires de certaines algues et un constituant majeur des cuticules et des 
exosquelettes de mollusques et d'arthropodes du zooplancton (Keyhani et Roseman, 1999). 
Dans le présent mémoire, nous nous intéresserons principalement aux hydrocarbures et aux 
lipides, en évoquant aussi certains xénobiotiques hydrophobes. Les hydrocarbures et les 
lipides constituent une part non négligeable des HOC en milieu océanique puisqu’ils 
représentent de 25 à 40 % du carbone organique particulaire (Cunliffe et al., 2013 ; Nebbioso 
et Piccolo, 2013).  
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- Les hydrocarbures 
Les hydrocarbures sont omniprésents dans les milieux naturels, qu’ils soient sous leur 
forme saturée, insaturée ou aromatique, ramifiés ou non. Cinquante pour cent des 
hydrocarbures rencontrés dans l’environnement marin sont d’origine naturelle. Ils résultent 
principalement de processus biogéochimiques (diagenèse) qui induisent la formation de gaz 
naturel et de pétrole qui, par la suite, peut suinter au travers de failles dans les formations 
géologiques. La majorité du méthane qui est libérée par ces mécanismes dans le milieu marin 
est oxydée par les microorganismes dans la colonne d’eau et seulement 1 à 10 % atteint 
l’atmosphère (Mau et al., 2007). Une autre partie des hydrocarbures naturels est produite par 
les plantes, animaux et microorganismes qui synthétisent des composés dont la structure 
chimique varie en fonction des organismes considérés. Par exemple, le phytoplancton marin 
synthétise des alcanes linéaires (n-alcanes) avec une prédominance des n-C15, n-C17 et n-C21 
alors que des microorganismes photosynthétiques, des bactéries hétérotrophes et certaines 
espèces de zooplancton et de macrophytes produisent du pristane et du phytane, des alcanes 
terpénoïdes saturés (Blumer et al., 1971 ; Bícego et al., 2006). 
Cependant, les hydrocarbures trouvés dans les milieux naturels sont aussi issus des 
activités humaines. L’activité anthropique entraîne une pollution de nombreux écosystèmes, 
qu’elle soit ponctuelle (accidents de marées noires) ou chronique (rejets industriels et urbains, 
apports agricoles, combustion de produits pétroliers, charbon, bois…). A titre d’exemple, il a 
été estimé qu’1,3 million de tonnes de pétrole sont déversées chaque année dans 
l’environnement marin (McGenity et al., 2012). Le devenir de ce pétrole dans le milieu 
dépend de sa propre composition et des conditions climatiques. L’élimination des 
hydrocarbures qui le composent est gouvernée par des facteurs abiotiques (dispersion, 
évaporation, dissolution, émulsification…) et biotiques (biodégradation) (McGenity et al., 
2012) (Figure 1.1).  
 
Le problème majeur posé par les hydrocarbures pétroliers vient du fait que même si les 
environnements marins ayant été contaminés paraissent propres, des composés toxiques tels 
que les HAPs (hydrocarbures aromatiques polycycliques) de haut poids moléculaire, 
massivement produits par l’incinération des déchets, le trafic et le chauffage domestique au 
fioul (Johnsen et al., 2005), restent enfouis et sorbés sur des particules sédimentaires et 
peuvent être relargués à tout moment par la bioturbation ou par les activités humaines, comme 
le dragage (Venosa et al., 2010). A ce jour, les recherches se sont essentiellement centrées sur 
l’étude des HAPs car ils représentent un problème pour la remédiation des écosystèmes et un 
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risque pour la santé humaine. Cependant, les hydrocarbures aliphatiques sont des 
contaminants significatifs qui sont aussi à prendre en considération. Par exemple, la pollution 
par le pétrole au Royaume Uni est dominée par le gazole qui peut contenir jusqu’à 90 % 
d’hydrocarbures aliphatiques, majoritairement des alcanes de 14 à 20 atomes de carbone 
(Stroud et al., 2007). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.1 : Le devenir d’une marée noire (McGenity et al., 2012). 
1) Dispersion et évaporation des fractions volatiles (alcanes de faibles poids moléculaires et hydrocarbures 
mono-aromatiques). 2) Dispersion des gouttelettes de pétrole dans la colonne d’eau, dissolution des fractions 
solubles dans l’eau. 3) Formation d’émulsions de pétrole dans l’eau. 4) Photo-oxydation : les hydrocarbures 
réagissent avec l’oxygène en présence de la lumière du soleil pour subir des changements structuraux qui 
augmentent leur solubilité dans l’eau ou leur récalcitrance à la biodégradation. 5) Sédimentation (adsorption sur 
des particules). 
 
- Les lipides 
Les lipides sont des molécules principalement constituées de carbone, d’hydrogène et 
d’oxygène et peuvent être saturés ou insaturés. Ils sont très largement distribués, que ce soit 
dans le règne animal, végétal ou chez les microorganismes. Chez les animaux, la fonction 
principale des lipides est de constituer une réserve d’énergie mais ils sont aussi un bon isolant 
thermique et jouent un rôle primordial dans la constitution des membranes cellulaires. Par 
exemple, dans le milieu marin, le zoo- et le phyto-plancton produisent des triacylglycérols, 
des cires et des phospholipides (Bourguet et al., 2009 ; Lee et al., 2006). Lorsque ces 
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microorganismes meurent, les lipides sont relâchés sous forme de matière organique 
particulaire. A ce sujet, il a d’ailleurs été estimé que les lipides peuvent représenter jusqu’à 
20 % du poids sec de la matière organique particulaire (Christodoulou et al., 2009 ; Volkman 
et Tanoue, 2002). Dans le règne végétal, les lipides sont le plus souvent concentrés dans le 
fruit ou la graine, pour permettre à l’embryon de disposer d’une source d’énergie nécessaire à 
son développement.  
Les lipides proviennent aussi des eaux usées urbaines issues des habitations et des 
activités commerciales (restauration par exemple) qui contiennent des graisses en grande 
quantité (Siddiquee et Rohani, 2011). Dans les eaux usées domestiques, les lipides 
représentent 20 à 25 % de la matière organique totale rejetée (Quemeneur et Marty, 1994). 
Les eaux usées industrielles, en particulier celles provenant de l’industrie agro-alimentaire, 
sont chargées en matières organiques lipidiques dans des quantités très variables selon le type 
de rejet et le processus industriel. En France, on estime entre 300 000 et 450 000 m
3
 le 
volume de déchets graisseux collecté chaque année (source CEMAGREF). Bien que ces 
composés ne soient pas toxiques pour l’homme, ils représentent une menace pour les 
écosystèmes car ils sont responsables d’une forte demande (bio)chimique en oxygène. De 
plus, les huiles et graisses qui entrent dans les usines de traitement des eaux usées causent une 
réduction de l’efficacité du traitement de ces installations (Cammarota et Freire, 2006 ; 
Chipasa et Medrzycka, 2006). 
 
- Les xénobiotiques 
Ce terme de xénobiotique (du grec xenos, étranger ; bios, vie) concerne l’ensemble des 
produits chimiques de synthèse qui n’existent pas naturellement et qui sont liés à l’activité 
humaine. Parmi ceux qui sont hydrophobes et qui présentent le plus fort impact sur les 
écosystèmes du fait de leur utilisation intensive et leur toxicité se trouvent les PCBs et 
certains pesticides. Les PCBs, utilisés comme isolant électrique jusqu’à leur interdiction en 
France en 1987, forment une famille de 209 composés aromatiques organochlorés dérivés du 
biphényle. Les pesticides hydrophobes sont pour la plupart des molécules (poly)cycliques 
hydro-carbonées auxquelles sont ajoutées des atomes d’azote, de chlore et/ou d’oxygène.  
Avec 5,4 kg.ha
-1
.an
-1 
(source : Observatoire des Résidus de Pesticides, ORP), la France 
occupe le 3
ème
 rang européen par l’utilisation de pesticides. Une majorité de ces composés se 
retrouvent dans les réserves en eau, constituant un danger pour la santé humaine. Mais 
l’impact néfaste de ces composés ne concerne pas uniquement l’espèce humaine. A titre 
d’exemple, une récente étude réalisée sur des organismes marins de la barrière de corail située 
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en Polynésie française a mis en évidence une contamination des réseaux trophiques par des 
familles variées d’herbicides hydrophobes, à savoir les dérivés de la triazine ainsi que le 
diuron (Salvat et al., 2012). Or, l’activité photosynthétique des micro-algues Dinoflagellés 
Symbiodinium zooxanthellae, indispensables pour la santé du récif, est inhibée par ces 
herbicides à des concentrations plus faibles qu’1 ppb. La présence de tels pesticides dans les 
organismes marins de ce biotope est donc particulièrement inquiétante. 
 
1.1.2. Propriétés 
Les HOC possèdent la particularité, comme leur nom l’indique, d’être hydrophobes. 
L’origine physique de ce phénomène vient de leur nature apolaire et de leur incapacité à 
former des liaisons hydrogène avec l’eau. Ainsi, l’hydrophobicité caractérisant les HOC leur 
confère une très faible solubilité dans l’eau, ce qui les pousse à s’associer entre eux, à se 
dissoudre dans des liquides non aqueux apolaires, à s’adsorber sur des solides et/ou à se fixer 
sur des surfaces/interfaces apolaires (Du et al., 2012 ; Harms et al., 2010a). S’ils sont présents 
en grande quantité dans l’eau, les HOC se rassemblent en gouttelettes, créant ainsi une phase 
liquide non-aqueuse (NAPL, non-aqueous phase liquid) dans laquelle peuvent être piégés des 
composés toxiques (Du et al., 2012 ; Mukherji et Chavan, 2012).  
L’hydrophobicité d’un composé est appréhendée par la mesure de son coefficient de 
partage entre l’octanol et l’eau. La valeur de ce coefficient peut être déterminée par 
différentes techniques expérimentales (Braekevelt et al., 2003 ; Debruijn et al., 1989 ; Veith 
et al., 1979) et est donnée par le log Kow qui correspond au log (Coct/Ceau) où Coct est la 
concentration du composé dans l’octane et Ceau sa concentration dans l’eau. Lorsque le 
log Kow > 1, le composé est considéré comme hydrophobe (Finizio et al., 1997 ; Macdonald et 
Lide, 2003). Les alcanes sont les hydrocarbures les plus hydrophobes et donc, les moins 
solubles dans l’eau, avec par exemple des valeurs de log Kow de 6,1 pour le décane (C10H22), 
de 9,1 pour l’hexadécane (C16H34) et de 14,7 pour l’hexacosane (C26H54) (McGenity et al., 
2012 ; Stroud et al., 2007). Parmi les pesticides hydrophobes, la cyperméthrine possède une 
valeur de log Kow de 6,3 et le carbaryl de 1,33 (Altinok et al., 2011). Comme ces observations 
le montrent, l’hydrophobicité et donc la solubilité dépendent de la structure chimique du 
HOC. En effet, pour les alcanes, plus ils possèdent d’atomes de carbone, moins ils sont 
solubles dans l’eau. En ce qui concerne les HAPs, plus le composé possède de cycles, moins il 
est soluble dans l’eau. Le Tableau I.1 présente des exemples de solubilité de différents HOC, 
des hydrocarbures aux triglycérides en passant par des pesticides. 
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Tableau I.1 : Solubilités de différents HOC dans de l’eau milliQ à 20 °C et leurs formules 
chimiques (d’après Rojo-Nieto et al., 2012 ; Stroud et al., 2007 ; Yaacoubi et Ayele, 1999). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Lorsqu’il s’agit de définir le devenir des HOC dans les biotes, le Kow apparaît être une 
composante importante à prendre en considération. En effet, les valeurs de log Kow très 
élevées reflètent la nature d’un HOC à être fortement lipophile et donc, à avoir tendance à 
s’accumuler dans les parties « graisseuses » des organismes (Braekevelt et al., 2003). Ce 
phénomène de bioaccumulation est particulièrement préoccupant dans le cas de HOC aux 
propriétés toxiques.  
 
1.1.3. Concept de biodisponibilité 
Selon Harms et al. (2010a), le terme de biodisponibilité est généralement utilisé pour 
parler du « degré d’interaction entre le composé chimique hydrophobe et l’organisme 
vivant ». En réalité, il existe de nombreuses définitions pour décrire ce phénomène complexe 
et un certain nombre d’entre elles ont été listées par Semple et al. (2007). Par exemple, la 
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biodisponibilité peut être considérée comme la « portion de la concentration totale d’un 
composé chimique qui est potentiellement disponible pour une action biologique » ou comme 
le « taux auquel un composé chimique peut être transporté vers des populations biologiques 
spécifiques ». D’autres considèrent que la biodisponibilité doit se référer à la méthode utilisée 
pour la mesurer. Autrement dit, elle représente la portion du composé qui est extraite en 
utilisant une technique donnée (Cui et al., 2013).  
Par ailleurs, la biodisponibilité d’un HOC est souvent associée à sa bioaccessibilité mais il 
existe une nuance entre les deux phénomènes. La bioaccessibilité est plus appropriée pour 
définir la part d’un composé qui est disponible pour la biodégradation ou susceptible de le 
devenir. La notion de biodisponibilité considère quant à elle l’activité chimique du composé 
hydrophobe, i.e. son état énergétique et son potentiel à engendrer des processus physico-
chimiques spontanés, en relation avec son interaction avec les organismes pouvant le dégrader 
(Harms et al., 2010a ; Reichenberg et Mayer, 2006 ; Semple et al., 2004).  
 
Nous simplifierons ici ce concept de biodisponibilité en considérant qu’il repose sur le 
postulat qu’une bactérie ne peut assimiler une molécule que si elle est solubilisée dans la 
phase aqueuse (Harms et al., 2010a). Or, les HOC sont principalement sous forme de liquides 
ou solides immiscibles dans l’eau et en réalité, seule une infime partie est dissoute dans la 
phase aqueuse. Ils sont donc considérés comme non biodisponibles ; ils ne peuvent être 
assimilés par les bactéries que s’ils sont transférés vers sa surface cellulaire (Akkanen et al., 
2012). Se mêle donc ici à cette définition le concept d’interface : les bactéries, les particules 
organiques et les gouttelettes de HOC sont entourées par des couches limites (couches d’eau 
stagnante) caractérisées par une transition graduelle de la concentration en HOC (Harms et 
al., 2010a). L’épaisseur de ces couches varie en fonction de la taille et de la forme de la 
particule ou bactérie, ainsi que de la vitesse d’agitation du milieu.  
L’interaction entre la bactérie et son substrat hydrophobe est limitée par deux principaux 
facteurs. Le premier facteur correspond au transfert de masse de la molécule nutritive de la 
phase organique hydrophobe (source) vers la cellule (le puits). Il est dépendant de la distance 
qui existe entre la bactérie et l’interface HOC-eau et des propriétés physico-chimiques du 
composé lui-même (hydrophobicité, coefficient de diffusion...). Le transfert de masse est régi 
par la désorption du HOC de la source, sa dissolution, sa diffusion à travers la couche limite 
de la particule et son transport dans le milieu aqueux par convection (Figure 1.2). Le 
deuxième facteur correspond à l’assimilation. Elle dépend de l’adsorption et/ou absorption du 
substrat au niveau des constituants extracellulaires de la bactérie, son prélèvement par 
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transport au niveau de la membrane et enfin du potentiel métabolique intrinsèque de la cellule 
qui, en le consommant, entretient voire accentue son gradient de concentration (Bosma et al., 
1997 ; Harms et al.,, 2010b ; Köster et Leeuwen, 2004) (Figure 1.2).  
Dans une vision dynamique, la biodisponibilité est décrite comme le rapport entre le taux 
de transfert de masse du substrat et son taux d’assimilation. Si le taux de transfert de masse 
est supérieur au taux d’assimilation, le composé est dit biodisponible. Dans ce cas, le 
processus global de biodégradation est contrôlé par les capacités de transport et métaboliques 
de la cellule (Johnsen et al., 2005 ; Semple et al., 2007). Ce concept est au final 
principalement gouverné par la diffusion des molécules hydrophobes à travers les différentes 
couches limites. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.2 : Processus de biodégradation des HOC et le concept de biodisponibilité. 
1) Désorption et dissolution du HOC adsorbé sur une particule organique ou dissous dans une NAPL.                 
2) Diffusion à travers la couche limite entourant la particule. 3) Diffusion dans le milieu aqueux puis à travers la 
couche limite entourant la bactérie. 4) Capture et transport à travers les enveloppes cellulaires. 5) Métabolisme. 
Etapes 1 à 3 : transfert de masse du HOC vers la cellule. Etapes 4 et 5 : assimilation du HOC par la bactérie. 
 
Cependant, les facteurs gouvernant la biodisponibilité des HOC ne sont pas uniquement 
de nature physico-chimique. Certaines bactéries sont adaptées à la faible biodisponibilité des 
HOC et sont capables de les dégrader à un taux beaucoup plus rapide que celui suggéré par 
leur taux de transfert de masse abiotique (voir section 2). La biodisponibilité d’un composé 
dépend donc aussi de l’organisme considéré.  
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1.2. La biodégradation des HOC 
La biodégradation des HOC par les microorganismes, et plus particulièrement par les 
bactéries, joue un rôle majeur dans les écosystèmes car elle permet un recyclage de ces 
molécules, intervenant ainsi dans le cycle global du carbone. De plus, ce processus naturel est 
majeur dans la bioremédiation de milieux marins pollués par des molécules hydrophobes, 
notamment les hydrocarbures pétroliers (Soltani 2004). Naturellement, les scientifiques se 
sont attachés depuis de nombreuses années à étudier et décrire les mécanismes bactériens de 
dégradation qui permettent l’élimination naturelle des HOC. La suite de cet exposé s’attachera 
à présenter de manière non exhaustive les processus bactériens de biodégradation des HOC. 
 
1.2.1. Mécanismes de biodégradation des hydrocarbures 
Les hydrocarbures sont des molécules inertes du point de vue chimique et doivent être 
activés par les bactéries tant en conditions oxique qu’anoxique. Les bactéries sont capables de 
dégrader une large gamme de composés allant des alcanes aux hydrocarbures aromatiques 
polycycliques (Rodrigues et al., 2005 ; Wentzel et al., 2007). Les réactions initiales de 
transformation des hydrocarbures font intervenir une grande diversité d’enzymes spécifiques 
des bactéries hydrocarbonoclastes (voir section 2.1). Ces enzymes sont codées par différents 
gènes dont la localisation, l’organisation et la régulation apparaissent également diversifiées 
(Bertrand et al., 2011 ; Wang et al., 2010).  
 
En aérobiose, la dégradation se fait au cours d’une respiration bactérienne utilisant 
l’oxygène comme accepteur terminal d’électrons. Ce métabolisme met en œuvre des mono- 
ou di-oxygénases qui attaquent les molécules par addition d’oxygène (Ni Chadhain et al., 
2006). Les alcools gras résultants sont ensuite oxydés en aldéhyde par une alcool 
déshydrogénase avant d’être oxydés à nouveau en acides gras par une aldéhyde 
déshydrogénase. Chez Pseudomonas putida GPo1 (ou Pseudomonas oleovorans), le rôle et 
l’organisation des gènes responsables de la conversion des n-alcanes en acides gras ont été 
bien étudiés (van Beilen et al., 2001). Les gènes impliqués dans la dégradation des alcanes 
forment deux clusters, alkBFGHJKL et alkST, qui sont séparés par un segment d’ADN 
contenant le gène alkN codant pour une protéine acceptrice de groupement méthyle (MCP) de 
fonction inconnue qui pourrait être impliquée dans le chimiotactisme des alcanes (Figure I.3). 
Le premier groupe de gènes code pour deux des trois composants du complexe de l’alcane 
mono-oxygénase et pour les autres enzymes impliquées dans le catabolisme des alcanes. Le 
gène alkT codant pour la troisième protéine du complexe (une rubredoxine reductase) est 
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localisé dans le second cluster, en aval de alkS qui régule la transcription des deux groupes de 
gènes et qui répond à la présence d’alcanes (Rojo 2010). La protéine AlkL fait aussi partie du 
système de dégradation des alcanes et est située au niveau de la membrane externe (Grant 
et al., 2011). Cette protéine a récemment été identifiée comme permettant une oxygénation 
accrue des alcanes lors de sa co-expression avec les gènes codant pour la mono-oxygénase 
chez E. coli, suggérant fortement son rôle dans le transport des alcanes (Julsing et al., 2012).  
Les acides gras produits lors du catabolisme des alcanes sont ensuite dégradés via la              
β-oxydation et le cycle de Krebs (Kennedy et Lehninger, 1949 ; Widdel et Musat, 2010).  
 
Figure I.3 : Voie métabolique de la dégradation des alcanes chez Pseudomonas putida GPo1 
(modifiée et redessinée d’après van Beilen et al., 2001). 
A : Localisation et fonction des enzymes codées par les gènes alk. AlkB (alcane hydroxylase), AlkF et AlkG 
(rubrédoxines), AlkJ (alcool déshydrogénase), AlkH (aldéhyde déshydrogénase), AlkK (acyl-CoA synthétase), 
AlkL (transporteur), AlkN (protéine potentiellement impliquée dans le chimiotactisme), AlkT (rubrédoxine 
réductase) et AlkS (régule positivement l’expression de alkBFGHJKL et des gènes alkST). EXT : milieu 
extracellulaire ; ME : membrane externe ; P : périplasme ; MI : membrane interne ; INT : milieu intracellulaire. 
B : Organisation des gènes cataboliques alk. 
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En anaérobiose, les mécanismes d’activation des hydrocarbures ne peuvent utiliser des 
molécules d’oxygène comme cela est le cas en aérobiose. Les n-alcanes sont généralement 
activés par des alkyl-succinates synthases qui initient la métabolisation grâce à l’addition de 
fumarate sur la molécule d’alcane (Widdel et Grundmann, 2010). De manière analogue, la 
dégradation du toluène et autres hydrocarbures mono-aromatiques substitués passe par une 
première étape d’addition d’une molécule de fumarate au groupement susbtitué grâce à une 
benzylsuccinate synthase (Tierney et Young, 2010). Les molécules d’hydrocarbures ainsi 
activées sont ensuite dégradées en acétyl-CoA par des étapes de déshydrogénation et 
d’hydratation, avant d’entrer dans le cycle de Krebs. Elles servent alors de donneur 
d’électrons qui sont capturés par un accepteur d’électrons externe, tel que le nitrate, le sulfate 
ou le fer (Widdel et Musat, 2010). D’autres mécanismes d’activation des hydrocarbures ont 
aussi été identifiés en anaérobiose et passent par la carboxylation ou encore l’hydroxylation 
des molécules (Berdugo-Clavijo et al., 2012 ; Bozinovski et al., 2012 ; Qiao et Marsh, 2005). 
Les HAPs constituent une classe à part du fait de l’énergie de résonance due aux cycles 
aromatiques qui leur confère une stabilité chimique et leur dégradation par des souches pures 
n’a été rapporté que peu de fois (Meckenstock et Mouttaki, 2011). Ils sont activés par des 
mécanismes d’hydroxylation, de carboxylation ou de méthylation qui peut être suivie d’une 
addition de fumarate. 
 
1.2.2. Mécanismes de biodégradation des lipides  
Les lipides, notamment les esters de glycérol et les acides gras à longue chaîne sont des 
composés énergétiquement riches et qui sont compatibles avec une croissance dans des 
environnements à faible potentiel redox. Les triglycérides sont d’abord attaqués par des 
lipases qui assurent la libération d’acides gras et de glycérol. La plupart des connaissances sur 
le catabolisme des acides gras chez les procaryotes provient d’études réalisées chez E. coli qui 
ont démontré l’implication dans le transport, l’activation et la β-oxydation du régulon fad 
(Feng et Cronan, 2012). Les acides gras qui résultent de la première étape du catabolisme des 
lipides sont transformés en composés de plus faible poids moléculaires via la β-oxydation. 
Pour les acides gras insaturés, une étape préliminaire impliquant une réductase NADPH-
dépendante (induisant une hydrogénation du composé) et une isomérase est nécessaire. Cette 
dégradation demande plus d’énergie à la cellule, ce qui peut expliquer le fait que les acides 
gras insaturés peuvent inhiber l’activité et la croissance microbienne, notamment des archées 
méthanogènes (Chipasa et Medrzycka, 2006 ; Sousa et al., 2009 ; Yassine et al., 2013). 
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1.2.3.  Mécanismes de biodégradation des xénobiotiques 
Les PCBs et certains pesticides sont considérés comme des polluants organiques 
persistants. L’importance des microorganismes dans le métabolisme de tels composés a été 
démontrée dans de nombreuses études. Cependant, les voies de dégradation impliquées ne 
sont pas encore totalement élucidées (Seeger et Pieper, 2010). 
 
- Les pesticides 
La dégradation des pesticides fait intervenir des oxygénases, des déshydrogénases ou 
réductases, des hydrolases ou encore des réductases. Ces enzymes sont responsables de 
mécanismes qui contribuent à modifier les propriétés initiales de la molécule mère en 
produisant des métabolites en général plus solubles et moins toxiques. Les déshalogénations 
sont aussi des transformations centrales dans le métabolisme des pesticides qui sont 
fréquemment substitués avec cet atome qui leur confère leur caractère xénobiotique et les 
stabilise (Baczynski et al., 2010 ; Dordio et Carvalho, 2013 ; Matsumoto et al., 2009 ; 
Olaniran et Igbinosa, 2011). La molécule activée peut ensuite intégrer le métabolisme central 
afin d’être minéralisée et produire de la biomasse bactérienne (Zhang et Bennett, 2005).  
 
- Les PCBs 
La voie de dégradation complète des PCBs par les microorganismes n’est pas encore 
élucidée. Cependant, il est connu qu’elle fonctionne selon deux voies distinctes et 
complémentaires et ne peut donc pas être réalisée par une seule souche bactérienne : la voie 
réductrice anaérobie qui conduit à l’élimination des atomes de chlore des PCBs fortement 
chlorés et la voie oxydative aérobie où seuls les congénères faiblement chlorés sont attaqués 
(ouverture du cycle benzénique) (Abramowicz 1990 ; Borja et al., 2005 ; Mhiri et de Marsac, 
1997). Hormis les déhalogénases réductrices, les enzymes impliquées dans la voie de 
dégradation anaérobie n’ont toujours pas été identifiées. La voie aérobie implique divers 
mécanismes et enzymes dont les dioxygénases, les déhydrogénases, les hydrolases et les 
glutathione-S-transférases (Seeger et Pieper, 2010). Par ailleurs, le catabolisme des PCBs 
dépend de la solubilité, la concentration et la structure des composés, notamment le nombre et 
la position des atomes de chlore. Les facteurs environnementaux peuvent aussi avoir un effet 
sur leur dégradation en agissant sur les microorganismes capables de les dégrader. En effet, si 
la concentration en PCBs est trop faible, les enzymes intervenant dans la biodégradation ne 
sont pas induites et les microorganismes compétents ne peuvent pas croître. A l’inverse, une 
concentration trop élevée inhibe cette croissance (Field et Sierra-Alvarez 2008 ; Pieper 2005).  
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2. Stratégies bactériennes d’assimilation des HOC 
Dans les milieux naturels, afin de pouvoir assimiler les hydrocarbures, et plus 
généralement les HOC, les bactéries doivent développer des stratégies et/ou des modes de 
croissance particuliers afin de pouvoir accéder plus facilement à ces composés. Pour cela, 
elles doivent tout d’abord augmenter la biodisponibilité de ces substrats hydrophobes peu 
solubles dans l’eau. Les mécanismes intervenant dans ce phénomène sont primordiaux et 
peuvent permettre aux bactéries qui les possèdent de disposer d’une source de carbone et 
d’énergie dans des environnements où les substrats sont rares et ainsi de bénéficier d’un 
avantage pour occuper certaines niches écologiques. Cependant, les recherches sur les 
mécanismes permettant aux bactéries de s’affranchir de la faible solubilité des HOC dans 
l’eau sont peu nombreuses, avec seulement quelques dizaines de publications. Ces études se 
sont surtout attachées à décrire les stratégies utilisées par les bactéries pour augmenter le 
transfert de masse des HOC. Deux catégories de mécanismes d’augmentation de la 
biodisponibilité ont été identifiés : ceux reposant sur l’intervention de biosurfactants et ceux 
mettant en jeu l’adhésion et la formation de biofilm (Abbasnezhad et al., 2008 ; Abbasnezhad 
et al., 2011 ; Harms et al., 2010b ; Wick et Harms 2001). 
Dans cette partie, les mécanismes généraux de production de biosurfactants, d’adhésion et 
de développement de biofilm seront abordés et des paragraphes concernant les processus 
spécifique aux HOC seront différenciés.  
 
2.1. Les bactéries marines hydrocarbonoclastes (HCB) 
La présence d’hydrocarbures dans le milieu marin va de pair avec un enrichissement 
sélectif en bactéries capables de les dégrader, notamment en bactéries marines 
hydrocarbonoclastes (HCB). Elles sont ubiquitaires et capables de cataboliser des 
hydrocarbures à chaîne aliphatique courte ou longue ainsi que les composés aromatiques, 
incluant les poly-aromatiques, car elles possèdent les voies de dégradation adéquates (Martins 
et Peixoto, 2012 ; Yakimov et al., 2007).  
Dans le groupe des HCB, on retrouve 19 genres dont les plus importants sont Alcanivorax, 
Cycloclasticus, Oleispira, Thalassolituus, Oceanobacter et Marinobacter (Manilla-Pérez 
et al., 2010 ; Teramoto et al., 2009). Des bactéries de ce groupe ont été retrouvées dans tous 
les types d’environnements marins tels que les eaux de surface, les lagunes, les grands fonds, 
les sédiments et les sources hydrothermales, ou en association avec des cyanobactéries et des 
organismes marins tels que les coraux, les éponges et les micro-algues planctoniques (Abed 
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2010 ; Yakimov et al., 2007). Les HCB sont désormais considérées comme étant les acteurs 
les plus significatifs dans la biodégradation des hydrocarbures pétroliers. Par exemple, des 
bactéries des genres Cycloclasticus, Alteromonas, Marinobacter, Alcanivorax et 
Thalassospira ont été retrouvées dans une communauté dégradant des HAPs au niveau de la 
sub-surface de la dorsale médio-atlantique qui présente une forte concentration en 
phénanthrène et fluorène (Shao et al., 2010).  
Parmi ces HCB, la souche Alcanivorax borkumensis SK2 est devenue un modèle pour 
étudier ce type de bactéries marines hydrocarbonoclastes. Elle est présente en faible quantité 
dans les eaux marines non polluées par les hydrocarbures, vivant probablement aux dépens 
des alcanes produits de manière continue par les algues et autres organismes marins. En cas 
de déversement pétrolier, des souches du genre Alcanivorax deviennent rapidement 
prédominantes et jouent vraisemblablement un rôle important dans la bioremédiation des 
alcanes (Kasai et al., 2002 ; Olivera et al., 2009 ; Rojo 2009). Il est ainsi considéré comme un 
genre hautement spécialisé dans la dégradation des hydrocarbures (Olivera et al., 2009). La 
description de la souche A. borkumensis SK2 a révélé qu’elle est en réalité capable de 
dégrader des alcanes linéaires ou ramifiés alors qu’elle n’assimile pas les HAPs, sucres, 
acides aminés, acides gras et autres sources de carbone courantes (Yakimov et al., 1998).  
Les HCB sont donc des bactéries qui présentent les capacités métaboliques leur 
permettant de dégrader les HOC mais ce potentiel ne suffit pas puisque la biodisponibilité de 
ces substrats dépend aussi de leur transfert de masse (voir section 1.1.3.). Ce transfert étant le 
facteur limitant dans la biodégradation, les HCB développent des stratégies qui sont détaillées 
dans la suite de cet exposé. 
 
2.2. Production de biosurfactants  
2.2.1. Description et propriétés générales 
Les biosurfactants sont des composés amphiphiles, c'est-à-dire qu’ils contiennent à la fois 
une partie hydrophile (tête) et une partie hydrophobe (queue) (Neu 1996). Ils ont pour 
propriété de diminuer la tension interfaciale en s’adsorbant à l’interface entre deux composés 
immiscibles, solide-liquide, liquide-liquide ou gaz-liquide (Laha et al., 2009 ; Luna et al., 
2013 ; Volkering et al., 1997). Lorsque leur concentration excède leur concentration 
micellaire critique (CMC), ils forment des micelles sphériques, des vésicules ou des structures 
lamellaires (Volkering et al., 1997) (Figure I.4).  
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Figure I.4 : Les types d’agrégats formés par les biosurfactants (d’après Maier 2003). 
 
2.2.2. Le rôle des biosurfactants dans l’assimilation des HOC 
Le rôle des biosurfactants dans la biodégradation des composés organiques hydrophobes 
en milieu marin est toujours sujet à caution car leur effet dépend de la possibilité d’atteindre 
la CMC, ce qui reste difficile dans un environnement ouvert tel que le milieu naturel. De plus, 
un grand nombre des espèces bactériennes connues pour consommer efficacement les HOC 
ne semble pas produire de surfactants (Abbasnezhad et al., 2010 ; Bouchez et al., 1997 ; 
Bouchez-Naïtali et al., 2001). 
 
- Pseudo-solubilisation des HOC dans la phase aqueuse 
Les composés hydrophobes se solubilisent au cœur des micelles de biosurfactants ce qui 
entraîne leur dispersion dans la phase aqueuse. Ainsi, la solubilité apparente et le coefficient 
de diffusion (les micelles diffusent plus rapidement que les molécules) des HOC en sont 
augmentés (Johnsen et Karlson, 2004 ; Lang 2002). Par exemple, c’est par ce moyen que 
Pseudomonas aeruginosa augmente la solubilité dans le milieu aqueux de son substrat, le     
n-hexadécane, qui passe alors d’une concentration de 1,84 à 22,76 µg.L-1 (Beal et Betts, 
2000). Les biosurfactants améliorent aussi la désorption et la dissolution des HOC dans la 
phase aqueuse, ce qui augmente la biodisponibilité de ces composés pour le métabolisme 
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bactérien et donc, leur biodégradation (Cameotra et Makkar, 2010 ; Deziel et al., 1996 ; 
Gottfried et al., 2010 ; Mohanty et Mukherji, 2013). 
 
Les bactéries marines dégradant les HOC produisent une grande variété de biosurfactants 
qui varient tant dans leurs propriétés chimiques que dans leurs poids moléculaires. Les 
biosurfactants de faibles poids moléculaires sont généralement des glycolipides (type le plus 
couramment rencontré) ou des lipopeptides et ils sont les plus efficaces pour diminuer la 
tension interfaciale (Karanth et Veenanadig, 1999 ; Ron et Rosenberg, 2002). Ceux de haut 
poids moléculaire sont de type (lipo)polysaccharidiques ou protéiques et sont des 
stabilisateurs d’émulsions « d’huile dans l’eau », ce qui a pour conséquence d’augmenter 
l’aire interfaciale HOC-eau (van Hamme et al., 2006).  
Des bactéries marines, par exemple des genres Acinetobacter, Pseudomonas, Halomonas, 
Marinobacter, Alcanivorax et Rhodococcus ont été étudiées afin de caractériser les 
biosurfactants (et leurs propriétés) qu’elles excrètent (Martinkova et al., 2009 ; Satpute et al., 
2010). Acinetobacter calcoacaticus RAG-1 est notamment connue pour produire un 
surfactant, l’émulsan, un polysaccharide qui stabilise les émulsions d’hydrocarbures dans 
l’eau et qui peut être utilisé pour nettoyer les bateaux souillés par du pétrole ou pour la gestion 
d’une marée noire par exemple (Rubinovitz et al., 1980 ; Zosim et al., 1982). 
A. radioresistens KA53 produit de l’alasan, un complexe polysaccharide-protéine qui 
solubilise les HAPs (Navonvenezia et al., 1995). Le composé actif de l’alasan est une protéine 
OmpA-like de 45 kDa, AlnA, située sur la membrane externe, dont l’activité émulsifiante est 
associée à quatre régions hydrophobes de la protéine situées dans des boucles extracellulaires 
(Toren et al., 2002). Walzer et al. (2009) ont démontré que la protéine OmpA possède des 
propriétés émulsifiantes chez plusieurs membres du genre Acinetobacter alors que ces 
caractéristiques sont absentes chez les protéines d’E. coli. De nombreuses souches 
d’Acinetobacter sont capables de dégrader les hydrocarbures pétroliers, suggérant que 
l’activité émulsifiante des OmpA joue un rôle dans l’utilisation de ces substrats. De plus, cela 
pourrait s’étendre à d’autres bactéries dégradant le pétrole et possédant des analogues de cette 
protéine. Par ailleurs, un nouveau surfactant de type lipopeptide a récemment été identifié 
chez la bactérie hydrocarbonoclaste Alcanivorax dieselolei B-5 (Qiao et Shao, 2010).  
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- Modification des propriétés de surface cellulaire 
De nombreuses études ont démontré que certaines bactéries sont aussi capables de 
modifier les propriétés de leur surface cellulaire grâce aux biosurfactants. Leur surface 
cellulaire est rendue plus hydrophobe, ce qui permet à la bactérie d’interagir plus facilement 
avec un substrat, lui-même hydrophobe. Cela a notamment été démontré chez Pseudomonas 
aeruginosa qui, en produisant des biosurfactants, induit la libération des lipopolysaccharides 
hydrophiles de sa membrane externe, rendant sa surface cellulaire plus hydrophobe. En 
conséquence, l’association HOC-cellule est augmentée par la mise en place d’un contact 
physique direct avec l’hexadécane (Al-Tahhan et al., 2000). Les acides mycoliques associés à 
la membrane de Rhodococcus sp. Q15 jouent aussi un rôle de biosurfactant en condition de 
croissance sur alcanes, induisant une réduction de la tension de sa surface cellulaire (Whyte 
et al., 1999). D’autre part, il semblerait que l’hydrophobicité de surface cellulaire soit 
hétérogène au sein des populations bactériennes et qu’elle implique une meilleure dégradation 
du HOC (Obuekwe et al., 2007a ; Obuekwe et al., 2009). 
 
2.3. Mécanisme d’adhésion des cellules bactériennes à une surface/interface 
L’adhésion de manière générale se fait par l’intermédiaire de protéines ou de substances 
extracellulaires polymériques (EPS) (Abbasnezhad et al., 2010 ; Czaczyk et Myszka, 2007 ; 
van Houdt et Michiels, 2005). Les pili et deux autres types d’adhésines seront détaillés dans 
cette partie, ainsi que les techniques permettant d’évaluer l’adhésion de cellules bactériennes à 
une surface ou interface. Enfin, le rôle de l’adhésion dans l’assimilation des HOC sera 
développé. 
 
2.3.1. Appendices impliqués dans l’adhésion 
- Les pili : rôles et structure 
Le pilus commun d’E. coli (ECP) fait partie d’une famille remarquable de fibres flexibles 
extracellulaires qui sont retrouvées chez des souches commensales et pathogènes. L’ECP peut 
mesurer plusieurs microns et est principalement composé d’une unique protéine d’environ 
21 kDa, EcpA. Les fibres composant le pilus ont tendance à s’agréger en superstructures 
parallèles et antiparallèles permettant de former des réseaux ou des ponts physiques entre les 
bactéries adhérant aux cellules épithéliales (Rendon et al., 2007). Il a ainsi été défini que ce 
pilus joue un rôle indispensable dans la colonisation d’une surface et favorise les interactions 
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bactériennes dans les communautés formant un biofilm (Garnett et al., 2012 ; Martinez-
Santos et al., 2012).  
 
Les appendices de surface tels que les pili de type IV (T4P) (fimbriae) jouent un rôle 
primordial dans l’adhésion des cellules et sont produits par un grand nombre de bactéries 
pathogènes et environnementales (Bihari et al., 2007 ; Hori et al., 2011 ; Imam et al., 2011 ; 
Tran et al., 2011). Les T4P sont aussi impliqués dans la mobilité de type « twitching » 
(mouvements convulsifs), le transfert d’ADN entre souches bactériennes lors d’une 
conjugaison, le transfert d’électrons et la formation de biofilm (Clemmer et al., 2011 ; Craig 
et Li, 2008). Il existe deux classes de pili de type IV: T4Pa et T4Pb. La première catégorie est 
relativement homogène et concerne les pili retrouvés chez les pathogènes de plantes, animaux 
et humains tels que Pseudomonas aeruginosa, Neisseria meningitidis et Dichelobacter 
nodosus, ainsi que chez des bactéries environnementales telles que Thermus thermophilus, 
Myxococcus xanthus, Deinococcus geothermalis et Shewanella oneidensis (Pelicic 2008). La 
seconde classe est plus diversifiée et s’adresse principalement aux bactéries entériques telles 
qu’Escherichia coli et Salmonella enterica serovar Typhi (Giltner et al., 2012). Les T4Pb sont 
répartis en plusieurs sous-classes qui sont établies selon la diversité des pilines, protéines 
principales et structurales des pili. Les pili d’adhésion Tad (« Tight adherence »), aussi 
appelés Flp ou Fap, initialement identifiés chez Aggregatibacter (Actinobacillus) 
actinomycetemcomitans (Ishihara et al., 1997), font partie des T4Pb. 
 
Du point de vue structural, les pili sont des filaments fins protéiques de 5 à 8 nm de 
diamètre qui peuvent faire plusieurs microns de long. L’extrémité distale porte une adhésine 
qui peut se coller à divers supports, incluant le verre et les cellules de plantes ou de 
mammifères (Conrad 2012). Au niveau structural, les pili de type IV ont été largement étudiés 
chez la bactérie Pseudomonas aeruginosa qui est utilisée comme organisme modèle. Ils 
forment un complexe de plusieurs protéines ancrées dans les membranes externe et interne qui 
est détaillé ci-après (Figure I.5). Le complexe qui est localisé au niveau de la membrane 
interne est principalement composé de la protéine PilC, PilR2 ou TadB/C, selon le type de 
pilus. Il est physiquement connecté au complexe situé dans la membrane externe contenant la 
sécrétine (PilQ, PilN2 ou RcpA) grâce au système « d’alignement » (FimV-PilMNOP ou 
PilL2O2P2) qui permet d’assurer une croissance adéquate du pilus qui se crée au niveau du 
périplasme. PilF ou TadD qui font partie du complexe de la membrane externe sont 
responsables de la localisation et de l’oligomérisation correctes de la sécrétine. Le pilus en 
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lui-même est hautement flexible et est majoritairement constitué par des sous-unités de la 
piline PilA, PilS2 ou Flp mais il contient aussi des pilines mineures FimU-PilVWXE, PilV2 
ou TadF. La séquence signal de l’extrémité N-terminale des pilines (majeures et mineures) est 
clivée par les peptidases PilD ou FppA avant leur assemblage à la surface cellulaire. Selon le 
besoin de la bactérie, la piline peut être polymérisée (par les ATPases PilB, PilQ2 ou TadA) et 
dépolymérisées (par les ATPases PilT/PilU ou PilT2), permettant une extension ou une 
rétractation dynamique de l’appendice, et donc, une adhésion réversible au support. La 
rétractation permet la mobilité de type « twitching ». PilJ, une protéine potentiellement 
acceptrice de groupement méthyl, jouerait un rôle important dans l’extension du pilus (Ayers 
et al., 2009 ; Conrad 2012 ; DeLange et al., 2007). Il a été démontré que ce phénomène 
d’extension/rétractation est en partie contrôlé par le système Chp du chimiotactisme, 
comprenant une histidine kinase, ChpA, et deux régulateurs de réponse, PilG et PilH 
(Bertrand et al., 2010 ; Sonnenschein et al., 2012).  
 
Figure I.5 : Systèmes d’assemblage des pili de type IV chez Pseudomonas aeruginosa et 
organisation supposée au niveau de l’enveloppe cellulaire (modifié et redessiné d’après Burrows 
2012). 
PilA, PilS2, Flp : sous-unités principales de la piline ; mp (FimU-PilVWXE), PilV2 et TadF : pilines mineures ; 
PilQ, PilN2, RcpA : sécrétines ; PilF, TadD : pilotines ; PilC, PilR2, TadB/C : protéines de la plate-forme ; 
FimV-PilMNOP et PilL2O2P2 : système d’alignement ; PilB, PilQ2, TadA : polymérases de la piline ; PilT, 
PilU, PilT2 : dépolymérases de la piline ; TadG/Z : rôle non encore établi ; PilD et FppA: pré-piline peptidases ; 
EXT : milieu extracellulaire ; ME : membrane externe ; P : périplasme ; MI : membrane interne ; IN : milieu 
intracellulaire. 
  
   CHAPITRE I : Etude bibliographique 
26 
- Autres adhésines 
La protéine LapA (Large Adhesive Protein) est une protéine localisée au niveau de la 
surface cellulaire de Peudomonas fluorescens Pf0-1 et est responsable de son attachement 
irréversible à un support (Ivanov et al., 2012). Le transporteur ABC composé des protéines 
LapB, LapC et LapE participe à la sécrétion de LapA (Hinsa et al., 2003). La localisation de 
cette adhésine est régulée post-traductionnellement par un système effecteur à di-guanosine 
monophosphate cyclique (di-GMPc) composé des protéines LapD et LapG. Brièvement, la 
protéase LapG inhibe l’attachement de la bactérie en clivant LapA qui est ainsi éliminée de la 
surface cellulaire. L’activité de LapG est régulée par LapD qui fixe le di-GMPc dans le 
cytoplasme. Lorsque LapD fixe du di-GMPc, elle est alors capable de se fixer à LapG et la 
séquestre. Le clivage de LapA est ainsi inhibé et les cellules adhèrent de manière irréversible 
au support (Gjermansen et al., 2010 ; Newell et al., 2011a ; Newell et al., 2011b).  
 
La transition de l’attachement transitoire à permanent de la bactérie aquatique 
Caulobacter crescentus à une surface solide est assurée par le développement d’une 
protubérance cylindrique à la surface cellulaire qui correspond à une extension de sa 
membrane cellulaire (Li et al., 2005). Elle en réalité composée d’oligomères de                    
N-acétylglucosamine qui assurent une adhésion étroite et forte de la bactérie (Tsang et al., 
2006). 
 
2.3.2. Mesure de l’adhésion 
Les méthodes pour déterminer la tendance des microorganismes à interagir physiquement 
avec un support sont de deux types : celles basées sur l’adhésion à une surface solide et celles 
basées sur l’adhésion à une interface liquide-liquide. Les premières ont été les plus utilisées et 
développées, et incluent le comptage direct des bactéries adhérées à la surface (Rosenberg 
1981). Les secondes incluent les tests BATH/MATH (bacterial/microbial adhesion to 
hydrocarbon), la microscopie de force atomique et la mesure de l’angle de contact HOC-eau.  
 
Rosenberg et al. furent les premiers à décrire, en 1980, la méthode de mesure MATH qui 
avait pour but initial d’évaluer l’hydrophobicité de surface cellulaire. Cette méthode est basée 
sur la mesure de la densité optique par spectrophotométrie de la suspension cellulaire dans la 
phase aqueuse, densité qui diminue lorsque les cellules adhèrent à l’hydrocarbure qui est à la 
surface. Cette mesure est réalisée à l’état initial, i. e. dès la mise en contact des cellules avec 
l’hydrocarbure, et à l’état final. La phase d’hydrocarbure est choisie selon l’organisme à 
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tester, mais on utilise généralement le n-hexadécane ou le toluène. Ainsi, ce test est facile à 
réaliser, tant dans sa préparation que dans son analyse, et il est largement utilisé depuis plus 
de 30 ans pour mesurer l’adhésion de manière semi-quantitative d’une souche donnée à une 
interface HOC-eau (Rosenberg 2006). Cependant, il est important de souligner que ce test ne 
prédit pas nécessairement la capacité bactérienne à utiliser l’hydrocarbure comme substrat de 
croissance puisqu’elle se base uniquement sur des interactions physiques (Harms et Wick, 
2010). Par ailleurs, une étude a montré par analyse microscopique de la suspension cellulaire 
aqueuse que des microgouttelettes d’hydrocarbure sont présentes dans cette phase, faussant 
ainsi les concentrations cellulaires et donc, la mesure de l’adhésion. C’est ainsi que Zoueki 
et al. (2010) ont proposé un test MATH modifié, permettant d’éviter cet artéfact, basé sur 
l’examen par microscopie de la suspension aqueuse et le comptage direct des cellules. 
 
La microscopie de force atomique (AFM), est un outil nano-technologique puissant qui 
permet d’obtenir au niveau unicellulaire et à haute résolution, la topographie de surface 
cellulaire, l’élasticité de l’enveloppe cellulaire et qui permet surtout de détecter les propriétés 
d’adhésion bactérienne (Wu et Zhou, 2010). La figure I.6 présente des images typiques 
obtenues par AFM, réalisées chez E. coli et chez Lactobacillus rhamnosus GG, dans 
lesquelles on peut observer les cellules adhérées à leur support ainsi que les appendices (pili) 
permettant cette adhésion. 
 
 
Figure I.6 : Images de microscopie de force atomique réalisées sur des cellules d’E. coli adhérées 
au polystyrène (Thio et Meredith, 2008) et de Lactobacillus rhamnosus GG adhérées à du mica 
(Tripathi et al., 2012). 
A) Image AFM en mode contact de cellules d’E. coli adhérées à du polystyrene ; aire de balayage de 10 µm x 
10 µm ; hauteur de 0 à 235 nm (linéaire du plus foncé au plus clair).  
B) Image AFM dans l’air de cellules en phase exponentielle de croissance de Lactobacillus rhamnosus GG 
adhérées à du mica ; les pili sont rarement sous la forme de filaments isolés mais sont souvent connectés par 
leurs extrémités pour créer des structures bidimensionnelles en forme d’étoile. 
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2.3.3. Adhésion et amélioration de la biodisponibilité du substrat hydrophobe 
L’adhésion à une surface/interface permet aux bactéries de créer un lien étroit entre leur 
surface cellulaire et leur support, qui peut être leur substrat. En réalité, cette stratégie a surtout 
été étudiée chez des souches adhérant à un support autre que nutritif. Dans le cas de bactéries 
adhérant à une interface HOC-eau, la création d’un tel lien leur permet de consommer le HOC 
directement dans la couche limite de diffusion entourant l’interface HOC-eau (Rodrigues 
et al., 2005). Cela a pour conséquence d’accentuer le gradient de concentration du composé 
dans cette couche, favorisant sa désorption, sa dissolution et sa diffusion. Le taux de transfert 
de masse en est amélioré et, in fine, sa biodisponibilité est accrue (Figure I.7). En conclusion, 
l’adhésion est un moyen efficace pour augmenter la biodisponibilité et donc, la 
biodégradation, d’un composé hydrophobe (Obuekwe et al., 2008 ; Obuekwe et al., 2007b). 
 
Figure I.7 : Augmentation de la biodisponibilité des HOC par adhésion à l’interface HOC-eau. 
 
Les preuves d’un réel contact direct entre les cellules ou EPS et les HOC ont été amenées 
par la microscopie électronique ou confocale réalisées sur des souches pures. Les études 
effectuées sur Rhodococcus sp. Q15 et Mycobacterium sp. LB501T qui produisent des acides 
mycoliques (Whyte et al., 1999 ; Wick et al., 2002) et sur Acinetobacter venetianus qui 
excrète des polysaccharides capsulaires (Baldi et al., 1999) ont permis d’observer l’adhésion 
des cellules à leur substrat hydrophobe (anthracène ou alcanes). Par ailleurs, Dmitriev et al. 
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(2011) ont identifié une nouvelle stratégie chez des souches de Rhodococcus sp. et 
Pseudomonas putida. Ils ont pu observer la production de structures exocellulaires composées 
de biopolymères qui prennent la forme de granules ou « trophosomes » qui contiennent des 
enzymes oxydatives et des biosurfactants qui permettent une attaque plus efficace des 
molécules hydrocarbonées.  
 
2.4. Formation de biofilm sur une surface/interface 
Plus de 90 % des bactéries environnementales vivent en biofilms qui sont majoritairement 
composés d’un ensemble de communautés microbiennes (Hall-Stoodley et al., 2004). Les 
biofilms formés aux interfaces HOC-eau semblent intéressants car ils sortent des modèles 
classiques généralement étudiés. En effet, ceux-ci se développent sur une interface nutritive 
qui fournit l’énergie et le carbone nécessaires à la croissance bactérienne, alors que les autres 
éléments (eau, dioxygène par exemple) proviennent de l’autre face du biofilm. Une rapide 
analyse de la bibliographie montre que plus de la moitié des publications relatives aux 
biofilms bactériens concernent 4 genres, i. e. Pseudomonas, Staphylococcus, Streptococcus et 
Escherichia. Ces études ont été réalisées sur des biofilms se développant sur des surfaces 
inertes non nutritives telles que du verre, différents plastiques, des métaux ou des 
biomatériaux. Des études poussées sur des systèmes où le support joue un rôle nutritif sont 
peu nombreuses et ne concernent que les biofilms de Vibrio cholerae sur la chitine, ceux 
d’Acinetobacter oleivorans DR1 et de Marinobacter hydrocarbonoclasticus SP17 sur HOC et 
ceux formés sur la cellulose par Cellulomonas flavigena présente dans les sols et les bactéries 
Ruminococcus albus, R. flavifaciens et Fibrobacter succinogenes présentes dans le tractus 
gastro-intestinal des herbivores et ruminants (Jung et al., 2011 ; Kenyon et al., 2005 ; 
O’Sullivan et al., 2009 ; Rakotoarivonina et al., 2005).  
 
2.4.1. Cycle de développement et structure d’un biofilm 
D’une manière générale, le développement d’un biofilm est initié par l’adhésion 
irréversible des bactéries à leur support généralement grâce à la production d’adhésines. Les 
cellules se regroupent et/ou se multiplient pour former des microcolonies qui se développent 
en un biofilm mature (Sauer 2003 ; Webb et al., 2003a). Un biofilm est parfois traversé par 
des canaux dans lesquels circulent des fluides et des cellules, ce qui le rend donc hétérogène 
du point de vue chimique : des micro-gradients d’accepteurs et de donneurs d’électrons, ainsi 
que des gradients de nutriments se créent à l’intérieur de la structure. Cette hétérogénéité 
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entraîne une diversité physiologique car les cellules sessiles se différencient et se spécialisent 
à l’intérieur du biofilm où différentes voies métaboliques et activités cellulaires coexistent 
(Grimaud 2010a ; Stewart et Franklin, 2008). Des cellules individuelles peuvent se détacher 
de ce biofilm mature afin de recoloniser une surface. 
Dans le biofilm, la densité cellulaire est généralement élevée et les cellules sont 
maintenues agrégées par une matrice extracellulaire. Cette proximité entre cellules favorise la 
communication intercellulaire (da Silva et De Martinis, 2013 ; Tashiro et al., 2013). La 
matrice est composée de substances polymériques très hydratées telles que des 
exopolysaccharides (EPS), des protéines et des acides nucléiques mais également des 
substances plus hydrophobes comme des lipides (Flemming et Wingender, 2010). Les 
appendices extracellulaires jouent aussi un rôle au niveau de la matrice puisque les pili et 
fimbriae sont connus pour la stabiliser (Wang et al., 2013). Chez les bactéries Gram 
négatives, les vésicules membranaires, dérivées de la membrane externe, contiennent de 
l’ADN et une large gamme d’enzymes qui peuvent altérer les propriétés de la matrice en 
agissant par exemple en tant que « tueuses » lors de la compétition entre organismes du 
biofilm (Lee et al., 2012a). 
 
A mesure que le biofilm augmente en taille, les cellules résidant au plus profond de la 
structure peuvent ne pas avoir accès aux nutriments et peuvent être confrontées à l’effet 
toxique de certains produits excrétés ou issus de dégradations. Ainsi, ce microenvironnement 
peut devenir défavorable, entraînant le retour des bactéries au mode planctonique. Les 
changements des conditions environnementales peuvent aussi entraîner le démantèlement du 
biofilm car ce mode de vie devient inapproprié (Karatan et Watnick, 2009). Les mécanismes 
impliqués dans la désagrégation des biofilms sont assez peu connus et incluent la synthèse 
d’enzymes qui dégradent les adhésines et la matrice, le retour à la mobilité, la production de 
biosurfactants et la lyse cellulaire (Boles et al., 2005 ; Boyd et Chakrabarty, 1994 ; Jackson 
et al., 2002 ; Webb et al., 2003b). 
 
2.4.2. Signalisation cellulaire et régulation dans le biofilm 
- Les signaux 
Des bactéries qui approchent une surface/interface font un choix entre le style de vie 
sessile ou planctonique. Cela suggère que la surface/interface doit être détectée par les 
cellules dans le but de former ou non un biofilm. Bien qu’aucune preuve directe ne soit 
établie, le flagelle semble être la structure opérationnelle impliquée dans la détection de la 
   CHAPITRE I : Etude bibliographique 
31 
surface/interface chez les bactéries mobiles (pour plus détails, se référer à la section 2.4.3). Le 
regroupement des cellules en biofilm serait donc régi par la production de signaux chimiques 
intra- et inter-cellulaires, en réponse à un stress qui peut être créé par la faible solubilité et 
l’hydrophobicité d’un composé par exemple (De Kievit et al., 2001). D’autre part, dans le cas 
de biofilms se développant sur des composés hydrophobes, la formation du biofilm serait 
déterminée par la présence d’une interface HOC métabolisable-eau comme cela a été observé 
chez une souche de M. hydrocarbonoclasticus, suggérant que le statut nutritif de l’interface 
doit être détecté par les cellules (Klein et al., 2008).  
 
Alors que certains signaux environnementaux déclenchant ou inhibant la formation de 
biofilm ont été identifiés, nombre d’entre eux restent inconnus et/ou non étudiés. Parmi ceux 
qui sont connus, on compte notamment le statut nutritif de l’environnement, l’osmolarité, la 
présence de composés antimicrobiens et les molécules du quorum sensing (Karatan et 
Watnick, 2009). Par exemple, chez Salmonella enterica serovar Typhimurium, le biofilm est 
déclenché par une carence en nutriments (Gerstel et Romling, 2001) alors que chez Vibrio 
cholerae, ce style de vie est au contraire promu par des environnements riches en nutriments 
(Yildiz et al., 2004). Les circuits du quorum sensing permettent aux bactéries de coordonner 
leur expression génique. Ils sont activés par des petites molécules, des auto-inducteurs, qui 
sont sécrétés par les bactéries et qui s’accumulent dans le milieu extracellulaire. Le système 
LuxI/LuxR est le premier mécanisme de quorum sensing élucidé chez la bactérie marine 
luminescente Vibrio fischeri chez qui il régule la production de lumière (Kaplan et Greenberg, 
1985). Par la suite, ce système est devenu l’archétype du quorum sensing. Il a été retrouvé 
chez de nombreuses bactéries Gram négatives chez qui les protéines du type LuxI synthétisent 
des auto-inducteurs AHL (Acylated Homoserine Lactone) qui modulent l’activité 
d’activateurs de transcription du type LuxR (Heilmann et al., 1996). L’activation des circuits 
du quorum sensing stimule la formation de biofilm comme par exemple chez Pseudomonas 
aeruginosa où deux circuits du type LuxI/LuxR, appelés LasI/LasR et RhlI/RhlR, régulent la 
formation de la matrice en régulant les gènes de synthèse de polysaccharides et d’ADN 
extracellulaire (Allesen-Holm et al., 2006 ; Sakuragi et Kolter, 2007). 
 
La dispersion du biofilm est elle aussi soumise à des processus de régulation impliquant 
de nombreux circuits répondant à des signaux du quorum sensing, du statut nutritionnel du 
milieu et aussi du manque d’oxygène. 
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- Messager secondaire, systèmes à deux composants et réseaux protéiques 
Le messager secondaire di-GMPc, présent chez de nombreuses bactéries, régule différents 
processus cellulaires notamment la motilité bactérienne, i.e. le passage de l’état planctonique 
à l’état sessile, l’adhésion, la fabrication d’exopolysaccharides de la matrice du biofilm, la 
formation ou le détachement de biofilm (Kazmierczak et al., 2006 ; Kirillina et al., 2004 ; 
Tischler et Camilli 2004). La concentration intracellulaire du di-GMPc est sous la dépendance 
des activités antagonistes de di-guanylate cyclases à domaine GGDEF (Glycine-Glycine-
Aspartate-Glutamate-Phenylalanine) qui réalisent la réaction de cyclisation à partir du GTP 
(guanosine triphosphate), et de phosphodiestérases à domaine EAL (Glutamate-Alanine-
Leucine) ou HD-GYP (Histidine-Aspartate-xxx-Glycine-Tyrosine-Proline) qui l’hydrolysent 
en pGpG (forme linéaire du di-GMP) ou en deux GMP (Christen et al., 2005). Un certain 
nombre de protéines à domaine GGDEF ou EAL sont des régulateurs de réponse de systèmes 
à deux composantes qui seront détaillés plus loin (Kulasekara et al., 2005 ; Stock et al., 2000). 
Le di-GMPc agit en se fixant sur des effecteurs dont les premiers à avoir été identifiés sont 
des protéines à domaine PilZ ou à domaines GGDEF ou EAL dégénérés. Récemment, des 
molécules d’ARN de type riboswitch ont été découvertes comme étant capables de fixer le di-
GMPc (Hengge 2010 ; Mills et al., 2011). Les protéines qui fixent le di-GMPc possèdent des 
domaines d’interaction avec des protéines ou de l’ADN leur permettant de réguler l’activité 
de protéines ou l’expression de gènes (Hengge 2009) (Figure I.8).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.8 : Formation/dégradation du di-GMPc en réponse à des stimuli environnementaux, ses 
cibles et les processus qu’il régule (redessiné d’après Sondermann et al., 2012). 
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Malgré tout, même si les voies de signalisation par le di-GMPc commencent à être 
connues, il existe très peu de données sur les signaux extracellulaires capables de les mettre 
en œuvre dans le cadre des biofilms, hormis l’effet du quorum sensing dans le détachement 
(Ma et al., 2011). Les domaines GGDEF et EAL sont cependant très souvent associés à des 
domaines PAS, GAF qui sont connus pour leur plasticité évolutive remarquable leur 
permettant de fixer une large gamme de cofacteurs et ligands. Ils interviennent ainsi dans la 
perception de divers signaux associés par exemple à la lumière, à la concentration en 
oxygène, en métabolites ou en éléments chimiques (Henry et Crosson, 2011 ; King-Scott 
et al., 2011). 
 
Les systèmes à deux composants représentent l’un des mécanismes les plus couramment 
employés par les bactéries pour répondre à un stimulus environnemental (Karatan et Watnick, 
2009). Ils sont composés d’une histidine kinase qui détecte le signal grâce à son domaine 
senseur, s’auto-phosphoryle au niveau de son domaine transmetteur puis transfère son 
groupement phosphoryle au régulateur de réponse pour l’activer. Le régulateur de réponse 
possède également deux domaines, un domaine récepteur qui contient le résidu aspartate 
phosphorylable, et un domaine effecteur, qui est impliqué dans l’initiation de la réponse 
adaptative spécifique. Dans la plupart des cas, le domaine effecteur est un domaine de liaison 
à l’ADN permettant au régulateur de réponse de fonctionner comme un facteur de 
transcription. La nature du signal dans cette voie de transduction sensorielle est le transfert du 
phosphate, en général provenant de l’ATP, vers la protéine histidine kinase et ensuite vers le 
régulateur de réponse activant la réponse cellulaire (Mary 2003). Le nombre de systèmes à 
deux composants impliqués dans la formation de biofilm est en constante augmentation mais 
le mieux caractérisé aujourd’hui est le système GacS/GacA (BarA/UvrY) qui régule la 
production d’EPS et la formation de biofilm chez P. aeruginosa, E. coli et V. cholerae. GacS 
est l’histidine kinase qui transfère son groupement phosphoryle à GacA, le régulateur de 
réponse qui active la transcription de petits ARNs (Karatan et Watnick, 2009 ; Parkins et al., 
2001). Le rôle de ces petits ARNs dans la formation de biofilm est discuté ci-dessous. 
 
- La régulation génétique 
Le rôle des facteurs de transcription sigma dans la régulation génétique de l’adhésion et la 
subséquente formation du biofilm est connu depuis de nombreuses années. A titre d’exemple, 
chez Pseudomonas aeruginosa, les facteurs anti-sigma MucA et sigma AlgU sont impliqués 
dans la voie de biosynthèse des alginates qui sont des exopolysaccharides (Jones et al., 2010 ; 
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Rehman et Rehm, 2013). Une mutation dans le gène mucA induit l’expression d’algU. AlgU 
induit alors l’activation de la transcription des gènes codant pour les alginates, ce qui résulte 
en la formation d’un phénotype mucoïde qui est très virulent et qui permet une haute 
résistance aux antibiotiques (Schnider-Keel et al., 2001). Cependant, chez les souches non 
mucoïdes, AlgU est aussi impliqué dans la formation d’un biofilm robuste (Bazire et al., 
2010). Par ailleurs, chez P. aeruginosa, le facteur sigma alternatif AlgT régule positivement la 
synthèse de la matrice du biofilm et inhibe de façon concomitante la synthèse des flagelles 
(Garrett et al., 1999 ; Tart et al., 2006). 
 
Un autre facteur de transcription, sigma 54 (σ54 ou σN ou RpoN ou NtrA), est largement 
distribué au sein des bactéries, incluant les bactéries Gram positives, négatives, les 
hyperthermophiles, les spirochètes et même les espèces aux génomes réduits (exemple : 
Chlamydia) (Shingler 2011). Historiquement, le facteur σ54 de l’holoenzyme ARN polymérase 
a été révélé dans la régulation du métabolisme de l’azote. Depuis, il a été associé à de 
nombreuses fonctions telles que le chimiotactisme, le métabolisme énergétique, le stress 
osmotique, la sécrétion par le système de sécrétion de type VI, la flagellation ou encore le 
métabolisme des hydrates de carbone (Arous et al., 2004 ; Buck et al., 2000 ; Dong et 
Mekalanos, 2012 ; Hwang et al., 2011 ; Sheng et al., 2011). Le site de fixation du facteur 
sigma 54 se situe de manière conservée entre 12 et 24 nucléotides en amont du site 
d’initiation de la transcription et sa séquence consensus a été établie (Zhao et al., 2009). Ce 
facteur est d’un grand intérêt pour les chercheurs s’attachant à étudier les biofilms car il est 
impliqué dans la régulation de nombreuses fonctions intervenant dans ce mode de vie : 
l’adhésion initiale, la nature et la composition de la matrice et la formation du biofilm en 
général (Iyer et Hancock, 2011 ; Francke et al., 2011).  
 
L’implication de petits ARNs dans la régulation du biofilm a été démontrée et il a été 
constaté qu’ils agissent selon deux modes : par appariement de bases avec d’autres ARNs ou 
en se fixant à des protéines (Gottesman et Storz, 2011). A titre d’exemple, chez des souches 
d’E. coli et Salmonella, le régulateur de transcription CsgD est une cible de petits ARNs 
(McaS, RprA, OmrA/OmrB, GcvB, ArcZ, SdsR) qui vont le réguler au niveau de son ARNm. 
Cependant, tous ces petits ARNs appartiennent à différents régulons et sont exprimés en 
réponse à différentes conditions telles que l’osmolarité, la disponibilité en acide aminés… Le 
facteur CsgD est nécessaire pour l’adhésion et la formation de biofilm et agit simultanément 
par activation de gènes codant pour des fimbriae de type curli et répression de plusieurs gènes 
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de synthèse de flagelles. CsgD est connu pour activer des diguanylate cyclases qui produisent 
du di-GMPc. CsgD est aussi activé par le facteur sigma RpoS, lui-même activé par le petit 
ARN RprA (Chambers et Sauer, 2013).  
En conclusion, la régulation génétique impliquant la transition de l’état planctonique à 
l’état sessile (et l’inverse) est complexe et implique une multitude de facteurs, messagers 
secondaires, petits ARNs et effecteurs. 
 
2.4.3. Structure et rôle des flagelles bactériens dans le biofilm 
- Structure des flagelles 
Les flagelles sont considérés comme des machines macromoléculaires qui sont 
responsables de la mobilité de type « swarming » et « swimming » et qui interviennent dans 
l’adhésion et la formation de biofilm. Le flagelle bactérien est un filament long et étroit qui 
émerge du corps cellulaire. Trois structures principales forment le flagelle : le corps basal, qui 
inclut un rotor et un stator intégrés à la membrane cytoplasmique, le filament, composé de 
plus de 20 000 sous-unités d’une seule protéine, la flagelline FliC ou FljB, et terminé par FliD 
nécessaire au repliement et à la sécrétion des sous-unités, et une charnière, ou crochet (FlgE), 
qui permet l’articulation du filament. De nombreuses sous-unités du flagelle sont 
extracellulaires et doivent être exportées par l’appareil d’export des protéines du flagelle qui 
est inclus dans le corps basal et est constitué des protéines FliO/P/Q/R et FlhA/B. 
L’assemblage des protéines du flagelle nécessite un complexe ATPase composé des protéines 
solubles FliH/I/J (Anderson et al., 2010 ; Chevance et Hughes, 2008) (Figure I.9). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.9 : Le flagelle bactérien et l’appareil d’export des protéines flagellaires (d’après 
Anderson et al., 2010). 
(a) Corps basal (rouge) : appareil d’export des protéines du flagelle, moteur et anneaux intégrés à la membrane. 
Le crochet (bleu) forme un lieur flexible et le filament (vert) agit comme une hélice.  
(b) FliOPQ, FlhAB, FliR : composants associés à la membrane ; FliHIJ : protéines cytoplasmiques. 
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- Rôles des flagelles 
La mobilité flagellaire est cruciale pour l’approche des cellules de la surface du support 
sur lequel elles vont former un biofilm (Filloux et Vallet, 2003). De plus, les biofilms sont des 
structures dynamiques qui peuvent être sujettes à des migrations de populations, en réponse à 
la composition microbienne et aux conditions environnementales. Les flagelles interviennent 
aussi dans les étapes tardives de la différenciation et dans la dispersion du biofilm mature 
(McDougald et al., 2012). Récemment, le rôle de bactéries « nageuses » au sein du biofilm a 
été présenté comme permettant de créer des pores transitoires qui augmentent le flux de 
nutriments à l’intérieur de la matrice du biofilm. D’autre part, la création de tels canaux peut 
aussi faciliter la pénétration de substances toxiques et permettre à des bactéries d’une 
population (dans le cas de biofilm pluricommunautaire) de tuer d’autres populations présentes 
dans le biofilm (Houry et al., 2012). 
 
Le mode de déplacement de type « swarming » associé aux flagelles est intrinsèquement 
lié à la densité cellulaire et est impliqué dans la différenciation cellulaire, le contact entre 
bactéries voisines et coordonne la migration cellulaire. De nombreux processus régulent la 
production du flagelle bactérien. Parmi eux, deux systèmes de régulation, FlhD-FlhC et le 
quorum sensing basé sur les systèmes AHLs ont été identifiés comme jouant un rôle 
important dans la régulation de ce comportement de « swarming » chez Serratia liquefaciens 
et Vibrio fischeri par exemple (Alagely et al., 2011 ; Fuqua et Greenberg, 2002 ; Sharma et 
Anand, 2002). La biosynthèse des flagelles est aussi régulée par le facteur sigma RpoN 
(Niehus et al., 2004) et par le messager secondaire di-GMPc (Mills et al., 2011) (voir section 
2.4.2). La mobilité est aussi régie par le système du chimiotactisme qui contrôle le moteur 
flagellaire afin de diriger la bactérie vers des produits attractifs et inversement, de l’écarter 
d’éléments répulsifs. Le mécanisme moléculaire complexe du chimiotactisme a été bien 
étudié chez E. coli et repose sur l’existence de récepteurs transmembranaires appelés MCP 
(« Methyl-accepting Chemotaxis Proteins »), d’une histidine kinase particulière (CheA), de 
deux régulateurs de réponse (RR) (CheY et CheB, un RR à activité méthylestérase) et d’une 
méthyltransférase constitutive (CheR) qui permet la méthylation à partir de S-
adénosylméthionine de résidus glutamates des récepteurs MCPs. La fixation d’une molécule 
attractive ou répulsive sur le récepteur va modifier l’activité d’auto-phosphorylation normale 
de CheA, associée aux récepteurs par l’intermédiaire d’une protéine adaptatrice CheW. La 
formation de CheA-P permet la phosphorylation de CHeY. C’est la forme phosphorylée du 
RR CheY-P qui induit un changement du sens de rotation du flagelle en se fixant sur le 
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moteur flagellaire (Prescott et al., 2003 ; Sourjik et Armitage, 2010 ; Wadhams et Armitage, 
2004). Par ailleurs, le système à deux composants FleR/FleS est indispensable à la production 
des protéines du flagelle chez Pseudomonas aeruginosa car il contrôle la transcription des 
gènes du flagelle. FleS est l’histidine kinase et FleR, le régulateur de réponse qui se fixe en 
amont des gènes flagellaires pour activer leur transcription (Dasgupta et al., 2003 ; Ritchings 
et al., 1995).  
 
De manière surprenante, le système à deux composants FleR/FleS est aussi nécessaire 
pour l’adhésion de P. aeruginosa à la mucine (protéine présente au niveau des muqueuses des 
mammifères), suggérant que des protéines du flagelle autre que la flagelline pourraient agir 
comme des adhésines (Ritchings et al., 1995). Cette notion a aussi été observée chez 
Aeromonas spp., chez qui les flagelles promeuvent l’adhésion au support en agissant comme 
des adhésines (Kirov et al., 2004). Chez E. coli, il a récemment été mis en évidence que les 
flagelles sont directement impliqués dans l’attachement des bactéries à une surface fissurée 
(ici le polydiméthylsiloxane) par la création d’un réseau dense et fibreux (Friedlander et al., 
2013). L’idée selon laquelle l’adhésion et la flagellation sont deux mécanismes 
intrinsèquement liés a été démontrée dans de nombreuses autres études. Par exemple, chez 
Vibrio cholerae la perte du flagelle entraîne automatiquement la production d’EPS 
(substances indispensables à son attachement à un support) via l’activation du cluster de gènes 
vps contrôlant la formation de biofilm (Lauriano et al., 2004). Chez cette bactérie, le système 
de régulation des flagelles est aussi capable d’induire la production d’une adhésine qui facilite 
la colonisation du support (Syed et al., 2009). 
 
2.4.4. Le biofilm : stratégie efficace pour l’assimilation des HOC 
La formation de biofilm est une stratégie aujourd’hui largement reconnue comme 
permettant de favoriser le transfert de masse d’un substrat hydrophobe et donc d’en améliorer 
sa biodégradation (Froehner et al., 2012 ; Jiménez et al., 2011 ; Ławniczak et al., 2011 ; 
Tribelli et al., 2012). En effet, dans les biofilms, les cellules sont typiquement situées à moins 
de 1 µm de l’interface et consomment le substrat directement dans sa couche limite (Johnsen 
et al., 2005). De plus, la matrice du biofilm et plus particulièrement les propriétés physico-
chimiques des composés qui la composent sont suspectées d’intervenir dans le maintien du 
contact du biofilm à l’interface HOC-eau, dans la solubilisation et le transfert des HOC vers la 
cellule. Il est aussi envisagé que les polysaccharides de la matrice pourraient permettre 
l’adsorption et l’accumulation des HOC au sein du biofilm, HOC qui seraient alors 
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métabolisés par les cellules (Fong et al., 2010 ; Zhang et al., 2011). Par ailleurs, la production 
de biosurfactants qui peut s’opérer au sein d’un biofilm assure une solubilisation accrue du 
HOC pour une meilleure dégradation. Les biosurfactants peuvent aussi accroître la solubilité 
de certaines molécules signal qui sont sécrétées par les cellules d’un biofilm afin d’en 
améliorer leurs activités (van Hamme et al., 2006).  
 
De nombreuses bactéries hydrocarbonoclastes développent des biofilms à l’interface 
HOC-eau. De plus, les souches appartenant à cette famille étant considérées comme 
spécialisées dans la dégradation des hydrocarbures, il est suggéré que la formation de biofilm 
soit un moyen efficace pour assimiler de tels substrats. Cela a notamment été démontré pour 
les bactéries marines Oleiphilus messinensis ME102, Alcanivorax borkumensis SK2 (Figure 
I.10), Novosphingobium sp PP1Y, Acinetobacter oleivorans DR1 et Marinobacter 
hydrocarbonoclasticus SP17 qui améliorent la biodégradation de HOC en formant un biofilm 
(Grimaud et al., 2012 ; Jung et al., 2011 ; Notomista et al., 2011 ; Yakimov et al., 1998).  
  
Figure I.10 : Observations par microscopie électronique du biofilm formé par Alcanivorax 
borkumensis SK2 en présence d’hexadécane (Sabirova et al., 2011). 
Les images ont été prises au bout de 10 jours d’incubation. 
 
Dans le processus de bioremédiation d’environnements pollués par des hydrocarbures, les 
biofilms composés de plusieurs espèces ont suscité l’intérêt des chercheurs, en particulier en 
ce qui concerne le transfert de gènes spécifiques, par exemple impliqués dans le catabolisme, 
entre communautés bactériennes. Il a été démontré que dans ce type de biofilm, la 
propagation des plasmides par conjugaison est augmentée et que le mécanisme de 
conjugaison lui-même stimule le développement du biofilm (Molin et Tolker-Nielsen, 2003). 
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2.5. Systèmes de transport de substrats hydrophobes 
Grâce aux stratégies détaillées ci-dessus (production de biosurfactant, adhésion et 
formation de biofilm), les bactéries réussissent à rendre les HOC plus biodisponibles pour leur 
transformation par le métabolisme cellulaire. Cependant, ils doivent passer au travers des 
barrières cellulaires, notamment de la couche de lipopolysaccharides située sur la membrane 
externe des bactéries Gram négatives (McCammick et al., 2010). Cette zone constitue une 
barrière infranchissable pour les HOC qui doivent donc être transportés par des systèmes 
efficaces et adaptés à leur nature hydrophobe. 
 
D’une manière générale, les protéines de transport de la membrane externe sont 
nombreuses et peuvent être classées en plusieurs catégories selon leur mode de transport : les 
porines, les transporteurs substrat-spécifiques et les transporteurs actifs (van den Berg 2005). 
Les porines générales telles qu’OmpC et OmpF sont des pores passifs qui ne fixent pas leur 
substrat (Nikaido 2003). A faible concentration en nutriment, la diffusion passive n’est plus 
efficace et le transport se produit alors via des transporteurs substrat-spécifiques ou des 
transporteurs actifs. Ces derniers sont aussi appelés transporteurs TonB-dependants et ils ont 
un besoin en énergie car ils transportent leur substrat contre le gradient de concentration 
(Ferguson et Deisenhofer, 2004). Même si les substrats de ces transporteurs de la membrane 
externe sont très diversifiés, allant de simples ions aux molécules complexes telles que la 
vitamine B12 et les sidérophores, ils sont tous hydrophiles. Pour ces trois classes de 
transporteurs, une richesse d’informations fonctionnelles et structurales est disponible. Dans 
le cas des transporteurs de substrats hydrophobes, les mécanismes par lesquels ils transportent 
sont moins connus (van den Berg 2005). Les seules études réalisées concernent des protéines 
membranaires spécifiques, formées par des tonneaux β, qui facilitent le passage des substrats 
hydrophobes au travers de la membrane externe. Elles appartiennent aux familles FadL 
(Wiener et Horanyi, 2011) et OmpW (Touw et al., 2010).  
 
2.5.1. La protéine FadL d’Escherichia coli 
La protéine FadL d’E. coli fut la première protéine décrite comme permettant de faciliter 
l’entrée dans la cellule d’acides gras à longue chaîne (LCFA), allant de 14 à 18 atomes de 
carbone (Nunn et Simons, 1978). La purification de cette protéine et la détermination de sa 
localisation au niveau de la membrane externe ont été réalisées plus tardivement (Black et al., 
1987). Plusieurs études de mutagenèse dirigée ont par la suite été menées dans le but de 
déterminer le mode de fixation du substrat et son transport (Black et Zhang, 1995 ; Kumar et 
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Black, 1991). Finalement, la structure tridimensionnelle de cette protéine a été élucidée par 
van den Berg et al. en 2004 et a permis de caractériser ce transporteur et de proposer un 
mécanisme d’action. Cette protéine présente une structure en tonneau constitué de 14 brins β 
antiparallèles. L’intérieur de ce tonneau est occlus par le domaine N-terminal ou« hatch » 
composé de 42 acides aminés agencés en trois courtes hélices α. Une des hélices contient la 
séquence conservée NPA, une signature typique des protéines de la famille FadL, qui marque 
la rotation d’une courte hélice dans la membrane, impliquant que cette zone est soumise à des 
changements conformationnels. Le brin S3 (« kink ») forme un coude tourné vers l’intérieur 
du tonneau, créant ainsi une ouverture latérale dans la paroi du tonneau. Deux sites de fixation 
du substrat ont pu être mis en évidence par la présence de molécules de détergent dans la 
structure cristalline de FadL. Un sillon hydrophobe (G), formé par les boucles L3 et L4 qui 
sont exposées à la surface extracellulaire, capturerait le substrat avec une faible affinité. Une 
poche hydrophobe (P), située plus à l’intérieur de la structure en tonneau, l’accueillerait 
ensuite avec une haute affinité (Figure I.11). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.11 : Vue générale de la structure cristalline de la protéine FadL d’Escherichia coli (van 
den Berg et al., 2004). 
A et C: Vues de côté. B: Vue en coupe de côté, avec rotation de 45° par rapport à A. M: membrane externe; 
E : milieu extracellulaire ; P : périplasme. Vert : brins β ; Gris : boucles ; Rouge : hélices α ; Bleu : hélices 310 ; 
Violet : domaine N-terminal (« hatch ») ; Orange : coude dans le brin S3. L3 et L4 : boucles extracellulaires. 
C8E4 et LDAO : molécules de détergent. (P) et (G) : sites de fixation du substrat. 
 
Ces observations, combinées à des études de mutagenèse et des tests de transport in vivo, 
ainsi que les différences qui existent entre les conformations de l’extrémité N-terminale ont 
conduit à la proposition d’un mécanisme de transport des acides gras à longue chaîne par la 
protéine FadL d’E. coli (Hearn et al., 2009 ; Lepore et al., 2011). Ce mécanisme est distinct 
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de tous les autres transporteurs connus de la membrane externe et est induit après fixation du 
substrat au niveau de la protéine. Le transport repose sur la diffusion latérale du substrat 
directement du milieu extracellulaire jusqu’à l’ouverture latérale de la paroi du tonneau grâce 
à la formation d’un canal hydrophobe continu créé par un changement conformationnel de 
l’extrémité N-terminale (Figure I.12). Ainsi, le substrat contourne la couche polaire de 
lipopolysaccharides et est libéré dans la bicouche lipidique de la membrane externe. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.12 : Modèle de diffusion latérale pour le prélèvement de substrats hydrophobes par les 
protéines de type FadL (d’après Hearn et al., 2009). 
1 : Capture du substrat (rouge) dans le milieu extracellulaire (E) par le site de fixation de faible affinité (L). 
2 : Diffusion du substrat vers le site de fixation de haute affinité (H). 3 : Changements spontanés de 
conformation de l’extrémité N-terminale (violet). Libération du substrat par diffusion latérale dans la membrane 
externe (ME) en passant par l’ouverture située au niveau du brin S3 (coude S3).  
LPS : lipopolysaccharides. P : périplasme. Vert : domaine N-terminal (« hatch »). 
 
Le transfert des substrats hydrophobes de la membrane jusqu’au cytoplasme reste toujours 
inconnu. Cependant, des études suggèrent que des protéines (péri)plasmiques seraient 
associées à ces transporteurs et permettraient l’activation de ces composés hydrophobes avant 
leur transfert dans le cytoplasme. C’est le cas de la protéine FadD, associée à la membrane 
interne d’E. coli, qui active les LCFA en les transformant en acyl-CoA, avant de les transférer 
dans le cytoplasme (Weimar 2002) par un transport unidirectionnel (Dirusso et Black, 2004 ; 
Weimar 2002). Cependant, une coopération entre FadL et FadD pour le transport des LCFA 
du milieu extracellulaire jusqu’au cytoplasme reste spéculative puisqu’aucune donnée 
expérimentale soutenant cette hypothèse n’est à ce jour disponible. 
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2.5.2. Les transporteurs de la famille FadL 
Cette famille regroupe des transporteurs de substrats hydrophobes qui présentent des 
similarités de séquence et de structure avec la protéine FadL d’E. coli, et possèdent une 
spécificité vis-à-vis du substrat qu’ils transportent (van den Berg 2005). C’est le cas de TbuX 
de Ralstonia pickettii PK01 (Kahng et al., 2000) et de TodX de Pseudomonas putida F1 
(Wang et al., 1995) qui transportent le toluène et pour lesquelles Hearn et al. (2008) ont 
comparé les structures cristallines à celle de FadL d’E. coli (Figure I.13). D’autres protéines 
appartiennent à cette famille de transporteurs : XylN de P. putida PaW94 qui transporte le   
m-xylène et ses analogues (Kasai et al., 2001), StyE de P. putida CA-3 qui transporte le 
styrène (Mooney et al., 2006) et TcpY de Cupriavidus necator JMP134 qui transporte les 
PCBs (Belchik et al., 2010). Cependant, une récente étude menée sur une protéine de la 
membrane externe de P. aeruginosa suggère que les transporteurs de cette famille 
fonctionnent aussi comme des éléments de sécrétion de métabolites. Cette protéine, 
ExFadLO, présente des similarités avec les membres de la famille FadL et est nécessaire pour 
exporter, du périplasme vers le milieu extracellulaire, des acides gras dérivés de l’oxygénation 
de l’acide oléique (Martínez et al., 2013). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.13 : Comparaison des structures cristallines des protéines TodX, TbuX et FadL (Hearn 
et al., 2008). 
ME : membrane externe ; E : milieu extracellulaire ; P : périplasme. Vert : brins β ; Violet, bleu clair et bleu 
foncé : boucles extracellulaires L3, L4 et L5 ; Rose : région du brin S3 associée au coude ; Rouge et bleu : 
molécules de détergent C8E4 et LDAO ; Jaune : domaine « hatch » ; les extrémités N et C-terminales sont 
indiquées. 
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2.5.3. Les transporteurs de la famille OmpW 
Cette famille regroupe des petites protéines de la membrane externe très répandues chez 
les bactéries Gram négatives et dont les rôles sont divers. La protéine OmpW a surtout été 
observée chez des souches pathogènes telles que Vibrio cholerae chez qui elle est très 
immunogène (Jalajakumari et Manning, 1990) et chez E. coli où elle joue le rôle de récepteur 
de la colicine S4 (Das et al., 1998). OmpW est aussi impliquée dans l’osmorégulation (Wu 
et al., 2006). La structure cristalline d’OmpW d’E. coli a révélé une structure en tonneau 
composé de 8 brins β, la présence d’un canal hydrophobe continu du milieu extracellulaire au 
périplasme et une ouverture latérale dans la paroi du tonneau. Ces arguments sont en faveur 
d’un possible rôle d’OmpW dans la diffusion de molécules hydrophobes selon un mécanisme 
similaire à celui utilisé par FadL (Hong et al., 2006). De plus, il a récemment été démontré 
qu’OmpW est nécessaire à Pseudomonas fluorescens pour croître sur naphtalène (Neher et 
Lueking, 2009).  
De la même manière, la structure cristalline et les études biochimiques réalisées sur OprG 
(appartenant à la famille OmpW) de P. aeruginosa ont suggéré que les membres de cette 
famille sont impliqués dans le transport de petites molécules hydrophobes au travers de la 
membrane externe (Touw et al., 2010).  
La protéine AlkL de la membrane externe de P. putida appartient à cette famille OmpW. 
Le rôle de cette protéine en tant que transporteur d’alcanes a longtemps été suggéré du fait de 
la présence du gène alkL dans le cluster des gènes alkBFGHJKL impliqués dans le 
catabolisme des alcanes chez P. putida GPo1 (van Beilen et al., 2001). Ce n’est que 
récemment que quelques études ont démontré chez E. coli qu’AlkL facilite le transport des 
substrats aliphatiques hydrophobes tels que les terpènes et les esters d’acides gras 
(Cornelissen et al., 2013 ; Julsing et al., 2012). Cependant, aucune étude cristalline n’a été à 
ce jour réalisée sur AlkL.  
 
Finalement, il semblerait que cette famille de transporteurs de la famille OmpW possède 
potentiellement le même mécanisme de transport que les transporteurs de la famille FadL 
avec cependant une spécificité et une gamme de substrats différentes (OmpW transportant 
différents types de molécules et uniquement les petites molécules). 
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3. Le modèle Marinobacter hydrocarbonoclasticus SP17 (Mh SP17) pour l’étude des 
fonctions impliquées dans la formation de biofilm aux interfaces HOC-eau 
Dans le domaine de l’analyse de l’adaptation des bactéries hydrocarbonoclastes à la 
croissance sur HOC, peu d’études se sont intéressées aux gènes impliqués dans la mise en 
place des mécanismes de capture de ces substrats hydrophobes. Le genre Marinobacter, qui 
joue un rôle clef dans la dégradation et le recyclage d’une grande partie du carbone organique 
et d’un grand nombre de polluants dans les environnements marins, représente sous de 
nombreux aspects un bon modèle pour étudier ce phénomène. L’exposé suivant va s’attacher 
à décrire ce modèle, en particulier la souche SP17 de l’espèce hydrocarbonoclasticus, qui fait 
l’objet de ce présent mémoire et qui est étudiée au laboratoire depuis le début des années 
2000. La modélisation de cette stratégie bactérienne dans l’assimilation des HOC passe par 
l’obtention de réponses aux questions suivantes : Quelles sont les modalités spatiales, 
temporelles et physiologiques de la croissance en biofilm sur HOC ? Quels sont les 
mécanismes cellulaires et moléculaires qui permettent l’adhésion à cette interface, la 
reconnaissance de son statut nutritionnel et le développement du biofilm ? 
 
3.1. Le genre Marinobacter 
Les bactéries du genre Marinobacter sont omniprésentes dans les environnements marins 
et possèdent des capacités métaboliques variées. A ce jour, 38 espèces différentes ont été 
décrites, provenant exclusivement d’environnements marins ou hypersalés tels que l’eau de 
mer, les sédiments marins, les sources marines d’eau chaude, la banquise, le plancher 
océanique ou les sols salés. Certaines espèces ont également été détectées dans les eaux de 
production des puits de pétrole off-shore. Les Marinobacter sont des bactéries aérobies Gram 
négatives, mobiles, appartenant à la sous-classe des γ-Proteobacteria. Elles ne sont pas 
fermentatives et peuvent respirer en utilisant le nitrate comme accepteur d’électrons (Gao 
et al., 2013 ; Grimaud 2010b ; Kaeppel et al., 2012 ; Takai et al., 2004 ; Wang et al., 2012 ; 
Zhuang et al., 2009). Plusieurs espèces du genre Marinobacter et/ou souches de                    
M. hydrocarbonoclasticus appartiennent au groupe des HCB (voir section 2.1) et il est avéré 
que le rôle de ce genre bactérien, parmi d’autres tels qu’Alcanivorax et Cycloclasticus, 
demeure central pour la dépollution de milieux marins contaminés par des hydrocarbures 
pétroliers (Grimaud 2010b ; Yakimov et al., 2007). C’est le cas par exemple de M. aquaeolei 
(désormais annotée hydrocarbonoclasticus) VT8 qui dégrade l’hexadécane et le pristane (Huu 
et al., 1999). Ces Marinobacter hydrocarbonoclastes utilisent une gamme de substrats 
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restreinte aux hydrocarbures et à leurs dérivés oxydés, les lipides ainsi que des petits acides 
organiques. Elles prolifèrent dans les eaux contaminées par du pétrole que plusieurs d’entre 
elles dégradent en formant un biofilm à l’interface eau-pétrole. 
 
3.2. Mh SP17 : souche modèle  
3.2.1. Généralités sur Mh SP17 et spécificités de son biofilm 
Mh SP17 a initialement été isolée à proximité d’une raffinerie de pétrole aux abords de la 
mer Méditerranée (Gauthier et al., 1992). Cette souche possède les caractéristiques communes 
à toutes les bactéries de ce genre et possède une forme de bâtonnet, un seul flagelle polaire et 
ne forme pas de spore. Elle est caractérisée par un métabolisme aérobie, possède une extrême 
halotolérance (jusqu’à 3,5 M de NaCl), et croît à une température optimale de 32°C. Mh SP17 
est capable de respirer le nitrate en anaérobiose en utilisant des substrats organiques tels que 
le succinate, le citrate et l’acétate (Gauthier et al., 1992). En aérobiose, Mh SP17 est capable 
de former un biofilm sur divers HOC tels que les n-alcanes de C8 à C28, les alcools gras, les 
cires et les triglycérides. Ces molécules possèdent des températures de fusion et des 
solubilités variables qui autorisent la formation de biofilms à des interfaces liquide/solide, 
liquide/liquide et liquide/gaz à température ambiante (Figure I.14). Il semblerait donc que la 
nature chimique hydrophobe d’un substrat provoque la formation d’un biofilm chez Mh SP17.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.14 : Observations macroscopiques et microscopiques du biofilm formé par Mh SP17 
aux interfaces liquide-liquide et liquide-solide. 
Haut : Photographies du biofilm formé sur hexadécane après 24 h d’incubation. Droite : microscopie à contraste 
de phase de cellules du biofilm adhérées autour d’une gouttelette d’hexadécane. 
Bas (Vaysse, 2009): Photographies du biofilm formé sur l’eicosane après 120 h d’incubation. Droite : 
microscopie confocale.  
100µm 100µm100µm
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La voie de dégradation des alcanes chez Mh SP17 a été mise en évidence par l’analyse des 
acides gras produits par ce microorganisme lors de la métabolisation de différents 
hydrocarbures. La dégradation des hydrocarbures commence par une oxydation en alcool 
primaire, suivie par une oxydation en aldéhyde puis en acide gras qui sera ensuite dégradé via 
la β-oxydation (Lattuati et al., 2002 ; Soltani et al., 2004).  
Une culture de Mh SP17 sur hexadécane produit deux populations cellulaires, l’une 
planctonique et l’autre sessile formant un biofilm à l’interface eau-hexadécane. Il a été 
démontré que la croissance bactérienne n’a lieu que dans le biofilm (Klein et al., 2008). Ainsi, 
la biomasse planctonique provient uniquement du détachement des cellules du biofilm. De 
plus, il a été observé que lorsque Mh SP17 est cultivée en présence d’hexadécane et qu’elle 
est soumise à une forte agitation, le développement du biofilm est perturbé et la croissance 
bactérienne ainsi que le taux de dégradation de l’hydrocarbure sont fortement réduits (Figure 
I.15) (Klein et al., 2008). Cela suggère que le biofilm permet à Mh SP17 d’améliorer la 
dégradation de l’hydrocarbure et de mieux croître sur un substrat très peu soluble dans l’eau. 
Figure I.15 : Suivi de la formation du biofilm de Mh SP17 à l’interface eau-hexadécane (gauche) 
et cinétique de dégradation de l’hydrocarbure (droite) (Klein et al., 2008). 
Gauche : Mh SP17 a été cultivée dans de l’eau de mer synthétique contenant 0,2 % (v/v) d’hexadécane, sous 
faible (50 rpm ; trait plein) ou forte (150 rpm ; trait en pointillés) agitation. La biomasse du biofilm a été mesurée 
par quantification au crystal violet des cellules retenues sur des filtres de 31 µm.  
 
D’autre part, aucun biofilm n’est observé sur des composés organiques que cette souche 
est incapable de dégrader, comme le pristane ou l’heptaméthylnonane (isomère de 
l’hexadécane), ni sur des supports inertes de type verre, polystyrène et Permanox® et ce, 
même si de l’acétate est fourni comme source de carbone (Klein et al., 2008). Il semblerait 
donc que la formation de biofilm requiert un substrat métabolisable, c'est-à-dire une interface 
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nutritive. Mh SP17 reconnaît donc spécifiquement le substrat afin de former ou non un 
biofilm, ce qui sous-entend que le développement du biofilm est soumis à des mécanismes de 
reconnaissance spécifique de l’interface en lien avec ses capacités métaboliques. De plus, il a 
été estimé que le temps de doublement des cellules du biofilm sur hexadécane est de l’ordre 
de 2 à 5 h alors qu’il est de 2 h 30 sur lactate (données non publiées). Le développement du 
biofilm est donc un moyen très efficace pour la croissance bactérienne et l’assimilation de 
substrats quasiment insolubles. Ces observations suggèrent aussi que la capture et 
l’assimilation de l’alcane par les cellules se fait au sein du biofilm qui est en contact avec 
l’interface. Le rôle du biofilm pourrait être d’établir et/ou de maintenir une interaction entre 
les cellules et le substrat.  
 
3.2.2. Etudes physiologique et spatio-temporelle de la formation du biofilm à 
l’interface HOC-eau 
Afin de décrire les modalités spatio-temporelles du développement du biofilm formé par 
Mh SP17, plusieurs études ont été réalisées au laboratoire et ont abouti à la modélisation de la 
formation de biofilm à l’interface HOC-eau. Cette caractérisation a été accomplie sur alcanes 
en utilisant l’hexadécane (C16H34, liquide à température ambiante), alcane modèle, son 
isomère non métabolisable par Mh SP17, l’heptaméthylnonane, ou l’eicosane (C20H42, solide 
à température ambiante).  
Les étapes initiales de perception, d’interaction et d’adhésion des cellules à l’interface 
sont primordiales pour la subséquente formation du biofilm. Afin d’explorer les deux derniers 
processus, une première étude s’est intéressée au comportement des cellules à l’interface 
grâce à un tensiomètre à goutte dynamique. Cet appareil permet d’analyser les altérations 
mécaniques que subit l’interface lorsque des cellules s’y adsorbent. Cet examen a révélé que 
Mh SP17 atteint l’interface hexadécane-eau par simple diffusion, puis elle produit des 
composés aux propriétés tensio-actives (SACs) dont la synthèse dépend de la machinerie 
cellulaire de synthèse protéique. La production de ces SACs a pour conséquence de diminuer 
la tension interfaciale (Figure I.16A) (Klein et al., 2010). Cependant, l’action de Mh SP17 
semble être limitée à l’interface puisqu’aucun effet lié à la présence d’un biosurfactant ou 
d’un émulsifiant n’a pu être détecté dans la phase aqueuse même lorsqu’un biofilm mature 
était présent à l’interface. D’autre part, cette interaction initiale n’apparaît pas être soumise à 
une spécificité d’interface nutritive puisqu’elle a lieu aussi bien en présence d’une interface 
avec l’hexadécane, alcane métabolisable, qu’avec son isomère non métabolisable. En 
revanche, la présence d’une interface métabolisable contrôle l’activité cellulaire dans une 
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étape plus tardive de l’adhésion puisque des clusters de cellules ont été observés uniquement 
en présence d’hexadécane (Figure I.16B) (Klein et al., 2010). 
 
Figure I.16 : Mh SP17 s’adsorbe à l’interface hexadécane-eau et excrète un composé aux 
propriétés tensio-actives (Klein et al., 2010). 
A) Evolution de la tension interfaciale entre l’hexadécane et les cellules de Mh SP17 en présence ou non de 
chloramphénicol. Les barres verticales représentent la réponse à la variation sinusoïdale du volume appliqué à la 
goutte. B) Image de microscopie à contraste de phase de cellules de Mh SP17 adsorbées à l’interface 
hexadécane-eau au bout de 240 min. 
 
Les observations par microscopie confocale du biofilm formé par Mh SP17 sur l’eicosane 
et sur l’hexadécane ont permis de suivre les différents stades de développement du biofilm. 
Dans un premier temps, la structure du biofilm mature formé autour d’une gouttelette 
d’hexadécane a été caractérisée (Figure I.17). Ce biofilm, d’environ 20 µm d’épaisseur, est 
constitué d’un ensemble de plusieurs couches de cellules englobées dans une matrice 
contenant un glyco-conjugué, probablement un polysaccharide, mis en évidence par la lectine 
PSA. Le biofilm est hétérogène car il ne recouvre pas entièrement la surface de l’hexadécane. 
La figure I.18 présente des images prises à différents intervalles de temps d’un biofilm se 
développant sur eicosane. Après 24 h d’incubation, des cellules isolées adhérées aux cristaux 
d’eicosane sont visibles. A 48 h, elles sont agencées en microcolonies et développent une 
matrice de polysaccharides qui est détectée par la lectine PSA. Il n’est pas encore établi si ce 
stade de microcolonies provient du rassemblement de bactéries par migration à l’interface 
et/ou d’une division cellulaire de cellules adhérées. De plus, des microcolonies de taille et 
d’épaisseur différentes sont présentes simultanément indiquant que la formation du biofilm ne 
se fait pas de manière homogène. Les jours suivants, le biofilm se développe par l’expansion 
des microcolonies. A 120 h, toute la surface de l’eicosane est recouverte par le biofilm.  
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Figure I.17 : Microscopie confocale du biofilm formé par Mh SP17 sur une gouttelette 
d’hexadécane (Grimaud 2010b). 
Projection tridimensionnelle et sections verticales d’un biofilm formé autour d’une gouttelette d’hexadécane 
après 24 heures d’incubation. La matrice d’exopolymères est mise en évidence par la lectine PSA marquée par 
un fluorochrome vert. L’hexadécane est marqué par le rouge Nil (en orange). 
 
Figure I.18 : Développement du biofilm formé par Mh SP17 sur eicosane (Vaysse 2009). 
La surface de l’eicosane visualisé par réflexion est représentée en gris. Les bactéries sont mises en évidence 
grâce à un marqueur fluorescent de l’ADN (syto 60, rouge ou bleu). La matrice d’exopolymères est mise en 
évidence par la lectine PSA marquée par un fluorochrome vert. 
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D’autre part, quel que soit le HOC, il a été observé que le biofilm de MhPS17 se 
désagrège complètement au bout d’un certain temps d’incubation (données non publiées). 
Une hypothèse est que les cellules au plus près de l’interface n’ont plus accès à suffisamment 
d’oxygène pour maintenir ce style de croissance et entraînent le démantèlement de la 
structure.  
 
Par ailleurs, comme cela a déjà été évoqué, la croissance de Mh SP17 sur hexadécane 
donne lieu à la production de deux populations de cellules. En effet, différentes morphologies 
cellulaires ont été observées. Simultanément avec la croissance en biofilm, des cellules 
planctoniques sont libérées, pour une raison encore indéterminée. Ce détachement commence 
dès 10 h après le début de la formation du biofilm et avant qu’il ait atteint son épaisseur 
maximale (Klein et al., 2008). Les cellules détachées peuvent recoloniser l’interface 
inoccupée afin de développer un biofilm confluent. Les cellules détachées d’un biofilm 
mature se développant sur l’hexadécane présentent des différences avec les cellules sessiles, 
au niveau structural, physiologique, et dans leurs contenus lipidiques. Les cellules du biofilm 
contiennent une grande quantité de cires (servant généralement de lipides de réserve chez les 
bactéries) sous forme d’inclusions intra-cytoplasmiques arrondies ou irrégulières (Klein et al., 
2008). Les cires présentes dans les cellules détachées sont sous forme de bâtonnets et sont 
cinq fois moins abondantes comparé aux cellules du biofilm (Grimaud 2010b ; Klein et al., 
2008) (Figure I.19). Cependant, la composition en cires est similaire entre les deux types de 
cellules avec une dominance à plus de 80 % d’hexadécyl-hexadécanoate (Klein et al., 2008).  
 
 
Figure I.19 : Structure des inclusions lipidiques formées par les cellules de Mh SP17 poussant 
sur hexadécane (Klein et al., 2008). 
Images en microscopie électronique en transmission de cellules du biofilm (A), de cellules détachées du biofilm 
(B) et de cellules planctoniques en croissance sur acétate (C).  
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Les cellules détachées respirent à un taux comparable à celui de cellules en croissance 
exponentielle sur acétate et dégradent 75 % de leur contenu en cires dans les 3 h qui suivent le 
détachement (Vaysse et al., 2011). Bien que la quantité restante de cires reste significative, 
elle ne semble pas permettre un apport suffisant en carbone et énergie pour soutenir la 
croissance de ces cellules qui n’ont plus accès à l’hexadécane.  
 
L’étude des cellules de Mh SP17 en croissance sur acétate et en condition de carence 
azotée a révélé que ces cellules présentent un contenu en cires équivalent à celui de cellules 
détachées d’un biofilm formé sur hexadécane. Les cinétiques de croissance montrent que des 
cellules détachées ou des cellules carencées en azote ont la capacité de former un biofilm sur 
hexadécane plus rapidement que des cellules en phase stationnaire ou en croissance 
exponentielle sur acétate. Les cellules détachées et les cellules carencées en azote présentent 
également une tendance plus forte à se fixer à l’interface hexadécane-eau (Vaysse 2009 ; 
Vaysse et al., 2011). Cette particularité physiologique pourrait fournir à Mh SP17 un avantage 
lors de la croissance sur HOC. En effet, la distribution des HOC non dissous dans l’eau est 
très hétérogène et la croissance sur de tels substrats qui sont dispersés dans le milieu marin 
(microgouttelettes, adsorption sur des particules organiques) nécessite la possibilité d’alterner 
entre les modes de vie sessile et planctonique. Les cellules doivent ainsi être capables 
d’émigrer du biofilm pour coloniser de nouvelles interfaces. Dans ces circonstances, la 
physiologie des cellules détachées prend une importance particulière tant leur survie dans des 
conditions de carence et leur capacité à coloniser une interface déterminent leurs chances de 
succès dans le milieu naturel. 
 
Ces différentes études ont permis de proposer un modèle décrivant les différentes phases 
du développement du biofilm formé par Mh SP17 à une interface HOC-eau. Ce modèle est 
présenté dans la Figure I.20.  
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Figure I.20 : Modélisation de la formation de biofilm à l’interface HOC-eau par Mh SP17. 
1 : Les cellules atteignent l’interface HOC (marron)-eau (bleu) par diffusion Brownienne. 2 : Les cellules 
adsorbées libèrent un composé aux propriétés tensio-actives (jaune) qui recouvre l’interface. 3 : Formation 
d’amas cellulaires par migration des cellules à l’interface. 4 : Formation de microcolonies et accumulation de 
cires intra-cytoplasmiques (marron). Des cellules peuvent se détacher des microcolonies pour coloniser 
l’interface libre. 5 : Le biofilm mature recouvre la quasi-totalité de l’interface ; les cellules sont emballées dans 
une matrice (vert) ; des cellules se détachent de la structure et certaines recolonisent l’interface non occupée.    
6 : Désagrégation du biofilm. 
 
3.2.3. Etude des mécanismes moléculaires impliqués dans la formation de biofilm 
à l’interface HOC-eau 
Par la suite, l’étude des mécanismes moléculaires de l’assimilation des HOC et de la 
formation de biofilm à l’interface alcane-eau chez Mh SP17 a été entreprise. La stratégie 
choisie avait pour but d’identifier les gènes/protéines impliqués puis de déterminer leurs 
activités et fonctions. Pour mener à bien ce dessein, il était nécessaire de disposer d’au moins 
trois outils : 1) la séquence du génome pour connaître l’ensemble des gènes de Mh SP17 ;       
2) un catalogue de gènes/protéines exprimés lors des étapes du développement du biofilm ;    
3) des outils génétiques pour construire des souches mutées dans les gènes candidats. 
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- Séquençage du génome de Mh SP17 
Le séquençage du génome complet de Mh SP17 a été réalisé par le GENOSCOPE dans le 
cadre d’un consortium de quatre laboratoires dont l’EEM de l’Université de Pau 
(www.genoscope.cns.fr/spip/Marinobacter-hydrocarbonoclasticus,239.html) (Figure I.21A). 
Parmi les 3807 séquences codantes présentes sur les 3,99 Mb du génome, plusieurs codent des 
voies métaboliques potentiellement impliquées dans le catabolisme des alcanes (Grimaud 
et al., 2012). Cinq gènes d’enzymes de dégradation des alcanes ont été trouvés, à savoir deux 
alcane hydroxylases homologues de alkB et alkM, deux alcane hydroxylases de type 
cytochrome P450 de la famille CYP153 et une FAD-binding monooxygénase homologue à 
AlmA (Wentzel et al., 2007). La présence de ces gènes est cohérente avec le potentiel de 
dégradation des alcanes assez large en terme de longueur de chaine carbonée, puisque AlmA 
d’Acinetobacter sp. permet la dégradation de molécules de plus de 32 carbones (Throne-Holst 
et al., 2007). Les systèmes de transport d’électrons nécessaires au fonctionnement de ces 
enzymes sont également présents. Deux gènes d’alcool deshydrogénase et un d’aldéhyde 
deshydrogénase viennent compléter la gamme des gènes de la voie de dégradation des alcanes 
(Figure I.21B). Il est intéressant de noter la présence de deux gènes codant pour des enzymes 
de synthèse des cires, composés qui s’accumulent lors de la croissance sur l’hexadécane.  
Figure I.21 : Caractéristiques générales du génome de Mh SP17 (A) et organisation des gènes de 
dégradation des alcanes chez Mh SP17 (B). 
Le numéro des gènes du catabolisme des alcanes ainsi que leur position sur le chromosome sont indiqués. Les 
gènes sont organisés en cluster hormis alkM et almA. 
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Le génome de Mh SP17 contient également plusieurs gènes connus pour intervenir dans la 
formation des biofilms. Il existe ainsi deux régions contenant un grand nombre de gènes 
servant à la biosynthèse, l’export, la modification et la polymérisation des 
exopolysaccharides. Trois autres régions comprennent des gènes associés à la synthèse des 
pili, d’un flagelle et d’un système de quorum sensing. Une caractéristique du génome de 
Mh SP17 est la présence de 58 gènes codant des protéines contrôlant la concentration en       
di-GMPc, un messager secondaire considéré comme régulateur central de la formation du 
biofilm et de l’alternance entre les croissances planctoniques et sessiles chez les bactéries 
Gram négatives (Romling et Amikam, 2006 ; Simm et al., 2004). La recherche des protéines 
possédant des domaines susceptibles de fixer le di-GMPc fait apparaitre huit protéines à 
domaines PilZ. Mh SP17 exprimerait également 11 protéines à domaine AAA
σ54
 avec, en 
particulier un analogue de FleQ, régulateur de l’expression des gènes de flagelle et de la 
synthèse des EPS de la matrice du biofilm, ainsi qu’un analogue du régulateur de réponse 
CbrB (Catabolic regulation) impliqué dans l’utilisation de multiples sources de carbone et 
d’azote chez P. aeruginosa. Enfin, Mh SP17 possède tous les gènes lap , y compris un gène 
homologue de lapD qui code pour une protéine à domaine EAL dégénéré qui fixe le di-GMPc 
afin de contrôler l’adhésion et la formation de biofilm chez P. fluorescens (Navarro et al., 
2011). Le génome de Mh SP17 est également particulièrement riche en gènes de systèmes à 
double composante et à domaines PAS, ce qui suggère qu’elle est susceptible de répondre à 
un grand nombre de signaux extracellulaires. 
 
- Etude protéomique des cellules sessiles et détachées du biofilm 
La disponibilité du génome de Mh SP17 a permis par la suite de réaliser une étude 
protéomique afin de dresser une liste de protéines potentiellement impliquées dans la 
formation de biofilms aux interfaces alcanes-eau. Les profils protéiques de quatre types 
physiologiques ont été comparés : cellules en croissance dans un biofilm mature sur 
hexadécane et celles qui s’en sont détachées, cellules en phase exponentielle ou stationnaire 
de croissance sur acétate. 
 
- Etude protéomique des cellules d’un biofilm mature formé à l’interface hexadécane-eau 
Sur un total de 1144 protéines détectées par électrophorèse bidimensionnelle sur gel de 
polyacrylamide, 576 voient leur expression significativement modifiée en condition de 
biofilm sur hexadécane, par rapport à une croissance planctonique sur acétate (Vaysse et al., 
2009). Ainsi, le changement de source de carbone et de style de vie impliquerait la 
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modulation de nombreuses fonctions cellulaires. Cinquante-huit de ces protéines ont été 
identifiées. De manière intéressante, les cellules du biofilm redirigent le flux de carbone en 
modifiant l’expression d’enzymes du cycle de Krebs, ce qui induit l’activation de la voie du 
glyoxylate et l’inhibition de la synthèse d’acides gras. Ce phénomène a été interprété comme 
un mécanisme permettant le rééquilibrage entre l’assimilation du carbone, la production 
d’énergie et la synthèse d’acides gras lors de l’utilisation de l’hexadécane, une molécule 
hautement énergétique dont le catabolisme produit des acides gras. Ces résultats sont 
cohérents avec ceux obtenus chez Acinetobacter oleivorans cultivée dans les mêmes 
conditions (Jung et al., 2011). Des études globales de protéomique et de transcriptomique 
réalisées chez Alcanivorax borkumensis SK2 en condition de croissance en biofilm sur           
n-hexadécane ont révélé l’induction de mécanismes similaires à ceux retrouvés dans le cas de 
Mh SP17 : l’oxydation des alcanes, la formation de biofilm, la transduction de signal, la 
régulation ainsi que les voies du glyoxylate et de la gluconéogenèse qui sont activées lors 
d’un régime à base d’acides gras. Des enzymes responsables de la synthèse d’acides gras 
insaturés et de lipides sont aussi induites chez A. borkumensis et reflètent une restructuration 
des membranes en réponse à un influx massif d’alcane dans les cellules (Sabirova et al., 
2006 ; Sabirova et al., 2011). 
Par ailleurs, les cellules du biofilm de Mh SP17 sur hexadécane surproduisent des 
protéines membranaires impliquées dans le transport de divers nutriments (phosphate, 
thiosulfate, fer...) qui pourraient améliorer le transport et la diffusion des solutés dans la 
structure. De plus, il a été observé que des composants d’un système de sécrétion de type VI 
(T6SS) sont surexprimés par les cellules sessiles. Ce système est principalement connu 
comme étant impliqué dans la virulence chez les souches pathogènes et dans les interactions 
symbiotiques avec des organismes hôtes. Il agit alors comme une sorte de seringue, dont le 
système d’assemblage ressemble à celui de la queue, de la pointe et de la gaine des 
bactériophages, permettant l’injection de protéines dans une cellule hôte (Cascales et 
Cambillau, 2012 ; Schwarz et al., 2010 ; Tashiro et al., 2013). Cependant, le T6SS est 
impliqué dans d’autres phénomènes, notamment la sécrétion de protéines de la réponse aux 
stress (Weber et al., 2009) et la compétition entre cellules bactériennes (Carruthers et al., 
2013 ; Miller 2013). Dans cette dernière interaction, il agit pour tuer la « proie » (bactérie) en 
transférant dans la cellule des toxines à activité lipase ou muraminidase (Russell et al., 2011). 
De plus, chez la bactérie marine Vibrio parahaemolyticus, ses deux T6SSs sont régulés par le 
quorum sensing et la perception de surface et l’un de ses T6SSs (le numéro 1) pourrait jouer 
un rôle dans l’amélioration des aptitudes de la souche pour la favoriser lorsqu’elle est en 
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compétition dans le milieu marin avec d’autres bactéries pour une même niche écologique 
(Salomon et al., 2013). La surexpression de protéines de ce T6SS par les cellules de Mh SP17 
en condition de biofilm sur hexadécane, donc au contact d’une interface hydrophobe non 
biotique, est un résultat nouveau qui reste à être expliqué. Il pourrait être impliqué dans la 
sécrétion de protéines requises pour la formation du biofilm et l’assimilation de la source de 
carbone. Une autre hypothèse peut être formulée si l’on considère que plusieurs souches du 
genre Marinobacter ont été trouvées en étroite association avec des micro-algues des groupes 
des Dinoflagellées et des Coccolithophores (Amin et al., 2009 ; Green et al., 2004). En effet, 
de nombreuses espèces de ces groupes d’algues sont connues pour synthétiser et accumuler 
des hydrocarbures, principalement des alcanes et des alcènes, pouvant représenter suivant les 
cas jusqu’à 5,6 % du poids total sec (Qin 2010). Les hydrocarbures algaux, en plus de 
constituer une source de carbone pour les bactéries hydrocarbonoclastes, pourraient être 
perçus par la cellule bactérienne comme un signal de la présence d’un hôte et induire la mise 
en place d’une interaction biotique entre les deux organismes.  
 
Cette étude de protéomique a permis de révéler deux protéines, MARHY0477 et 
MARHY0478, dont les gènes sont adjacents. Elles sont surproduites par les cellules de 
Mh SP17 en condition de biofilm sur hexadécane, respectivement 5,6 et 11 fois par rapport à 
des cellules en phase exponentielle de croissance sur acétate. La protéine MARHY0478 
possède un domaine conservé avec les protéines de la famille OMPP1/FadL/TodX de 
transporteurs de substrats hydrophobes (Hearn et al., 2009). Cette information peut laisser 
supposer que cette protéine soit impliquée dans le transport d’alcanes. La protéine 
MARHY0477 présente des similarités de séquence uniquement avec des protéines 
hypothétiques. De plus, elle possède un peptide signal, ce qui implique qu’elle soit exportée 
vers une membrane ou bien sécrétée (Vaysse et al., 2009). Les homologues des gènes codant 
pour ces protéines ont tous été retrouvés chez des bactéries marines possédant des gènes 
d’alcane hydroxylases impliqués dans la dégradation des alcanes, suggérant une spécificité 
potentielle des bactéries marines. Ainsi, MARHY0477 pourrait être associée à MARHY0478 
pour l’assimilation, la capture et/ou le transport d’alcanes vers l’intérieur de la cellule. 
 
- Etude protéomique des cellules détachées d’un biofilm formé à l’interface hexadécane-eau 
Le profil d’expression protéique des cellules détachées d’un biofilm sur hexadécane est 
différent des profils des autres états cellulaires choisis comme références, i.e. biofilm sur 
hexadécane, croissance exponentielle et phase stationnaire sur acétate. Néanmoins, la 
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classification hiérarchique des profils protéiques regroupe les cellules détachées avec les 
cellules en phase stationnaire de croissance sur acétate. Ces deux états cellulaires diffèrent par 
le niveau d’expression de 374 protéines (Figure I.22).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure I.22 : Comparaison des profils d’expressions protéiques entre les quatre types 
physiologiques de Mh SP17 (Vaysse et al., 2011). 
A) Nombre de spots protéiques dont l’intensité varie entre les quatre conditions testées. B) Classification 
hiérarchique (Euclidienne) des états cellulaires basée sur l’analyse des données de protéomiques. 
 
Deux protéines homologues de DsbA et CtpA sont détectées exclusivement dans les 
cellules détachées. CtpA est une protéase périplasmique carboxy-terminale, responsable de la 
maturation de protéines destinées aux enveloppes cellulaires (Bandara et al., 2008 ; Hara 
et al., 1991). DsbA est une oxydoréductase qui catalyse la formation de ponts disulfures dans 
les protéines exportées. Les ponts disulfures sont importants pour les protéines exportées car 
ils sont responsables de la stabilité et du repliement correct de transporteurs, de protéines de la 
membrane externe, d’adhésines, de protéines de système de sécrétion, de la piline des pili de 
type IV et d’enzymes sécrétées (Heras et al., 2009). L’expression accrue de CtpA et DsbA 
dans les cellules détachées suggère une importante translocation de novo de protéines vers le 
périplasme et/ou les enveloppes cellulaires. Le détachement des cellules du biofilm 
s’accompagnerait d’un remaniement de la composition protéique de leurs enveloppes. 
D’autres protéines impliquées dans le stress oxydatif, LsfA, dans la division cellulaire, MraZ, 
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dans l’homéostasie du fer, Fur, ont été trouvées régulées similairement dans les cellules 
détachées et dans les cellules en phase stationnaire sur acétate. Ces protéines sont 
caractéristiques de l’arrêt de croissance, il est donc tout à fait cohérent de les retrouver dans 
les cellules détachées qui sont en arrêt de croissance. 
 
- Outils génétiques développés pour l’étude des mécanismes moléculaires de 
la formation de biofilm aux interfaces HOC-eau 
Les outils génétiques sont essentiels pour appréhender les mécanismes moléculaires de la 
formation de biofilms sur HOC. Ils permettent, par l’isolement de mutants affectés dans la 
formation de biofilm, d’identifier de nouveaux gènes impliqués dans ce processus. 
L’inactivation d’un gène et l’analyse du phénotype qui en résulte est certainement une des 
approches les plus informatives sur sa fonction. Enfin, une analyse mutationnelle fine basée 
sur la sélection ou la construction de mutants ponctuels peut apporter de précieuses 
informations sur, par exemple, la relation structure-fonction d’une protéine ou encore sur la 
régulation d’un gène. Toutes ces analyses exigent de pouvoir manipuler génétiquement 
Mh SP17. C’est pourquoi, il a été envisagé de mettre en place des outils génétiques utilisables 
chez cette souche qui ont été développés durant cettte thèse. Par ailleurs, le plasmide 
pJRD215 (Davison et al., 1987) s’est avéré être transférable avec une fréquence de l’ordre de 
10
-4
 (transconjugants/donneuses). Il pourra ainsi être utilisé comme vecteur de clonage 
permettant l’introduction de constructions génétiques chez Mh SP17 (Vaysse 2009). 
L’insertion aléatoire de mini-Tn5 (Larsen et al., 2002) ou de ses dérivés mini-Tn5-gfp (Suarez 
et al., 1997), mini-Tn5-lux (Stewart et McCarter, 2003) a été accomplie, ce qui offre la 
possibilité de réaliser des mutagenèses ou des expériences de «promoter probing» (Vaysse 
2009). Une méthode visant à inactiver des gènes par échange d’allèles où l’allèle sauvage est 
remplacé par une version mutée par une cassette de résistance à un antibiotique a également 
été initiée en utilisant le plasmide suicide pKAS32 (Skorupski et Taylor, 1996). Cette 
méthode, qui nécessite à être optimisée, pourra être utilisée pour déterminer la fonction de 
gènes identifiés au cours d’expériences de protéomique, de transcriptomique et de mutagenèse 
aléatoire. Ces outils, avec la séquence du génome, constituent des moyens performants pour 
élucider les mécanismes moléculaires de la formation de biofilm aux interfaces HOC-eau 
chez M. hydrocarbonoclatisus. 
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Tous les produits chimiques et réactifs utilisés dans les expériences décrites ont été  
achetés, sauf indication contraire, chez SIGMA-ALDRICH. 
 
1. Culture de souches bactériennes 
1.1. Marinobacter hydrocarbonoclasticus 
1.1.1. Croissance planctonique 
La souche parentale utilisée dans cette étude est Mh SP17 résistante à la streptomycine 
(Sm
R
), que nous avons nommée JM1. Cette souche et celles qui en sont dérivées (Tableau 
II.1) sont cultivées à 30 °C sous forte agitation (200 rpm) dans un milieu d’eau de mer 
synthétique (EMS) (NaCl 0,2 mol.L
-1
, KCl 10 mmol.L
-1
, Tris-HCl 50 mmol.L
-1
 pH 7,8, 
NH4Cl 56 mmol.L
-1
, K2HPO4 427 μmol.L
-1
, FeSO4 8 µmol.L
-1
, MgSO4 65 mmol.L
-1
 et CaCl2 
13 mmol.L
-1
) ou EMS agar 1,4 % (m/v). Un autre milieu de culture, Halo, qui permet une 
croissance plus rapide des souches est aussi utilisé (NaCl 0,17 mol.L
-1
, Na3-citrate 
11,6 mmol.L
-1
, MgSO4 81,6 mmol.L
-1
, K2HPO4 3,4 mmol.L
-1
, Fe(NH4)2(SO4)2 0,17 mmol.L
-1
, 
protéose peptone 5 g.L
-1
 et extrait de levure 1 g.L
-1
). Ces souches sont cultivées en utilisant 
comme source de carbone l’acétate de sodium ou le lactate de sodium (20 mmol.L-1) et en 
présence de streptomycine (100 µg.mL
-1
). Selon le besoin, de la kanamycine (100 µg.mL
-1
), 
de l’ampicilline (200 µg.mL-1) ou de la gentamycine (30 µg.mL-1) ont été ajoutés. 
 
1.1.2. Croissance en biofilm sur composés organiques hydrophobes (HOC) 
Les biofilms des souches de M. hydrocarbonoclasticus sont obtenus à partir d’une culture 
en phase exponentielle de croissance (DO600 nm comprise entre 0,3 et 0,5) sur EMS + acétate 
qui est centrifugée à 10 000 x g pendant 15 min à température ambiante puis resuspendue 
dans de l’EMS sans source de carbone à une DO600 nm de 0,1. Le substrat hydrophobe 
(hexadécane, hexadécène, trioléine, oléate, méthyl-laurate, dodécane, tétradécane ou 
tétradécène) est rajouté à 0,2 % (v/v) et la culture est incubée à 30 °C sous faible agitation 
(50 rpm) pendant environ 24 h.  
 
1.1.3.  Suivi de la formation du biofilm par dosage au crystal violet 
- Substrat solide 
Le suivi de la formation de biofilms sur HOC est réalisée sur substrats solides. Ces 
composés, paraffine (0,25 g), (tri)palmitate (0,28 g), hexadécanol (0,2 g) ou hexadécyl-
hexadécanoate (0,2 g), sont déposés dans des puits de microplaques en polystyrène à 24 puits 
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(Evergreen Scientific). Après 1 h à 90 °C, les composés sont liquéfiés, tapissant ainsi le fond 
des puits. Après solidification des substrats, un inoculum (1,5 mL) préparé comme en section 
1.1.2 est ajouté, puis les microplaques sont incubées à 30 °C et 100 rpm. Après incubation, le 
milieu de culture est délicatement aspiré avec une micropipette puis les cellules adhérées à la 
surface du solide sont colorées pendant 3 min avec 400 µL de crystal violet à 1 % (m/v). Le 
colorant se fixe sur le peptidoglycane des cellules restées fixées à la surface du substrat. Après 
deux lavages à l’eau milliQ (2 mL), le crystal violet est extrait avec 750 µL d’une solution de 
décoloration contenant 10 % (v/v) d’acide acétique et 50 % (v/v) d’éthanol. L’absorbance de 
cette solution est finalement mesurée à 595 nm (Figure II.1, cas n°1). Quatre réplicas sont 
réalisés pour chaque dosage. 
 
- Substrat liquide 
La cinétique de formation de biofilms est aussi réalisée sur substrats liquides. Pour ces 
composés, une culture (10 mL) de biofilm est lancée dans un flacon en verre de 50 mL, selon 
le même protocole que décrit en section 1.1.2. Après incubation, la culture est filtrée sur une 
membrane de nylon de 33 µm de porosité (Nitex
®
). Le biofilm retenu sur le filtre est coloré 
pendant 3 min avec 300 µL de crystal violet à 1 % (m/v), lavé avec 10 mL d’eau milliQ puis 
le colorant est extrait avec 10 mL d’une solution de décoloration contenant 10 % (v/v) d’acide 
acétique et 50 % (v/v) d’éthano. L’absorbance de cette solution est finalement mesurée à 
595 (Figure II.1, cas n°2). Trois réplicas sont réalisés pour chaque dosage. 
Figure II.1 : Protocoles de dosages colorimétriques au crystal violet de biofilms cultivés en 
microplaques sur substrat solide (cas n°1) ou en flacon sur substrat liquide (cas n°2). 
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1.1.4. Protocole d’adhésion de cellules à un HOC liquide 
Les cellules sont préparées en adaptant le protocole décrit par Vaysse et Grimaud (2010). 
Les cellules sont cultivées dans 25 mL d’EMS + acétate jusqu’en phase exponentielle de 
croissance (DO600 nm = 0,3-0,5) puis centrifugées à 10 000 x g pendant 15 min à température 
ambiante. Les culots cellulaires sont repris dans 8 mL d’EMS sans source de carbone puis les 
suspensions cellulaires sont divisées en deux fois 4 mL. En parallèle, 500 µL de substrat 
hydrophobe sont émulsifiés dans 25 mL d’EMS par sonication pendant 1 min à 35 W avec 
des « pulses » de 500 ms.s
-1
 (Sonifier 450, Branson). Quatre millilitres de cette émulsion sont 
ensuite ajoutés à chaque suspension cellulaire et les cellules sont incubées à 30 °C pendant 
15 min ou 3 h à 50 rpm dans des tubes en polypropylène à fond conique de 50 mL (BD 
Falcon). Une centrifugation de 15 min à 15 000 x g à 30 °C permet ensuite d’isoler les 
cellules adhérées au composé hydrophobe (galette à la surface du milieu) de celles non 
adhérées (culot). Le surnageant et le culot cellulaire sont aspirés avec une pipette Pasteur. Les 
cellules adhérées sont conservées à -80 °C. 
 
1.1.5. Observation de cellules adhérées et de biofilms par microscopie confocale 
Ces observations sont réalisées par l’équipe Micalis INRA/AgroParisTech à la plateforme 
de microscopie MIMA2 (http://www6.jouy.inra.fr/mima2). Un protocole détaillé est donné en 
section 2.4 du Chapitre III. Rapidement, les cellules de Mh sont cultivées sur des lames de 
verre recouvertes d’une fine couche de paraffine (1 mm2) ou bien selon le protocole décrit en 
section 1.1.4 lorsque le substrat utilisé est l’hexadécane. Après coloration des cellules au Syto 
61 ou Syto 9 (5 µmol.L
-1
) (Invitrogen), les échantillons sont observés avec un microscope 
inversé confocal à balayage laser Leica SP2 AOBS (LEICA Microsystems). La paraffine est 
visualisée simultanément par reflexion. Les projections 3D des bactéries associées à la surface 
de la paraffine ont été reconstruites à l’aide du logiciel IMARIS v7.2 (Bitplane, Switzerland) 
et à partir de quatre images prises dans le plan horizontal.  
 
1.2. Escherichia coli  
Les différentes souches d’Escherichia coli (E. coli) (Tableau II.1) sont cultivées à 37 °C 
avec une agitation de 200 rpm dans du milieu liquide Luria-Bertani (LB) (Sambrook et 
Russell, 2001) ou Halo (voir section 1.1.1). Pour les cultures solides, de l’agar est ajouté à 
1,4 % (m/v). Les antibiotiques sont ajoutés à une concentration finale de 100 µg.mL
-1
, sauf 
indication contraire. La gentamycine est utilisée à 30 µg.mL
-1
.  
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Tableau II.1 : Liste des souches d’E. coli et de M. hydrocarbonoclasticus utilisées et construites, 
leurs caractéristiques et la méthode pour laquelle elles ont été employées. 
 
Souche Génotype/caractéristiques Utilisation/description 
Référence/ 
origine 
E. coli    
JM109 recA1, endA1, gyrA96, thi, hsdR17 (rK–, 
mK+), relA1, supE44, Δ(lac-proAB), [F´, 
traD36, proAB, lacIqZΔM15] 
Transformation du vecteur de clonage 
pGEM®-T Easy (Promega) 
Promega 
TOP10F’ F’ {lacIq Tn10 (TetR)} mcrA Δ(mrr-
hsdRMS-mcrBC) Φ80lacZΔM15 ΔlacX74 
recA1 araD139 Δ(ara-leu)7697 galU 
galK rpsL (SmR) endA1 nupG 
Transformation des vecteurs de 
clonage pBAD-TOPO® et pCR®2.1-
TOPO® (Invitrogen) 
Invitrogen 
LMG194 F- ΔlacX74 galE thi rpsL ΔphoA (Pvu II) 
Δara714 leu::Tn10 
Transformation du vecteur de clonage 
pBAD-TOPO® (Invitrogen) et 
expression de protéine recombinante 
Invitrogen 
BL21 (DE3) F- ompT gal dcm lon hsdSB(rB
- mB
-) λ(DE3 
[lacI lacUV5-T7 gene 1 ind1 sam7 nin5]) 
Transformation du vecteur de clonage 
pET-21a(+) (Novagen) et expression 
de protéine recombinante 
Studier et Moffatt 
1986 
S17-1 (λpir) TpR SmR recA, thi, pro, hsdR-M+RP4: 2-
Tc:Mu:Km Tn7 λpir 
Transformation des vecteurs suicides 
pKAS32 et pKOMKm 
Souche donneuse dans la conjugaison 
bipartite 
Simon et al., 1983 
DH5α F- endA1 glnV44 thi-1 recA1 relA1 
gyrA96 deoR nupG Φ80dlacZΔM15 
Δ(lacZYA-argF)U169, hsdR17(rK
- mK
+), λ- 
Transformation des vecteurs  
pUC18T-miniTn7T-Gm  
Souche donneuse dans la conjugaison 
quadripartite 
Hanahan, 1983 
SM10 (λpir) / pTNS2 KmR, thi-1, thr, leu, tonA, lacY, supE, 
recA::RP4-2-Tc::Mu, pir 
pTNS2 (AmpR oriR6K, tnsABCDE) 
Souche assistante dans la conjugaison 
quadripartite 
Choi et Schweizer, 
2006 
HB101 / pRK2013 F- mcrB mrr hsdS20(rB
- mB
-) recA13 
leuB6 ara-14 proA2 lacY1 galK2 xyl-5 
mtl-1 rpsL20 (SmR) glnV44 λ- 
pRK2013 (KmR oriColE1 RK2-Mob+ 
RK2-Tra+) 
Souche assistante dans la conjugaison 
quadripartite 
Choi et Schweizer, 
2006 
M. hydrocarbonoclasticus    
SP17, ATCC 49840 type sauvage, Mh SP17 SmS isolat original Gauthier et al., 1992 
JM1 rpsLK58T, SmR mutant spontané résistant à la 
streptomycine ; souche considérée ici 
comme le type sauvage  
cette etude 
JM2  JM1, ∆aupA::aphA ; SmR, KmR mutant "knockout" d’aupA chez JM1 cette étude 
JM2 (+) JM1, ∆aupA::aphA(+) ; SmR, KmR mutant "knockout" d’aupA chez JM1 cette étude 
JM3  JM1, ∆aupB::aphA ; SmR, KmR mutant "knockout" d’aupB chez JM1 cette étude 
JM4  JM1, ∆aupAB::aphA ; SmR, KmR mutant "knockout" d’aupAB chez 
JM1 
cette étude 
JM5 JM1, ∆aupA::aphA ; attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-aupA] ; SmR, KmR, GmR  
JM2 portant le gène sauvage aupA ; 
utilisé pour la complémentation 
cette étude 
JM6 JM1, ∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-PA1/04/03-aupB] ; Sm
R, KmR, GmR 
 
JM2 portant le gène sauvage aupB 
sous le contrôle du PA1/04/03 ; utilisé 
pour la complémentation 
cette étude 
JM7 JM1, ∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-aupAB] ; SmR, KmR, GmR  
JM2 portant l’opéron sauvage aupAB ; 
utilisé pour la complémentation 
cette étude 
JM8 JM1, ∆aupB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-PA1/04/03-aupB] ; Sm
R, KmR, GmR 
JM3 portant le gène sauvage aupB 
sous le contrôle du PA1/04/03 ; utilisé 
pour la complémentation 
cette étude 
JM9 JM1, ∆aupAB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-aupAB] ; SmR, KmR, GmR 
JM4 portant l’opéron sauvage aupAB ; 
utilisé pour la complémentation 
cette étude 
JM10 JM1, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-eyfp] ; SmR, 
GmR  
JM1 marquée avec une protéine 
fluorescente jaune (eyfp) 
cette étude 
JM11 JM2, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-eyfp] ; SmR, 
KmR, GmR  
JM2 marquée avec une protéine 
fluorescente jaune (eyfp) 
cette étude 
JM12 JM3, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-eyfp] ; SmR, 
KmR, GmR 
JM3 marquée avec une protéine 
fluorescente jaune (eyfp) 
cette étude 
JM13 JM4, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-eyfp] ; SmR, 
KmR, GmR 
JM4 marquée avec une protéine 
fluorescente jaune (eyfp) 
cette étude 
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2. Techniques de biologie moléculaire 
2.1.  Extraction d’acides nucléiques  
2.1.1. Extraction d’ADNs génomiques et plasmidiques 
Les ADNs génomiques sont extraits à l’aide du kit « Ultraclean Microbial DNA 
Isolation » (MoBio) comme décrit dans le manuel d’utilisation. Si la quantité d’ADN 
souhaitée est plus importante, le protocole décrit par Sambrook et Russell (2001) est alors 
utilisé. Cette dernière technique est basée sur l’utilisation du phénol : chloroforme : alcool 
isoamylique (PCI) en proportion 25:24:1. Après extraction au PCI, une deuxième extraction 
est réalisée avec du chloroforme afin d’éliminer toute trace de phénol dans la préparation 
d’ADN. Enfin, l’ADN est précipité avec 2 volumes d’éthanol absolu en présence d’acétate de 
sodium à 3 mol.L
-1
 et de pH 5 (ajouté au 1/10 du volume), resuspendu dans de l’eau milliQ 
stérile puis conservé à -20 °C.  
Les ADNs plasmidiques sont extraits selon le protocole décrit par Sambrook et Russell 
(2001) à partir de 1,5 mL d’une culture bactérienne en milieu sélectif. Cette technique 
s’appuie sur la lyse alcaline en présence de sodium dodecyl sulfate (SDS) et produit des 
préparations de plasmides compatibles avec une digestion enzymatique. Selon la quantité 
d’ADN désirée, une mini- ou midi-préparation est réalisée. Lorsque les plasmides sont 
destinés au séquençage, un kit commercial est employé, « QIAprep
®
 Spin Miniprep » 
(QIAGEN), en suivant les recommandations du fournisseur pour l’extraction. Dans tous les 
cas, les ADNs sont remis en suspension dans de l’eau milliQ stérile puis conservés à -20 °C. 
 
2.1.2. Extraction d’ARNs 
Les ARNs totaux sont extraits à l’aide du kit commercial EXTRACT-ALL® (Eurobio) 
selon le protocole du fabricant. Ce kit permet l’extraction simultanée des ARNs, ADNs et 
protéines cellulaires totaux. Le réactif contient du phénol et l’addition du chloroforme fait 
apparaître trois phases. Les ARNs sont dans la phase aqueuse supérieure. Après précipitation 
des ARNs à l’isopropanol, ils sont resuspendus dans de l’eau milliQ traitée avec 0,1 % (v/v) 
de DEPC (après ajout du DEPC, l’eau est laissée sous hotte une nuit puis autoclavée pendant 
30 min à 110 °C avant utilisation) puis conservés à -80 °C. 
Les ARNs totaux destinés à être rétro-transcrits pour la PCR en temps réel (voir section 
2.3.2) sont dosés à l’aide du kit « Quant-iT RiboGReen® RNA Assay Kit » (Invitrogen) selon 
les recommandations du fournisseur. L’émission de fluorescence est détectée avec un lecteur 
de fluorescence sur microplaque (Mx3005P Real-Time PCR System, Stratagene). 
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Les ARNs préparés pour l’étude de transcriptomique sont quant à eux dosés au 
Bioanalyseur 2100 (Agilent) ou à l’aide du kit « Quant-iT™ RNA Assay » et du fluorimètre 
Qubit
®
 (Invitrogen) selon les recommandations du fournisseur. Le Bioanalyseur permet aussi 
à l’utilisateur de vérifier la qualité de la préparation. 
 
2.2. Traitement DNase et rétro-transcription 
Les extraits d’ARNs destinés à être utilisés en RT-PCR en temps réel sont ramenés à la 
concentration de 0,2 µg.µL
-1
 puis les traces éventuelles d’ADN contaminant sont enlevées en 
traitant 50 µL de chaque échantillon d’ARN à l’aide du kit « TURBO DNA-freeTM kit » 
(Applied Biosystems). Une quantité de 1,6 µg d’échantillon d’ARN est ensuite rétro-transcrite 
en ADNs complémentaires (ADNc) à l’aide du kit « SuperScriptTMIII First-Strand Synthesis 
System for RT-PCR » (Invitrogen) en suivant les recommandations du fournisseur. La RT est 
réalisée en duplicat en utilisant les amorces aléatoires du kit puis les ADNc sont dilués au 
tiers et directement utilisés en PCR en temps réel ou bien conservés à -20 °C. 
La totalité des ARNs préparés pour l’étude transcriptomique est purifiée avec le kit 
« RNeasy Mini Kit » (QIAGEN) selon les instructions du fournisseur. Dix microgrammes 
d’échantillon d’ARNs purifiés sont ensuite rétro-transcrits en duplicat en utilisant les amorces 
aléatoires et le même kit que précédemment. Les modifications suivantes sont apportées au 
protocole du fabricant : 65 °C pendant 5 min suivi de 10 min à 25 °C, 15 min à 42 °C, 15 min 
à 50 °C, 15 min à 55 °C, 15 min à 60 °C puis 30 min à 50 °C. Enfin, après une étape de 
dénaturation à 85 °C pendant 5 min, les ARNs résiduels sont éliminés avec 2 unités (U) de 
RNase H pendant 20 min à 37 °C. Ce cycle est programmé sur un thermocycleur automatisé 
Veriti, GeneAmp PCR System 9700 (Applied Biosystems). Enfin, les ADNc sont purifiés 
avec le kit « MinElute Reaction Cleanup » (QIAGEN) puis conservés à -20 °C. 
 
2.3. PCR, purification des amplicons et PCR en temps réel 
2.3.1. PCR classique 
La PCR est une méthode permettant d’obtenir rapidement une quantité importante d’un 
segment précis d’ADN génomique grâce à l’utilisation de deux amorces de polarités opposées 
encadrant le fragment à amplifier, l’amplification de l’ADN étant exponentielle (Mullis et al., 
1986) (Saiki et al., 1985). Les thermocycleurs automatisés Veriti, GeneAmp PCR System 
9700 et 2720 Thermal Cycler (Applied Biosystems) sont utilisés pour répéter des cycles de 
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trois étapes après une étape initiale de dénaturation de l’ADN (5 min à 95 °C ou 98 °C): 
dénaturation de l’ADN (30 s à 95 °C ou 98 °C), hybridation des amorces à une température 
optimale puis synthèse du brin complémentaire grâce à une ADN polymérase thermostable 
(72 °C) (Tableau II.2). Enfin, une dernière étape de 10 min à 72 °C termine la réaction. 
La réaction de PCR est préparée dans un volume réactionnel de 50 µL contenant 10 ng 
d’ADN génomique, un couple d’amorces utilisées chacune à une concentration finale de 
0,2 µmol.L
-1
, 500 µmol.L
-1
 de MgCl2, 200 µmol.L
-1
 de dNTPs (Eurobio), 2,5 U de Taq 
polymérase (Eurobio) ou 1 U d’ADN polymérase « i-Proof High Fidelity » (Bio-Rad) et le 
tampon réactionnel fourni avec l’enzyme. La dénaturation de l’ADN s’effectue à 95 °C pour 
la première enzyme alors qu’elle doit s’effectuer à 98 °C pour la deuxième. 
Dans certains cas, des PCRs à partir de colonies bactériennes sont réalisées. Une colonie 
est prélevée avec un cure-dent stérile puis mise en suspension dans 30 µL d’eau milliQ stérile, 
chauffée 5 min à 100 °C puis centrifugée 2 min à 16 000 x g afin de récupérer l’ADN dans le 
surnageant. Cinq microlitres du surnageant sont ensuite utilisés pour réaliser la PCR qui se 
fait en présence de 2,5 % (v/v) de DMSO afin de faciliter l’amplification. 
 
2.3.2. Purification d’amplicons d’ADN 
Les produits de PCR destinés à être clonés sont purifiés avec le kit « GFX PCR DNA et 
Gel Band Purification » (GE Healthcare) selon les instructions de fournisseur. Cette 
purification a pour but de séparer le fragment d’ADN amplifié du reste des composants du 
milieu réactionnel (protéine, sels) et notamment des autres acides nucléiques (amorces non 
utilisées, amplicons de taille non désirée). 
 
 
  
 
 
 
 
 
Séquence cible Amorces Séquences des amorces (5’>3’) Hybridation 
Temps  
d'élongation 
Gène aupA 0478delta-F/0478delta-R CGGGCGGTATCCCTTGCCG / GCCCAGATCGATGTTCGTG 45 s à 60 °C 1 min 
 0478F/0478R CCATCGACTCATTCCAGCC / TCACCGTCGTAGTCCACCA 45 s à 56 °C 1 min 
 0478F-Bam/0478R-Not ATGCCAGTGGATCCTAACACACGTTATTGCGGCTCTGG / GCATGATGGCGGCCGCTACGTGGATATCACCATCGGCAGT  15 s à 63,7 °C 1 min 20 s 
 0478F-Spe/0478R-Hind ATGTTAGTACTAGTGACGCCGACAAAACTGTCGA / AGCATGATGAAGCTTTCAGAACTTCAGGGTGATGG  40 s à 53 °C 1 min 20 s 
 0478FpKOM-EcoRI/0478RpKOM-KpnI ATGACGCGAATTCCTACTCAAGGCTCTCATAATCCC / AGCATGATGGGTACCAGGGATTCCTTTCAGGACTGG 30 s à 56 °C 1 min 
 TopoF0478/TopoR0478his TGAATCTGCCGTGAGGAATAATAAATGAGTGAACGGAGT / TCAGAACTTCAGGGTGATGGA 1 min à 55 °C 1 min 
 0478F-Spe/RT0478 ATGTTAGTACTAGTGACGCCGACAAAACTGTCGA / ATGGCAAGCCTCCTCAGAAC 30 s à 55 °C 1 min 20 s 
Plasmide pKAS32-aupA Bgl0478F/Bgl0478-2 ATGCCAGTAGATCTATTTTGTCCTGAATCTGACTGTTT / ATGCCAGTAGATCTCTCCGTTCACTCATTGTTTTT  20 s à 61 °C 2 min 
Gène aupB 0477FpKOM-NheI/ 0477pKOM-EcoRV ATGACGCGCTAGCTTGGGGCCACAATCACAATC / AGCATGATGGATATCCCGGCTGTGGCGCTTACC 30 s à 56 °C 1 min 
 0477F/0477R TCGATGGTCTATTCCTTCC / CGTAATGCGGTTGCCTTT 45 s à 56 °C 1 min 
 pb0477pET-Nde/ pb0477pET-Not ATGCTAGCCATATGTGCGGTGGTGGCGACAAAC / GTATGCATGCGGCCGCTTCGTACTGAGCCGGAATTT  15 s à 65 °C 2 min 
 Mh0477F/Mh0477R GAGACTTGGAAAACACGACC / CAAAGGCAACCGCATTACG 45 s à 57 °C 1 min 20 s 
 0477F-EcoRV/0477R-NheI ATGCCAGGATATCGAGGCTTGCCATGAAGT / AGCATGTGCTAGCGTTGCCTTTGACCAGTA 30 s à 54 °C 45 s 
 0477F-KpnI/0477R-NdeI ATGCCAGGGTACCGACGGTGCCGATTGCC / AGCATGTCATATGGCCTGAGGAGGGTAGACC 30 s à 54 °C 45 s 
 0477F-NruI/Mh_477R ATGCCTCTCGCGAATGAAGTACAACAAGACCC / TCCGTATTCAGAGCGTAGGT  20 s à 57 °C 2 min 
 0477-F/0477R-StuI GTCCTGAACCAACAGGTGGC / AGCATGAAGGCCTCTATTCGTACTGAGCCGGA 30 s à 58 °C 1 min 10 s 
 Mh-0477F/0477R-NruI GCATTGCTCTGGTTCGGGA / AGCATGATCGCGACTATTCGTACTGAGCCGGA 30 s à 60 °C 1 min 30 s 
Opéron aupAB Mh0478F/Mh0477R ACAAGCGTACCAGTCCTGAA / CGTCACCGGCGTTGTTGGCGT 30 s à 60 °C 2 min 
Gène aacC1  
¤
Gm-up/Gm-down TGGAGCAGCAACGATGTTAC / TGTTAGGTGGCGGTACTTGG 30 s à 61 °C 20 s 
Jonction gène MARHY3826 et Tn7L du mini-Tn7 
¤
marhy3826rev/
¤
pTn7L CCTGACACCTTGTAACCATTCAG / ATTAGCTTACGACGCTACACCC 30 s à 57 °C 20 s 
Jonction gène MARHY3827 et Tn7R du mini-Tn7 ¤pmarhyglmS/¤pTn7R AATCTCTTACATCCACGCCG / CACAGCATAACTGGACTGATTTC 30 s à 54 °C 20 s 
Gène bla porté par le pKAS32 pKAS32amp-F/ pKAS32amp-R GGTCTGACAGTTACCAATGC / GAAGAGTATGAGTATTCAAC 45 s à 52 °C 1 min 
Gène aphA porté par la cassette kanamycine  Km aphA-F/Km aphA-R ATGAGCCATATTCAACGG / AGCATCAAATGAAACTGC 45 s à 50 °C 1 min 
1- Jonction gène aphA et gène aupA 
*
aphaF-A/
*
0478F CCTCGAGATCTCCATGGAC / CCATCGACTCATTCCAGCC 45 s à 54 °C 1 min 20 s 
1- Jonction gène aphA et gène MARHY0476 
*
aphaR-A/
*
Op0476R CTTGCATGCCTGCAGGTCGA / ATACAGATGAACAGGTCGGTATTG 45 s à 58 °C 1 min 20 s 
2- Jonction gène aphA et gène MARHY0476 
*
aphaF-A/
*
0476jonction-F CCTCGAGATCTCCATGGAC / ATGGTGCTGGCCGGGTACTCT 30 s à 52 °C 1 min 30 s 
2- Jonction gène aphA et gène MARHY0480 *aphaR-A/*0480jonction-R CTTGCATGCCTGCAGGTCGA / CCGCAACCACAGTTGCTTCACTG 30 s à 58 °C 1 min 30 s 
3- Jonction gène aphA et gène MARHY0479 *aphaF-A/*0479-F CCTCGAGATCTCCATGGAC / GGGCTTGCCCTGAGAGAAGGTGAAAAATG 45s à 53 °C 1 min 
3- Jonction gène aphA et gène aupB 
*
aphaR-A/Mh0478R CTTGCATGCCTGCAGGTCGA / CCGGGTCTGGGTTTTTCGTC 45 s à 60 °C 1 min 
4- Jonction gène aphA et gène aupB 
*
aphaF-A/
*
Mh0478R CCTCGAGATCTCCATGGAC / CCGGGTCTGGGTTTTTCGTC 45s à 53 °C 1 min 
4- Jonction gène aphA et gène MARHY0479 
*
aphaR-A/
*
0479-F CTTGCATGCCTGCAGGTCGA / GGGCTTGCCCTGAGAGAAGGTGAAAAATG 45 s à 60 °C 1 min 
Promoteur PA1/04/03 du gène eyfp  PA1/04/03F-ApaI/ PA1/04/03R-NruI
 
ATGCCAGGGGCCCGAAAATTTATCAAAAAGAG / AGCATGTTCGCGATTTCTCCTCTTTAATTCTAG 30 s à 53 °C 30 s 
Gène MARHY0577  0577F_Sal/0577R_Sal ATGCCAGTGTCGACGTGGTGGTAGGGCGTCTGATT / AGCATGATGGTCGACAGCAACGATAAAAGACACCCGC 45 s à 58 °C 1 min 
Séquence cible  Amorces de PCR en temps réel Séquences des amorces (5’>3’) 
  Taille de                            
l’amplicon (pb) 
Concentration 
(µmol.L-1) 
Gène codant l’ARNr 16S  qMh16SF/qMh16SR TGAGGCTTGACGTTACCTACA / CTTTCACATCTCGCTTACCAA 137    1 / 3 
Gène aupB qMh477F/qMh477R  GTGGTGGCGACAAACAGT / CAGGGTTGCTTCATCATCA  148    1 / 3 
Gène aupA qMh478F/qMh478R   CAGCACTGACGAAAGATCCT / CTAGGGGAGTCGGAGACAAT  114    1 / 2 
Tableau II.2 : Caractéristiques des couples d’amorces utilisés lors des PCRs.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
MARHY0577 (rpsL), MARHY0476, aupB (MARHY0477), aupA (MARHY0478), MARHY0479, MARHY0480, MARHY3826, MARHY3827 (glmS) : gènes de M. hydrocarbonoclasticus ;          
eyfp : gène porté par le plasmide pUC18T-mini-Tn7T-eyfp (Choi et Schweizer, 2006) ; aacC1 : gène porté par le mini-Tn7T du pUC18T-mini-Tn7T-Gm (Choi et al., 2005) ; Tn7L, Tn7R : 
extrémités gauche et droite du mini-Tn7T du pUC18T-mini-Tn7T-Gm (Choi et al., 2005) 
*: amorces utilisées pour la vérification de l’insertion de l’allèle muté au bon locus chez les souches mutantes de M. hydrocarbonoclasticus 1- JM3 (-), 2- JM4 (+), 3- JM2    4- JM2 (+) (cassette 
kanamycine portant le gène aphA insérée dans le même sens de transcription que le gène) ; ¤ : amorces utilisées pour la vérification de l’insertion du mini-Tn7 au site attTn7 du chromosome des 
souches de M. hydrocarbonoclasticus.  
Nombre de cycles de PCR : 25       30      35 .   . Les amorces de PCR ont toutes été fabriquées sur mesure par la société Eurogentec.  
Les sites de restriction apportés par les amorces sont soulignés. 
6
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2.3.3. PCR en temps réel 
La PCR en temps réel est une méthode particulière de PCR qui permet d’estimer la 
quantité initiale d'ADN dans la réaction. Si cet ADN est rétro-transcrit à partir d’un ARN 
messager (ARNm), il est alors possible d’estimer le niveau d’expression du gène ciblé. 
La réaction de PCR est préparée dans un volume réactionnel de 25 µL contenant 2,5 µL 
de chacun des couples d’amorces utilisées à une concentration prédéfinie par un test 
d’optimisation (Tableau II.2), 12,5 µL de réactif 2X « Power SYBR Green PCR Master Mix» 
(Applied Biosystems) contenant l’AmpliTaq Gold® ADN polymérase, 2,5 µL d’eau milliQ 
stérile et 5 µL d’échantillon d’ADNc. Les conditions de la réaction d’amplification réalisée 
sur un appareil Mx3005P (Stratagene) sont les suivantes : 10 min à 95 °C, suivies de 
40 cycles d’amplification consistant en 30 s à 95 °C, 45 s à 60 °C puis 1 min à 72 °C. Un 
dernier cycle comprenant trois phases : 1 min à 95 °C, 30 s à 60 °C puis 30 s à 95 °C finalise 
la réaction.  
 
L’emploi de la RT-PCR en temps réel pour évaluer l’expression d’un gène dans une 
condition nécessite d’utiliser une condition de référence et un gène de référence, dont 
l’expression varie peu/pas entre les conditions. Ici, le gène codant pour l’ARNr 16S a été 
choisi comme gène de référence car il a été montré au laboratoire que son expression ne varie 
pas selon les conditions testées. La qualité de l’amplification est évaluée grâce à la courbe de 
dissociation et son efficacité est estimée à l’aide du logiciel LinRegPCR (Ramakers et al., 
2003) pour ne garder que les valeurs dont l’amplification atteint 90 à 110 % d’efficacité. 
L’expression génique est ensuite évaluée en utilisant la méthode du 2-∆∆Ct (Livak et 
Schmittgen, 2001). Pour chaque gène et dans chacune des conditions, un minimum de 
12 valeurs est obtenu grâce à deux PCRs faites sur deux pools distincts d’ADNc rétro-
transcrits à partir de trois répétitions biologiques. La moyenne des valeurs de cycle seuil (Ct) 
obtenues à partir des courbes d’amplifications est effectuée, puis les écart-types ainsi que les 
variances sont calculés. La valeur moyenne du Ct du gène d’intérêt est ramenée au Ct moyen 
relevé pour le gène codant pour l’ARNr 16S : ∆Ct = Ctmoyen gène cible - Ctmoyen gène de l’ARNr 16S. 
Puis, les valeurs ainsi calculées pour les deux gènes dans une condition α sont ramenées à 
celles obtenues pour la condition de référence β pour les mêmes gènes :  
∆∆Ct = ∆Ctcondition α - ∆Ctcondition de référence β 
Finalement, les rapports d’expression (2-∆∆Ct) et l’erreur standard pour chaque condition et 
chacun des gènes sont calculés. 
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2.4. Electrophorèse sur gel d’agarose 
Les acides nucléiques (ADNs, ARNs, amplicons, fragments de restriction) sont séparés 
par électrophorèse horizontale en gel d’agarose préparé dans un tampon TBE 1X (Tris 
90 mmol.L
-1
, EDTA 2 mmol.L
-1
, acide borique 90 mmol.L
-1). La migration s’effectue dans un 
tampon d’électrophorèse TBE 0,5X. Les ADNs sont chargés dans un tampon 6X contenant 
0,25 % (m/v) de bleu de bromophénol, 30 % (v/v) de glycérol et 0,25 % (m/v) de xylène 
cyanol FF. Les ARNs sont chargés dans un tampon contenant 95 % (v/v) de formamide 
déionisé, 0,025 % (m/v) de bleu de bromophénol, 0,025 % (m/v) de xylène cyanol FF, 
5 mmol.L
-1
 d’EDTA (pH 8) et 0,025 % (m/v) de SDS. Pour les ARNs, toutes les solutions 
sont préparées dans de l’eau milliQ traitée au DEPC. Après migration, les gels sont colorés au 
Bet (0,5 mg.mL
-1
) et les acides nucléiques sont visualisés par fluorescence aux rayons UV. La 
taille de l’ADN est déterminée grâce à des standard de taille (Eurogentec). Ces marqueurs de 
taille permettent aussi d’évaluer la quantité d’ADN déposée sur le gel.  
 
2.5. Clonage de gènes et séquençage 
Les clonages de fragments d’ADN sont réalisés selon deux méthodes : soit en utilisant 
des kits commerciaux permettant un clonage aisé et rapide d’un produit de PCR (le « TA 
cloning »), soit en clonant des produits de digestion dans des vecteurs plasmidiques (clonage 
« classique »). Les plasmides décrits ci-après sont à l’origine des différentes constructions 
décrites dans ce mémoire.  
 
2.5.1. Vecteurs de clonage 
- pBAD-TOPO
®
 
Le kit « pBAD-TOPO
®
 TA Expression Kit » (Invitrogen) offre la possibilité de cloner 
directement et de façon très efficace des produits de PCR dans un vecteur plasmidique 
linéarisé, le pBAD-TOPO
® 
(Figure II.2A). L’ADN ainsi cloné est ensuite séquencé. Ce 
système permet la réplication du plasmide en faible nombre de copies chez E. coli TOP10F’ 
ou LMG194. Le gène cloné est régulé par le promoteur PBAD de l’opéron araBAD. En 
présence de L-arabinose, l’expression du gène à partir du PBAD est fortement induite, ce qui 
entraîne la surproduction de la protéine. Le produit du gène araC, situé sur le plasmide, régule 
positivement cet opéron.  
De plus, ce système permet d’ajouter à l’extrémité C-terminale de la protéine clonée une 
étiquette de l’épitope V5 qui permet sa reconnaissance par un anticorps anti-V5, et/ou une 
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étiquette polyhistidine (HisTag) pour sa purification sur résine IMAC (Immobilized Metal 
Affinity Chromatography) ou pour sa reconnaissance par un anticorps anti-HisTag.  
 
- pCR
TM
2.1-TOPO
® 
Le kit « TOPO
®
 TA Cloning » (Invitrogen) offre la possibilité de cloner rapidement, en 
une seule étape, des produits de PCR dans un vecteur plasmidique fourni linéarisé, le 
pCR
TM
2.1-TOPO
®
 (Figure II.2B). L’ADN cloné dans ce plasmide est ensuite facilement 
séquencé. Ce système permet la réplication du plasmide en haut nombre de copies chez E. coli 
TOP10F’. Le promoteur de l’ARN polymérase de T7 induisant une forte expression du gène 
cloné en aval contrôle l’expression de la région codant pour la β-galactosidase (hydrolyse le 
lactose en glucose et galactose) qui est interrompue par le multi-site de clonage (MSC). 
L’identification des clones recombinants se fait selon le système blanc/bleu (Sambrook et 
Russell, 2001), ce qui nécessite que la transformation soit étalée sur du milieu LB contenant 
de l’ampicilline ou de la kanamycine, du X-gal (40 µg.mL-1) (Biosolve) et de l’IPTG 
(100 mmol.L
-1
) (Eurobio). 
 
 
 
 
Figure II.2 : Cartes de restriction des plasmides pBAD-TOPO
® 
et pCR
TM
2.1-TOPO
®
. 
pBR322 ori, pUC ori : origines de réplication des plasmide pBR322 et pUC ; f1 ori : origine de réplication du 
phage F1 ; Ampicillin, kanamycin :
 
respectivement,
 
gènes conférant les résistances à l’ampicilline et la 
kanamycine ; Plac et PBAD: respectivement, promoteurs des opérons lac et araBAD d’E. coli ; araC : produit la 
protéine AraC; lacZα : gène codant pour le peptide α de la β-galactosidase ; RBS : site de fixation du ribosome ; 
EK Site : site de reconnaissance de l’entérokinase ; V5 epitope : étiquette V5; 6xHis : étiquette polyhistidine ; 
STOP : codon d’arrêt de la traduction ; MSC : multi-site de clonage. 
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- pET-21a(+)  
Le plasmide pET-21a(+) (Novagen) (Figure II.3A), produit en faible nombre de copies, 
permet le clonage de gènes sous le contrôle d’un promoteur, T7lac, qui est un hybride entre le 
promoteur tardif du bactériophage T7 et le promoteur de l’opéron lac. La transcription à partir 
de T7lac se fait par l’ARN polymérase de T7 qui est fournie par la souche hôte portant le 
prophage λDE3 (E. coli BL21 (DE3)). Le gène de l’ARN polymérase est sous le contrôle du 
promoteur lacUV5. Le répresseur LacI, codé par lacI porté par le pET-21a(+), agit à la fois 
sur le promoteur lacUV5 et le promoteur T7lac pour réprimer la transcription du gène de 
l’ARN polymérase et celle du gène cloné dans le pET-21a(+). Ce système de régulation 
permet d’éviter une expression basale de la protéine recombinante qui peut être toxique pour 
la souche hôte. La protéine d’intérêt est étiquetée par 6 histidines à son extrémité C-terminale 
pour permettre sa purification par affinité. 
 
-pGEM
®
-T Easy 
Le kit « pGEM
®
-T Easy Vector System » (Promega) est utilisé pour cloner facilement des 
produits de PCR dans le plasmide pGEM
®
-T Easy (Figure II.3B). Le vecteur est fourni 
linéarisé et permet l’insertion d’un fragment d’ADN au niveau de son MSC. Ce vecteur est 
présent en grand nombre de copies dans la souche hôte et porte les promoteurs des ARN 
polymérases des bactériophages T7 et SP6. Le gène codant pour la β-galactosidase est 
interrompu par le MSC et permet l’identification des clones recombinants selon le système 
blanc/bleu après transformation dans des cellules d’E. coli JM109 et étalement sur du milieu 
LB + ampicilline, X-gal (40 µg.mL
-1
) (Biosolve) et IPTG (40 µg.mL
-1
) (Eurobio). 
 
Figure II.3 : Cartes de restriction des plasmides pET-21a(+) et pGEM
®
-T Easy. 
ori (pET-21a(+)) : origine de réplication du plasmide pBR322 ; ori (pGEM
®
-T Easy) : origine de réplication 
ColE1 d’E. coli ; f1 origin et f1 ori : origine de réplication du phage F1 ; Ap et Ampr: gènes conférant la 
résistance à l’ampicilline ; lacZ : gène codant pour la β-galactosidase ; lacI : répresseur de l’opéron lac ; T7lac 
promoter : promoteur de l’ARN polymérase de T7. 
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- pUC18T-mini-Tn7T-Gm 
Ce plasmide dérivé du pUC18 porte un mini-Tn7 à l’intérieur duquel un fragment d’ADN 
de restriction peut être cloné dans le MSC (Figure II.4A) (Choi et al., 2005). Ce système de 
mini-Tn7T permet l’intégration d’une seule copie du gène cloné dans le chromosome 
bactérien à un locus naturel et neutre. Son insertion se produit de manière orientée à un site 
attTn7 qui est situé en aval du gène glmS (glucosamine-6-phosphate synthase) qui est unique 
chez certaines bactéries et notamment M. hydrocarbonoclasticus. Il possède des terminateurs 
de transcription afin d’éviter que la lecture ne se fasse à partir du promoteur de glmS. Dans ce 
travail, ce vecteur a été utilisé pour la complémentation génique. 
 
- pKAS32 et pKOMKm 
Le vecteur suicide pKAS32 (Figure II.4B) (Skorupski et Taylor, 1996) et son dérivé, le 
pKOMKm (cette étude, voir section 3.2), sont utilisés pour la mutagenèse par remplacement 
d’allèle (voir section 3.1) qui permet d’échanger l’allèle sauvage d’un gène présent sur le 
chromosome bactérien par un allèle muté. L’allèle muté est cloné dans le MSC de ces 
vecteurs qui ont l’origine de réplication R6K autorisant le maintien du plasmide uniquement 
dans des souches produisant la protéine π (E. coli S17-1 (λpir)). De plus, ces plasmides 
portent le gène rpsL codant pour la protéine ribosomale S12 pouvant complémenter les 
mutants résistants à la streptomycine.  
  
Figure II.4 : Cartes de restriction des plasmides pUC18T-mini-Tn7T-Gm et pKAS32. 
ori et ori R6K : respectivement, origines de réplication ColE1 d’E. coli et origine dépendante de la protéine π ; 
oriT : origine de transfert ; Ap
R
 et bla :
 
gènes conférant la résistance à l’ampicilline ; aacC1 : gène conférant la 
résistance à la gentamycine ; rpsL : gène conférant la sensibilité à la streptomycine ; Tn7R et Tn7L : extrémités 
droite et gauche du transposon Tn7 ; T0T1 : terminateurs de transcription, respectivement du bactériophage λ et 
de l’opéron rrnB d’E. coli ; FRT : cible de la Flp recombinase ; MCS : multi-site de clonage. 
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Lors des stratégies de clonage décrites ci-après, la quantité d’ADN utilisée a été évaluée 
avec le kit « Qubit
®
 dsDNA HS Assay Kit » et le fluorimètre Qubit
®
 (Invitrogen), en suivant 
les instructions du manuel d’utilisation ou bien par évaluation visuelle sur gel d’agarose par 
comparaison avec un marqueur de poids moléculaire. 
 
2.5.2. Digestion de restriction et purification des produits de digestion 
La digestion des produits de PCR et des plasmides est effectuée par différentes enzymes 
de restriction commercialisées par New England Biolabs. La digestion s’effectue pendant 3 h 
à 37 °C avec l’ (les) enzyme(s) de restriction (1 U.µg-1 d’ADN), le tampon réactionnel 1X, de 
l’eau milliQ stérile et, si besoin, de la BSA à 100 µg.mL-1. La totalité de la réaction de 
digestion est ensuite déposée sur un gel d’agarose afin de purifier le fragment d’ADN 
d’intérêt, id est pour éliminer les morceaux d’ADN indésirables, le tampon réactionnel et 
l’ (les) enzyme(s). Cette purification est réalisée à l’aide du kit « GFX PCR DNA et Gel Band 
Purification Kit » (GE Healthcare) selon les instructions du fournisseur. 
 
2.5.3. Ligature d’ADN 
Lors d’un « TA cloning », le vecteur linéarisé possède une désoxythymine 3’-terminale 
aux deux extrémités, ce qui permet d’éviter la recircularisation du vecteur sur lui-même. 
L’insert est un produit de PCR purifié, généré par une polymérase thermostable qui possède 
une activité transférase terminale ajoutant une désoxyadénosine aux extrémités 3’, ce qui 
permet une insertion efficace dans le vecteur linéarisé. La ligature d’un insert dans un vecteur 
s’effectue en suivant les instructions décrites par le fournisseur du kit utilisé. 
Lors d’un clonage « classique », la stratégie consiste à digérer l’insert et le plasmide par 
les mêmes endonucléases de restriction, créant ainsi des bouts cohésifs compatibles. 
L’utilisation d’extrémités cohésives différentes permet de cloner un insert de manière orientée 
dans le vecteur, ce qui est essentiel pour cloner un gène dans un vecteur d’expression.  
 
Les réactions de ligature, d’un volume total de 15 µL, sont réalisées en utilisant 1 U 
d’enzyme T4 DNA ligase (Promega) dans son tampon réactionnel (Tris-HCl 30 mmol.L-1 
pH 7,8, MgCl2 10 mmol.L
-1
, DTT 10 mmol.L
-1
 et ATP 1 mmol.L
-1
). La quantité de vecteur est 
fixée à 50 (« TA cloning ») ou 100 ng (clonage « classique ») et l’insert est ajouté selon un 
ratio (vecteur:insert) de 3:1, 1:1 ou 1:3. La réaction de ligature s’effectue à 4 °C pendant une 
nuit.  
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2.5.4. Transformation de plasmides dans une souche hôte d’E. coli  
- Transformation chimique 
Cette transformation ne s’opère qu’avec des cellules chimio-compétentes fournies avec un 
kit de clonage. Brièvement, 2 µL de la réaction de ligature sont ajoutés à 50 µL de cellules 
compétentes. Après 30 min d’incubation dans la glace, les cellules sont « choquées » 30 s à 
42 °C puis replacées immédiatement dans la glace. Du milieu SOC (tryptone 2 % (m/v), 
extrait de levure 0,5 % (m/v), NaCl 10 mmol.L
-1
, KCl 2,5 mmol.L
-1
, MgCl2 10 mmol.L
-1
, 
MgSO4 10 mmol.L
-1
, glucose 20 mmol.L
-1
) est alors ajouté (250 µL) et la transformation est 
agitée à 200 rpm pendant 1 h. L’étalement se fait sur du milieu LB contenant l’antibiotique 
approprié. 
 
- Transformation par électroporation 
Cette technique est utilisée lorsqu’on nécessite une importante efficacité de transformation 
et dans le cas de clonages réalisés sans kits. Des cellules électro-compétentes d’E. coli DH5α, 
S17-1 (λpir), BL21 (DE3) ou JM109 sont préparées à partir d’une dilution au 1/100 d’une 
culture fraîche dans 1 L de LB et cultivée jusqu’à une DO600 nm de 0,6. Après centrifugation à 
4 000 x g pendant 15 min à 4 °C, les cellules sont resuspendues dans 1 L de glycérol à 10 % 
(v/v). Cette étape est renouvelée trois fois en utilisant successivement 500 mL puis 250 mL et 
enfin 3 ou 4 mL de la solution de glycérol de sorte que la concentration cellulaire finale soit 
environ égale à 1.10
10
 cellules.mL
-1
. Les cellules sont réparties en aliquots de 50 µL puis 
conservées à -80 °C.  
L’électroporation est réalisée après dialyse des produits de ligature contre de l’eau milliQ 
stérile effectuée pendant 1 h à température ambiante sur une membrane de 0,025 µm de 
porosité (Millipore). Cinquante microlitres de cellules compétentes sont mélangés à 2 µL 
d’ADN puis électroporés (Gene Pulser® II Electroporation System (Bio-Rad)) dans des 
cuvettes de 2 mm de largeur d’ouverture en utilisant les paramètres suivants : 2,5 kV, 200 Ω 
et 25 µF. Immédiatement après le choc électrique, 1 mL de LB préchauffé à 37 °C est ajouté 
aux cellules qui sont ensuite incubées 1 h à 37 °C et 200 rpm. Les cellules transformées (1/10 
et 1/4) sont ensuite étalées sur du milieu LB contenant l’antibiotique approprié.  
 
- Transformation au TSS 
Pour plus de commodités, les plasmides sont parfois changés de souche hôte. Pour cela, le 
plasmide purifié est transformé en utilisant du TSS 1X (85 % (v/v) LB, 10 % (m/v) 
polyéthylène glycol, 5 % (v/v) DMSO, 50 mmol.L
-1
 MgCl2 ; pH 6,5) et la méthode décrite par 
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(Chung et al., 1989). Une culture d’une nuit d’E. coli est diluée au 1/100 puis incubée jusqu’à 
une DO600 nm de 0,4. Un millilitre de cette culture est centrifugé pendant 10 min à 16 000 x g à 
4 °C puis le culot est repris dans 100 µL de TSS 1X froid. Cent picogrammes à 10 ng d’ADN 
plasmidique sont ajoutés puis les cellules sont laissées 30 min dans la glace. Ensuite, 900 µL 
de LB sont ajoutés puis les cellules sont incubées à 37 °C pendant 1 h à 200 rpm. La 
transformation (1/10) est finalement étalée sur du milieu LB additionné de l’antibiotique 
approprié. 
 
2.5.5. Séquençage d’ADN 
Tous les fragments d’ADN clonés dans les divers vecteurs sont séquencés chez GATC 
(GATC Biotech, Germany) afin de vérifier l’intégrité de la séquence. 
 
2.6. Conjugaison entre E. coli et M. hydrocarbonoclasticus 
Durant cette thèse, deux conjugaisons différentes ont été employées : bipartite et 
quadripartite. La première sert à muter un gène cible dans le chromosome de Mh JM1 par la 
technique de remplacement d’allèle décrite en section 3.1 alors que la seconde permet d’y 
insérer un mini-Tn7 portant un gène d’intérêt au niveau du site unique attTn7. 
 
2.6.1. Pour mutation d’un gène cible chez M. hydrocarbonoclasticus 
Les souches mutantes de M. hydrocarbonoclasticus sont obtenues par conjugaison entre la 
souche donneuse d’E. coli S17-1 (λpir) contenant le plasmide recombinant (pKAS32 ou 
pKOMKm) portant l’allèle muté et la souche receveuse Mh JM1 (Mh SP17 SmR). 
Pour le protocole suivant, les microtubes et milieux de culture doivent être préalablement 
chauffés à 30 °C. Les souches donneuse et receveuse sont cultivées (4 mL) sur une nuit en 
milieu Halo + lactate additionné de l’antibiotique approprié. Cent microlitres de chaque 
culture sont mélangés et le volume est complété à 1 mL avec du milieu Halo. Après 2 min de 
centrifugation à 7 000 x g à température ambiante, le surnageant est enlevé et le culot est 
doucement remis en suspension dans 1 mL de Halo. Cette étape est répétée deux fois puis, 
après une nouvelle centrifugation, le culot est délicatement resuspendu dans 30 µL de Halo. 
La suspension cellulaire est déposée sur une membrane d'acétate de cellulose de 0,45 µm de 
porosité (Millipore) placée sur du milieu Halo + lactate solide. Après 24 h d’incubation à 
30 °C, les cellules sont remises en suspension avec 1 mL d’EMS, centrifugées pendant 2 min 
à 7 000 x g et le culot est de nouveau remis en suspension avec 200 µL d’EMS. Deux fois 
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100 µL de suspension cellulaire sont étalés sur des boîtes EMS + lactate contenant de la 
kanamycine (100 µg.mL
-1
) puis incubés à 30 °C pendant environ 2 jours. 
Une vingtaine de colonies est ensuite striée trois fois de suite sur le même milieu sélectif 
afin de purifier les clones. La résistance des colonies Km
R
 à l’ampicilline et la streptomycine 
est testée en striant la même colonie sur de l’EMS + lactate additionnée d’ampicilline 
(200 µg.mL
-1
), de streptomycine (100 µg.mL
-1
) ou de kanamycine (100 µg.mL
-1
) (en suivant 
cet ordre). Les clones ayant un phénotype Amp
S
/Sm
R
/Km
R
 sont conservés pour la suite. 
L’insertion au bon locus dans le chromosome de Mh JM1 de l’allèle muté ainsi que l’absence 
de l’allèle sauvage sont vérifiées par PCR, directement sur colonies (voir section 2.3.1). 
 
2.6.2. Pour insertion d’un mini-Tn7 au site attTn7 de M. hydrocarbonoclasticus 
Cette conjugaison nécessite quatre partenaires : la souche receveuse (Mh JM1), la souche 
donneuse (E. coli DH5α contenant le pUC18T-mini-Tn7T-Gm portant le gène d’intérêt à 
insérer chez la souche réceptrice, encore appelé le vecteur de libération suicide) et deux 
souches assistantes d’E. coli : SM10 (λpir) / pTNS2 qui permet la transposition du mini-Tn7 
de façon spécifique et orientée grâce à l’opéron de la transposase TnsABCD et 
HB101 / pRK2013 qui permet le transfert d’ADN entre les souches (Choi et al., 2005). 
L’insertion du mini-Tn7 se produit de façon conservée à environ 25 nucléotides en aval du 
gene glmS, ce qui permet de vérifier par PCR l’insertion du mini-Tn7 au bon locus dans le 
chromosome de Mh JM1. 
Le protocole de conjugaison utilisé est le même que celui décrit ci-dessus (section 2.6.1) à 
l’exception que la suspension cellulaire obtenue après conjugaison est étalée sur de l’EMS + 
lactate additionnée de gentamycine (30 µg.mL
-1
) et de streptomycine (100 µg.mL
-1
). Après 
purification sur ce même milieu sélectif, les clones ayant un phénotype Sm
R
/Gm
R
 sont 
conservés pour la suite et l’insertion au bon locus du mini-Tn7 est vérifiée par PCR, 
directement sur colonies. 
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3. Création de mutants « knockout » par remplacement d’allèles chez Mh JM1 
3.1. Principe de la technique  
La première étape du remplacement d’allèle consiste à construire un plasmide 
recombinant portant la résistance à l’ampicilline et contenant la cassette kanamycine 
provenant du pMKm (Murillo et al., 1994) qui porte le gène aphA-3 (appelé aphA pour plus 
de commodités). Ce gène possède son propre promoteur mais ne possède pas de terminateur 
de transcription (Ortiz-Martín et al., 2006). De part et d’autre de cette cassette sont clonées les 
régions encadrant la séquence du gène à muter. Le plasmide originel est le vecteur suicide 
pKAS32 (Skorupski et Taylor, 1996) ne pouvant pas se répliquer chez 
M. hydrocarbonoclasticus car il possède l’origine de réplication R6K et transférable car il 
possède l’oriT du plasmide conjugatif RP4. pKAS32 porte l’allèle sauvage du gène rpsL 
d’E. coli qui est trans-dominant sur l’allèle mutant conférant la résistance à la streptomycine. 
Après conjugaison entre Mh JM1 et la souche d’E. coli S17-1 (λpir) contenant le plasmide 
recombinant, les ex-conjugants issus d’une double recombinaison homologue entre le gène 
sauvage et les régions encadrant la cassette kanamycine sont sélectionnés (Figure II.5A). La 
première recombinaison permet l’intégration du plasmide au sein du chromosome de Mh JM1, 
conférant à la bactérie les phénotypes Km
R
/Amp
R
/Sm
S
 (Figure II.5B). La deuxième 
recombinaison homologue entraîne l’excision du plasmide qui emporte avec lui la version 
sauvage ou mutante du gène. La bactérie devient alors Km
R
/Amp
S
/Sm
R
 (Figure II.5C). 
 
3.2. Développement du vecteur suicide pKOMKm  
Un nouveau vecteur a été développé afin d’améliorer la sélection positive du deuxième 
événement de recombinaison en utilisant la résistance à la streptomycine. En effet, la 
complémentation entre l’allèle rpsL sauvage d’E. coli et l’allèle mutant de Mh SP17 SmR 
(JM1) est partielle, conduisant à un phénotype Sm
R
 pas tranché. Le pKOMKm (p pour 
plasmide, KO pour knockout, M pour Marinobacter, Km pour kanamycine) a été construit 
pour remédier à cet inconvénient (Figure II.6C). La première étape a consisté à amplifier le 
gène rpsL de la souche Mh SP17 Sm
S
 avec des amorces permettant l’ajout des sites de 
restriction SalI (Tableau II.2). Après séquençage, ce gène a été cloné dans le pKAS32 à la 
place du gène rpsL d’E. coli (Figure II.6A). Ensuite, un nouveau MSC a été créé en utilisant 
celui déjà présent sur le pKAS32 et en y ajoutant les MSCs situés de part et d’autre de la 
cassette kanamycine récupérée sur le pMKm par digestion de restriction par XbaI (Figure 
II.6B).   
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Figure II.5 : Stratégie de la construction de mutants « knockout » par remplacement d’allèle 
chez Mh JM1. Exemple avec le gène aupA.  
A) Schéma illustrant la technique de remplacement d’allèle avec la double recombinaison homologue qui 
s’opère entre allèle sauvage, localisé sur le chromosome de la souche, et la version mutée, portée par le plasmide 
recombinant pKAS32-aupA::aphA. B) Schéma illustrant l’intégration du plasmide recombinant dans le 
chromosome de Mh JM1 après la 1
ère
 recombinaison homologue. C) Schéma illustrant l’excision du plasmide 
avec la copie sauvage du gène, laissant la copie mutée par la cassette kanamycine insérée dans le chromosome de 
Mh JM1 après la 2
ème
 recombinaison homologue. 
bla : gène conférant la résistance à l’ampicilline ; rpsL : gène conférant la sensibilité à la streptomycine ; aphA : 
gène conférant la résistance à la kanamycine ; aupA et aupB : gènes de Mh JM1 n° 0478 et 0477.  
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Figure II.6 : Schéma de la construction du vecteur de clonage pKOMKm. 
A) Schéma du clonage du gène rpsL de Mh SP17 Sm
S
 dans le plasmide pKAS32. B) Schéma du clonage de la 
cassette kanamycine avec ajout de MSCs dans le pKAS32-rpsLMh. C) Carte de restriction du pKOMKm. 
Ap
R
 : résistance à l’ampicilline ; rpsL et rpsLMh : respectivement, gènes d’E. coli et de Mh SP17 Sm
S
 conférant la 
sensibilité à la streptomycine
 
; oriT : origine de transfert; oriR6K : origine de réplication dépendante de la 
protéine π.  
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4. Techniques de biochimie 
4.1. Purification de protéines par chromatographie liquide 
Les chromatographies sont réalisées sur un système de chromatographie liquide ÄKTA 
purifier (GE Healthcare).  
 
4.1.1. Purification de AupAHis 
- Préparation des échantillons enrichis en protéine AupAHis 
Le kit « pBAD-TOPO
®
 TA Expression Kit » (Invitrogen) est employé dans le but de 
surproduire la protéine AupAHis. Les conditions décrites dans le manuel d’utilisation fourni 
par le fabricant sont appliquées en utilisant des cellules compétentes d’E. coli TOP10F’. 
L’induction est réalisée chez E. coli LMG194 pendant 3 h à 37 °C et 200 rpm après ajout de 
0,2 % (v/v) d’arabinose à une culture en phase exponentielle de croissance (DO600 nm~0,7) en 
LB + ampicilline (100 µg.mL
-1
). Après induction, la culture est centrifugée à 12 000 x g 
pendant 30 min à 4 °C puis 1,85 g de cellules sont resuspendus dans 6,5 mL de tampon A 
(Hepes 25 mmol.L
-1 
pH 7,5, NaCl 300 mmol.L
-1
, glycérol 10 % (v/v)). Les cellules sont 
lysées avec une presse de French à 40 000 psi puis centrifugées à 40 000 rpm pendant 40 min 
à 4 °C. Le culot est resuspendu dans 2 mL de tampon A contenant 1 % (v/v) de DDAO. Après 
une étape de centrifugation à 20 000 x g pendant 30 min à 4 °C, le surnageant (2 mL) est 
récupéré puis chargé sur une colonne de chromatographie afin de purifier par affinité la 
protéine AupAHis. 
 
- Techniques et paramètres utilisés pour la purification de AupAHis 
*Chromatographie d’affinité sur colonne Ni-sépharose (Bio-Rad) 
La colonne d’affinité permet de retenir spécifiquement une protéine étiquetée avec six 
résidus d’histidine. La résine utilisée contient un atome de nickel immobilisé permettant 
d’établir des liens de coordination avec une chaîne d’histidine. Le surnageant est injecté à 
l’aide d’une seringue sur une colonne Ni-sépharose (1 mL) préalablement équilibrée avec du 
tampon A. La colonne est ensuite lavée avec 10 vol de tampon B (tampon A additionné de 
0,2 % (v/v) de DDAO et de 10 mmol.L
-1
 d’imidazole) puis la protéine AupAHis est éluée en 
augmentant la concentration en imidazole de ce même tampon jusqu’à 250 mmol.L-1. Le débit 
utilisé lors de la chromatographie est de 0,5 mL.min
-1
. 
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*Chromatographie d’exclusion stérique sur colonne Superdex 200 HR 10/30 (GE 
Healthcare) 
Cette deuxième technique est appliquée aux fractions contenant la protéine cible. Après 
concentration des fractions sur filtre Amicon Ultra 3kDa (Millipore), les protéines sont 
séparées selon le principe d’exclusion stérique (séparation des macromolécules en fonction de 
leur volume hydrodynamique) sur une colonne (1,5 mL) équilibrée avec un tampon C (Hepes 
25 mmol.L
-1 
pH 7,5, NaCl 100 mmol.L
-1
, glycérol 10 % (v/v) et DDAO 0,05 % (v/v)). Le 
débit utilisé lors de la chromatographie est de 0,5 mL.min
-1
. 
 
4.1.2. Purification de AupBHis 
- Préparation des échantillons enrichis en protéine AupBHis 
Le vecteur plasmidique pET-21a(+) est utilisé selon les consignes du fabricant afin de 
surproduire la protéine AupBHis. Brièvement, l’induction de l’expression de la protéine est 
réalisée chez E. coli BL21 (DE3) pendant 3 h à 37 °C et 200 rpm après ajout d’IPTG 
(1 mmol.L
-1
) à une culture en phase exponentielle de croissance (DO600 nm~0,7) en milieu LB 
+ ampicilline (100 µg.mL
-1
). Après induction, la culture est centrifugée à 12 000 x g pendant 
30 min à 4 °C puis 6,5 g de cellules sont resuspendus dans 13 mL de tampon A2 (Hepes 
25 mmol.L
-1 
pH 7,5, NaCl 200 mmol.L
-1
). Les cellules sont lysées avec une presse de French 
(Thermo Spectronic) à 40 000 psi puis centrifugées à 15 000 x g pendant 30 min à 4 °C. Le 
culot est resuspendu dans 13 mL de tampon B2 (tampon A2 + urée 8 mol.L
-1
) avant d’être 
centrifugé à 15 000 x g pendant 40 min à 4 °C. Le surnageant (10 mL) est finalement récupéré 
puis chargé sur une colonne chromatographique afin de purifier par affinité la protéine 
AupBHis. 
 
- Techniques et paramètres utilisés pour la purification de AupBHis 
*Chromatographie d’affinité sur colonne IMAC-Nickel (Bio-Rad) 
Le principe chromatographique est le même que celui utilisé pour purifier la protéine 
AupAHis. L’échantillon est injecté à l’aide d’une seringue sur une colonne IMAC (2 mL) 
préalablement équilibrée avec du tampon A2 puis la colonne est lavée avec 10 vol de ce 
même tampon selon un débit de 0,35 mL.min
-1
. La protéine AupBHis est éluée par un 
gradient linéaire de concentration en imidazole de 0 à 500 mmol.L
-1 
dans du tampon B2 en 
utilisant un débit de 0,5 mL.min
-1
. 
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*Chromatographie d’échange d’anions sur colonne Q sepharose (GE Healthcare)  
Cette méthode repose sur l’utilisation d’une colonne échangeuse d’anions contenant un 
ammonium quaternaire R4N
+
. La protéine chargée négativement est dans un premier temps 
retenue sur la colonne par interactions ioniques puis éluée à l’aide d’un anion (ici Cl-). Cette 
deuxième technique est appliquée aux fractions contenant la protéine cible. Six millilitres de 
fractions protéiques sont chargés sur une colonne Q sepharose d’un volume de 2 mL 
préalablement équilibrée avec du tampon C2 (Tris-HCl 25 mmol.L
-1 
pH 7,5, urée 8 mol.L
-1
). 
Après lavage de la colonne avec 15 vol de ce tampon selon un débit de 0,1 mL.min
-1
, la 
protéine est éluée grâce à un gradient linéaire de NaCl de 0 à 1 mol.L
-1
 dans du tampon C2 
avec un débit de 0,25 mL.min
-1
.  
 
Les protéines AupAHis et AupBHis pures ont été envoyées à la société Proteogenix pour 
la production d’anticorps polyclonaux de lapin. 
 
4.2. Purification d’anticorps par chromatographie d’affinité 
Les immunoglobulines G (IgG) de lapin sont purifiées en utilisant une colonne « Protein 
A-Sepharose
®
 4B Fast Flow » qui a la propriété de fixer spécifiquement ce type 
d’immunoglobuline et permet ainsi de les séparer des autres constituants du sérum.  
En pratique, 5 mL du sérum sont chargés sur la colonne de protéine A-sépharose (1 mL) 
puis la colonne est lavée avec 10 vol de tampon P1 (NaH2PO4 20 mmol.L
-1
, NaCl 
150 mmol.L
-1
, pH 8). Les IgG sont ensuite éluées en ajoutant 4 mL de tampon P2 (Na2HPO4 
200 mmol.L
-1
, acide citrique 100 mmol.L
-1
, pH 2). Les fractions collectées sont 
immédiatement neutralisées avec de la soude à 0,1 mol.L
-1
 puis dosées par un test Bradford 
(voir section 4.4.2) afin d’évaluer la quantité d’IgG purifiée obtenue. 
 
4.3. Dosage d’hydrocarbure par chromatographie en phase gazeuse 
Le suivi de la dégradation de l’hexadécane par M. hydrocarbonoclasticus est effectué par 
dosage chromatographique en phase gazeuse de la quantité d’hydrocarbure restante dans les 
cultures. Les cultures (5 mL), réalisées en triplicat dans des flacons en verre de 20 mL, sont 
préparées comme décrit en section 1.1.2 en utilisant l’hexadécane à une concentration finale 
de 1095 µg.mL
-1
. Un témoin ne contenant pas d’inoculum est réalisé afin d’évaluer la 
disparition abiotique de l’hydrocarbure. A un temps donné, la totalité de la culture est extraite 
avec 5 mL de dichlorométhane contenant 100 µg.mL
-1
 de dodécane servant d’étalon interne. 
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Afin d’améliorer l’extraction de l’hydrocarbure, 2 mL de méthanol sont ensuite ajoutés puis 
les cultures sont placées dans un bain à ultrasons (35 kHz, SONOREX, Bandelin) pendant 
8 min. 
La phase organique obtenue est analysée par chromatographie en phase gazeuse sur un 
appareil 6850 Network GC System (Agilent Technologies) équipé d’une colonne 190912-
413E (Agilent, longueur de 30 m, diamètre interne de 320 µm, épaisseur du film de 0,25 µm) 
et d’un détecteur FID (programmé à 290 °C). Le four est programmée de façon à chauffer de 
60 °C à 172 °C en suivant 3 rampes de température : 20 °C.min
-1
 jusqu’à 130 °C puis 
1,5 °C.min
-1 jusqu’à 150 °C et 4 °C.min-1 jusqu’à 172°C. Le débit du gaz vecteur (hélium) est 
de 1 mL.min
-1
 pour une pression de 0,4 bar. La flamme du détecteur est alimentée par un 
mélange air/hydrogène ayant pour débits respectifs 350 mL.min
-1 
et 35 mL.min
-1
. La 
calibration du chromatographe est établie à partir de solutions d’hexadécane de concentrations 
connues préparées par dilution dans du dichlorométhane. Les paramètres de régression 
linéaire sur les points obtenus permettent de déterminer le coefficient de réponse 
chromatographique et ainsi d’établir la relation entre le rapport des aires des pics du 
chromatogramme des produits à doser et du standard interne, et le rapport de leurs 
concentrations.  
 
4.4. Extraction et dosage de protéines 
4.4.1. Extraction à l’acide trichloro-acétique (TCA) 
Les protéines totales de bactéries sont précipitées avec 5 % (v/v) de TCA à partir de 1 mL 
d’une culture fraîche de DO600 nm de 1 ou de 2 mL d’une culture fraîche de DO600 nm de 0,5. 
Après une incubation de 30 min dans la glace, le mélange est centrifugé 5 min à 20 000 x g à 
4 °C. Le culot est ensuite lavé deux fois avec 1 mL d’acétone froide puis séché à l’air libre. 
Finalement, le culot est resuspendu dans du tampon de charge (Tris-HCl 50 mmol.L
-1
 pH 7,5, 
EDTA 1 mmol.L
-1
, SDS 2 % (m/v), glycérol 15 % (v/v), bleu de bromophénol 0,01 % (m/v) 
et β-mercaptoéthanol (BME) 5 % (v/v)) de manière à obtenir environ 25 µg de protéines 
totales dans 15 µL. Pour cela, l’estimation de la quantité de protéines précipitées est réalisée à 
l’aide de la formule suivante :  
 
 
quantité de protéines dans le culot de TCA (µg) = vol culture (mL) x DO600 nm x 200 µg.mL
-1
 
 
  CHAPITRE II : Matériel et Méthodes 
85 
4.4.2. Dosage des protéines 
Le dosage des protéines totales contenues dans un échantillon est réalisé de deux 
manières : soit par la méthode de Bradford (1976), soit en utilisant le kit « QuantiPro
TM
 BCA 
asssay kit ». Dans les deux cas, le dosage colorimétrique de solutions de BSA de 
concentrations connues est réalisé, permettant d’établir une courbe d’étalonnage qui sert à 
évaluer la concentration en protéines dans l’échantillon dosé. 
 
- Dosage Bradford 
Ce dosage repose sur le changement d'absorbance (la mesure se fait à 595 nm) se 
manifestant par le changement de la couleur du bleu de Coomassie après liaison 
(complexation) avec les acides aminés aromatiques (tryptophane, tyrosine et phénylalanine) et 
les résidus hydrophobes présents dans la ou les protéines. Cette méthode est linéaire de 0,1 à 
1,4 mg.mL
-1 
de protéines. Le dosage est réalisé en utilisant 1 mL du réactif de Bradford 1X et 
x µL d’échantillon (quantité variable selon le cas). Le réactif est insensible aux réducteurs 
mais sensible aux détergents et autorise donc l’utilisation du DTT (jusqu’à 5 mmol.L-1) et du 
BME (jusqu’à 1 mol.L-1) mais il est incompatible avec le SDS par exemple.  
 
- Dosage BCA (acide bicinchoninique) 
Cette méthode est basée sur la formation de complexes protéine-ions cuivre Cu
2+
 en 
conditions alcalines suivie de la réduction des ions Cu
2+ 
en ions Cu
+
. Le BCA forme un 
complexe bleu-violet avec les ions Cu
+
 dont le maximum d’absorbance est à 562 nm. Cette 
méthode permet de mesurer précisément des concentrations protéiques allant de 0,5 à 
30 µg.mL
-1
. Le dosage colorimétrique est réalisé selon le protocole du fabricant du kit. Le 
réactif est moins sensible aux détergents que le réactif de Bradford et permet le dosage de 
solutions protéiques contenant jusqu’à 5 % (m/v) de SDS mais il est incompatible avec les 
réducteurs (DTT ; BME jusqu’à 1 mmol.L-1).  
 
4.5. Electrophorèse sur gel de polyacrylamide: SDS-PAGE 
Les protéines resuspendues dans du tampon de charge (voir section 4.4.1.) sont dénaturées 
en chauffant 5 min à 90 °C puis en refroidissant immédiatement dans la glace. Après une 
centrifugation d’1 min à 13 000 rpm, 15 µL du surnageant sont chargés sur un gel SDS-PAGE 
10 % (v/v) (Laemmli 1970) réalisé sur un appareil Mini PROTEAN
®
 3 Cell (Bio-Rad). Un 
marqueur de taille (« ECL
TM
 Plex Fluorescent Rainbow Marker, Full Range », GE 
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Healthcare ; 12 à 225 kDa ou «ColorPlus Prestained Protein Ladder Broad Range », New 
England Biolabs ; 10 à 230 kDa) est déposé en parallèle des échantillons. Les protéines sont 
séparées pendant environ 1 h à 180 V dans une cuve contenant du tampon d’électrophorèse 
(glycine 14 g.L
-1
, Tris 3,03 g.L
-1
et SDS 1 g.L
-1
) puis les bandes protéiques sont révélées par 
incubation successive du gel dans une solution aqueuse contenant 10 % (v/v) d’acide 
acétique, 25 % (v/v) de méthanol et 0,25 g.L
-1
 de bleu de Coomassie R-250 puis dans une 
solution à 10 % (v/v) d’acide acétique et 25 % (v/v) de méthanol. 
 
4.6. Western blot 
Les protéines séparées sur un gel SDS-PAGE 10% sont directement transférées sur une 
membrane en PVDF (Hybond-P, Amersham Pharmacia Biotech). Le transfert est réalisé 
pendant 1 h à 50 V dans du tampon de migration (Tris-HCl 25 mmol.L
-1
 pH 8,3, glycine 
192 mmol.L
-1
 et éthanol 10 % (v/v)). La membrane est ensuite saturée pendant 30 min dans 
du tampon PBS de pH 7,4 (NaCl 154 mmol.L
-1
 et KH2PO4  0,2 mmol.L
-1
) contenant du 
Tween 20 à 0,1 % (v/v) et du lait en poudre écrémé à 5 % (m/v). L’anticorps primaire est 
ajouté à une dilution qui a été préalablement optimisée (1/10 000 pour l’anti-AupA et 1/5 000 
pour l’anti-AupB) et la membrane est agitée à 50 rpm à température ambiante pendant une 
nuit. Le lendemain, la membrane est lavée deux fois rapidement, une fois 15 min puis trois 
fois 5 min avec du tampon PBS contenant du Tween 20 à 0,1 % (v/v). L’anticorps secondaire 
(« ECL
TM
 western blotting detection reagents et analysis system », GE Healthcare) est ensuite 
ajouté dans ce même tampon, à une dilution au 1/10 000. Après 1 h, la membrane est lavée 
comme précédemment puis l’anticorps secondaire, sur lequel est fixée une peroxydase qui 
catalyse l’oxydation du luminol, est détecté selon les instructions du fournisseur. La lumière 
émise est lue par un scanner Typhoon 9200 (GE Healthcare), réglé sur le mode 
chimioluminescence, avec une sensibilité moyenne, et le PMT (détecteur) à 600 V. 
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5. Fractionnement cellulaire chez Mh JM1 
5.1. Séparation du cytoplasme et des membranes 
Environ 2.10
11
 cellules préparées comme indiqué en section 1.1.1 (condition acétate) sont 
collectées par centrifugation pendant 15 min à 20 000 x g à 4 °C. Le culot cellulaire est 
resuspendu dans 2 mL de tampon de lyse (Tris-HCl à 10 mmol.L-
1
 pH 7,4, 20 % de 
saccharose (v/v), 10 µg.mL
-1
 de RNase A, 10 µg.mL
-1
 de DNase I et 8,6 mg.mL
-1 
de cocktail 
d’inhibiteur de protéases correspondant à 23 mmol.L-1 d’AEBSF, 2 mmol.L-1 de bestatine, 
100 mmol.L
-1 d’EDTA, 0,3 mmol.L-1 d’E-64 et 0,3 mmol.L-1 de pepstatine A). Les cellules 
sont lysées par trois passages à la presse de French à 18 000 psi. Les débris cellulaires sont 
éliminés par une première étape de centrifugation à 15 000 x g pendant 30 min à 4 °C. Le 
culot est de couleur noire. Le surnageant contenant les fractions membranaires et 
cytoplasmiques est ensuite centrifugé à 100 000 x g pendant 60 min à 4 °C (rotor 18426, 
ultracentrifugeuse CENTRIKON T-1045, Kontron Instruments) dans des tubes en 
polycarbonate de 4,4 mL (Kontron Instruments). Le surnageant résultant contient la fraction 
cytoplasmique alors que le culot contient l’extrait total de membranes. Ce culot est 
resuspendu dans 500 µL de tampon de lyse. 
 
5.2. Séparation des membranes externe et interne par ultracentrifugation en gradient de 
saccharose 
5.2.1. Protocole de séparation 
Le principe de la séparation des deux membranes repose sur leur différence de densité : la 
membrane externe possédant des polysaccharides est plus dense et va donc sédimenter plus 
rapidement que la membrane interne dans un gradient de saccharose.  
Afin de séparer la membrane interne de la membrane externe de Mh JM1, la méthode 
décrite par Aschtgen et al. (2010) a été adaptée aux besoins de l’étude selon les modifications 
suivantes. La fraction membranaire obtenue comme décrit en section 5.1 est chargée sur un 
gradient discontinu de saccharose composé de couches de 600 µL de solutions de saccharose 
à 60 %, 55 %, 50 %, 45 %, 40 %, 35 % et 30 % (m/v) déposées du bas vers le haut de tubes en 
pollyallomère (13 x 51 mm, Beckman). Ces solutions sont préparées dans du tampon Tris-
HCl 10 mmol.L
-1
 de pH 7,4. Les tubes sont centrifugées (rotor SW50.1, Beckman ; 
ultracentrifugeuse CENTRIKON T-1045, Kontron Instruments) à 90 000 x g pendant 72 h à 
4 °C. Des fractions de 400 µL sont ensuite récoltées par le bas du gradient après avoir percé le 
fond du tube avec une aiguille puis analysées comme indiqué ci-après.  
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5.2.2. Analyse des fractions membranaires par western blot  
Pour le western blot, 180 µL de fraction protéique sont précipités avec 10 % (v/v) de TCA 
et resuspendus dans 100 µL de tampon de charge. Le reste du protocole d’extraction reste le 
même à l’exception que le β-mercaptoéthanol est remplacé par le DTT à 100 mmol.L-1 (voir 
section 4.4.1.). 
 
5.2.3. Dosage des keto-deoxy-octonates (KDOs) 
Les KDOs, composants des lipopolysaccharides, sont utilisés comme marqueurs de la 
membrane externe. Leur dosage est effectué selon le test de l’acide thiobarbiturique de 
Weissbach et Hurwitz (1959). Ce dosage colorimétrique est basé sur l’oxydation des KDOs 
par le périodate de sodium en malondialdéhyde qui réagit ensuite avec l’acide 
thiobarbiturique pour donner un chromogène. Les concentrations en KDOs sont évaluées à 
l’aide d’une courbe d’étalonnage effectuée avec un échantillon de sel d’ammonium du 2-keto-
3-deoxy-octonate de concentrations connues allant de 0 à 200 µmol.L
-1
. 
Avant le dosage, 180 µL de fraction membranaire sont précipités selon le protocole 
d’Osborn et al. (1972) modifié comme suit : 20 µL de TCA sont ajoutés aux échantillons qui 
sont ensuite laissés 1 h dans la glace puis centrifugés à 20 000 x g pendant 10 min à 4 °C. Les 
culots sont lavés deux fois à l’eau milliQ (200 µL), resuspendus dans un volume d’acide 
sulfurique à 0,018 N et chauffés 20 min à 100 °C pour libérer les KDOs. La réaction est 
ensuite réalisée en ajoutant 200 µL de cette suspension à 250 µl d’acide périodique à 0,025 N 
préparé dans de l’acide sulfurique à 0,125 N. Après 20 min à température ambiante, 500 µl 
d’arsénite de sodium 2 % (m/v) préparé dans de l’acide chlorhydrique à 0,5 N sont ajoutés 
puis l’échantillon est agité pendant 2 min à température ambiante. Deux millilitres d’acide 
thiobarbiturique à 0,3 % et de pH 2 (m/v) sont ajoutés avant d’incuber à 100 °C pendant 
10 min. Après refroidissement de la solution, l’absorbance est lue à 548 nm puis les valeurs 
obtenues sont transformées en concentration (µmol.L
-1
) de KDOs grâce à la droite 
d’étalonnage. 
 
5.2.4. Dosage de l’activité NADH oxydase 
L’activité NADH oxydase est utilisée comme marqueur de la membrane interne. Le 
dosage est réalisé selon le protocole décrit par Aschtgen et al. (2010). Le principe du dosage 
est de mesurer l’oxydation du NADH en NAD+, en suivant la diminution de l’absorbance du 
NADH à 340 nm. Cette activité est évaluée en continu à l’aide d’un spectrophotomètre à 
double faisceau (UVIKON XL) dans des cellules en quartz de 10 mm d’épaisseur 
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(HELLMA). Une mesure est réalisée toutes les secondes pendant 15 min à 25 °C, en utilisant 
20 µL de fraction membranaire ajoutés à 180 µL de tampon Tris-HCl 50 mmol.L
-1
 pH 7,5 
contenant du DTT à 0,2 mmol.L
-1
 et du NADH (sel de potassium réduit du β-nicotinamide 
adénine dinucléotide) à 0,5 mmol.L
-1. Les valeurs d’absorbance obtenues pour une fraction 
protéique sont ensuite converties en concentrations de NADH consommé lors de la réaction à 
l’aide de la loi de Beer-Lambert et de son coefficient d’extinction molaire à 25 °C :         
6220 mol
-1
.L.cm
-1
. Toutes les valeurs de concentrations sont transformées en nombre de 
moles de NAD
+
 produit (1 mole de NADH oxydé produit 1 mole de NAD
+
). La pente de la 
droite tracée à partir des valeurs du nombre de moles de NAD
+
 en fonction du temps 
représente l’activité NADH oxydase qui s’exprime en pmolNAD+
 
produit.min
-1
. 
 
6. Test de transport de l’hexadécane 
Les cellules de Mh JM1 sont préparées en phase exponentielle de croissance sur acétate 
comme décrit en section 1.1.1, collectées par centrifugation à 4 500 x g pendant 15 min et 
resuspendues à une DO600 nm de 4 dans de l’EMS contenant 0,1 % (v/v) de Triton
®
 X-100. 
Dans un microtube, 250 µL de suspension cellulaire sont mis en contact avec 100 µL d’une 
solution à 5 µCi.mL
-1 
de [
14
C]-hexadécane (Hexadecane, n-[1-14C], HARTMANN 
ANALYTIC GMBH). Après homogénéisation, les tubes sont incubés à 30 °C en agitant sur 
une roue pour maintenir l’émulsion et favoriser le contact entre les cellules et l’hexadécane. 
Les cellules sont ensuite récupérées par centrifugation pendant 2 min à 7 000 x g. Le 
surnageant est éliminé et les cellules reprises dans 350 µL d’EMS contenant 0,1 % (v/v) de 
Triton
®
 X-100. Après filtration sur membrane d’esters de cellulose (porosité de 0,45 µm ; 
diamètre de 13 mm ; Millipore), les cellules sont lavées deux fois avec cette même solution 
afin d’éliminer le [14C]-hexadécane non fixé aux cellules. Enfin, les filtres sont séchés par 
plusieurs passages d’air à l’aide d’une seringue de 10 mL, plongés dans 5 mL de liquide à 
scintillation (GE Healthcare) et la radioactivité associée aux cellules a été mesurée avec un 
compteur à scintillation (modèle LS 6500, BECKMAN). Les données sont obtenues à partir 
de deux répétitions biologiques et de deux expériences indépendantes au minimum. Les 
valeurs de comptage en CPM (coups par minute) sont ensuite transformées en pCi 
d’hexadécane associé aux cellules grâce à une courbe d’étalonnage effectuée en triplicat avec 
des concentrations connues de [
14
C]-hexadécane.  
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Préambule 
 
Plusieurs arguments nous ont amené à considérer que les protéines AupA et AupB, 
précédemment nommées MARHY0478 et MARHY0477, présentaient un intérêt pour l’étude 
du développement des biofilms sur HOC chez M. hydrocarbonoclasticus. Ces protéines sont 
surproduites lorsque la souche forme un biofilm sur hexadécane (Vaysse et al., 2009) et la 
protéine AupA possède un domaine conservé retrouvé chez une famille de transporteurs de 
HOC de la membrane externe des bactéries Gram négatives (Hearn et al., 2009). Ces 
arguments, combiné au fait que des homologues des gènes aupA et aupB ont été retrouvés 
uniquement chez des bactéries marines ayant la capacité à dégrader des alcanes, suggèrent 
que ces gènes forment une nouvelle famille de transporteurs d’alcanes spécifique des 
bactéries marines. Pour plus de détails sur cette famille de transporteurs et sur les résultats 
préliminaires obtenus sur ces deux protéines, se référer respectivement aux sections 2.5.1, 
2.5.2 et 3.2.3 (« Etude protéomique des cellules d’un biofilm mature formé à l’interface 
hexadécane-eau ») du Chapitre I de ce manuscrit.  
 
Afin de définir le rôle de AupA et AupB dans le développement de biofilms et dans 
l’assimilation de HOC, une étude fonctionnelle des gènes codant pour ces protéines a été 
entreprise. Pour mener à bien ce projet, il a fallu optimiser les techniques de génétique déjà 
existantes et en mettre au point d’autres car l’application des méthodes de mutagenèse à la 
bactérie M. hydrocarbonoclasticus JM1 s’est révélée délicate. Les résultats de cette étude sont 
décrits dans l’article suivant. Il décrit l’organisation du locus aup, l’analyse de l’expression de 
ces gènes en condition d’adhésion et de biofilm sur HOC, la création des mutants 
« knockout » de aupA et aupB et leur analyse phénotypique, la localisation subcellulaire des 
protéines AupA et AupB et enfin, l’analyse phylogénétique des homologues des deux gènes. 
Cette caractérisation fonctionnelle nous a permis de démontrer que AupA est un nouveau 
transporteur d’alcanes spécifique des bactéries marines appartenant à une nouvelle sous-
famille de la famille FadL et que AupB est aussi impliquée dans ce phénomène : 
 
“Alkane uptake in Marinobacter hydrocarbonoclasticus by the FadL-like 
transporter AupA and the inner membrane protein AupB” 
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SUMMARY 
The group of marine hydrocarbonoclastic bacteria (HCB), including Marinobacter 
hydrocarbonoclasticus, has been recognized as a major actor in hydrocarbons degradation in 
seawater. Owing to remarkable adaptive behaviors, such as biofilm formation at the 
hydrocarbon-water interface, these organisms are able to take advantage of hydrocarbons as 
carbon and energy sources. Here we show that aupA and aupB genes from 
M. hydrocarbonoclasticus form an operon whose expression was activated by adhesion to and 
biofilm formation on hexadecane and triolein. AupA is an outer membrane protein belonging 
to a subfamily of the FadL-like transporters specific to marine HCB. AupB, a predicted 
lipoprotein, was accordingly found in the inner membrane fraction. Deficiency in AupA or 
AupB caused impairment in hexadecane uptake and biofilm development on alkanes 
indicating that AupA and AupB play a role in alkane uptake. The phylogenetic distribution of 
the aupAB operon restricted to some marine bacteria of the orders of Oceanospirillales and 
Alteromonadales containing at least one alkane degradation gene and its presence in high 
copy number (up to six in some Alcanivorax sp. strains) strongly suggest that the Aup 
proteins might be one attribute of the remarkable adaptation of HCB that allow them to take 
advantage of hydrocarbons. 
 
 
Keywords: Marinobacter – marine hydrocarbon-degrading bacteria – biofilm – FadL-like 
transporter – alkane uptake 
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1. Introduction 
Hydrocarbons are omnipresent in marine environments. They originate from natural 
sources such as alkane-synthetizing microorganisms and natural oil seeps or from chronic 
pollution and accidental oil spills which locally discharge very large amounts of 
hydrocarbons. Regardless of their origins, hydrocarbons constitute a significant part of the 
organic carbon present in the marine environment and as such are recycled by heterotrophic 
microorganisms that use them as carbon and energy sources (McGenity et al., 2012). The 
great energetic value of hydrocarbons, their high carbon content and their ubiquitous presence 
make them valuable substrates. It is therefore not surprising that a great diversity of bacteria is 
able to assimilate them. This is exemplified by the large number of hydrocarbon-degrading 
strains isolated from various marine environments and the finding of hydrocarbon degradation 
genes in genomes of many marine strains even those not isolated for their hydrocarbon 
degradation capabilities. Using culture-independent approaches in marine environments 
contaminated by a real oil spill or in micro- or mesocosms that mimic such environments, it 
has been observed that some bacteria become dominant during massive and sudden 
introduction of hydrocarbons in seawater while they were barely detectable in pristine 
environments (Harayama et al., 2004; Head et al., 2006; McGenity et al., 2012). These 
bacteria belong to only few genera such as Alcanivorax, Marinobacter, Cycloclasticus, 
Oleiphilus, Oleispira and Thallassolituus. This group of bacteria, referred to as the marine 
hydrocarbonoclastic bacteria (HCB), has been recognized as comprising the most important 
hydrocarbon degraders in the marine environment (Yakimov et al., 2007). Marine HCB are 
so-called specialists because they exhibit a strong bias toward hydrophobic organic 
compounds (HOCs) in their substrate range.  
Because of their strongly hydrophobic character, hydrocarbons tend to partition into 
organic phases or to adsorb to particles resulting in a very low concentration in the aqueous 
phase. Therefore, assimilation of hydrocarbons entails coping with their poor bioavailability 
(Semple et al., 2007; Harms et al., 2010a). Biochemical and physiological studies on a few 
isolates of marine HCB revealed that they indeed have evolved physiological processes to 
access hydrocarbons such as biosurfactant synthesis and biofilm formation (Gertler et al., 
2009a; Gertler et al., 2009b; Olivera et al., 2009; Satpute et al., 2010; Abbasnezhad et al., 
2011). Various strains of Alcanivorax sp. produce glycolipid biosurfactants during growth on 
hydrocarbons and in some cases these molecules were shown to promote growth on alkanes 
(Abraham et al., 1998; Yakimov et al., 1998). Subsequently to the binding to the n-
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hexadecane-water interface, M. hydrocarbonoclasticus SP17 releases surface-active 
compound(s) resulting in the formation of an interfacial viscoelastic film. Although this 
(these) compound(s) was (were) not identified, its (their) behavior at the interface suggests it 
(they) is a (are) high molecular weight compound(s) forming a network at the interface 
reminiscent of an extracellular matrix (Klein et al., 2008; Klein et al., 2010). Biofilm 
formation at hydrocarbon-water interfaces is another adaptive process that allows bacteria to 
assimilate nearly water-insoluble substrates. Such biofilms have been observed with many 
strains or consortia degrading aliphatic or aromatic hydrocarbons and, in a few examples, they 
have been shown to increase the rate of mass transfer of hydrocarbons (Grimaud, 2010; 
Jiménez et al., 2011; Jung et al., 2011; Notomista et al., 2011; Tribelli et al., 2012). The 
marine HCB M. hydrocarbonoclasticus SP17, A. borkumensis SK2 and 
Oleiphilus messinensis ME102 have been reported to form biofilms at alkane-water interfaces 
during growth on these compounds (Yakimov et al., 1998; Golyshin et al., 2002; Grimaud 
et al., 2012). By promoting hydrocarbon assimilation, the biofilm lifestyle is likely to 
contribute to the success of marine HCB in polluted environments. However, the precise 
mechanisms of cell adhesion to the interface, hydrocarbon transport into the cell and defense 
against their toxic effect as well as the regulatory networks which orchestrate the setting up of 
these processes remain poorly understood.  
To obtain a more comprehensive picture of biofilm development at the hydrocarbon-
water interface in marine environment, a proteomic study was conducted on the biofilm of the 
model strain M. hydrocarbonoclasticus SP17 growing on n-hexadecane (Vaysse et al., 2009). 
It was revealed that biofilm cells expressed a specific proteome in which 50 % of the detected 
proteins had their quantity levels altered when compared to planktonic cells growing 
exponentially on acetate. This indicates that cells undergo a profound reshaping of their 
physiology when forming a biofilm at the n-hexadecane-water interface. This study 
pinpointed two proteins, encoded by the MARHY0478 and MARHY0477 genes, which were 
strongly overexpressed in biofilm condition. The MARHY0478 protein possesses a conserved 
domain belonging to the family of the outer membrane transporters of HOCs whose long-
chain fatty acid transporter FadL is the archetype. The presence of this domain led us to 
propose that MARHY0478 could encode a hydrophobic compounds transporter (Vaysse et al., 
2009).  
The transport of HOCs into Gram negative bacterial cells requires dedicated channels 
since the outer membrane is an efficient barrier for the passage of hydrophobic molecules due 
to the presence of the polar lipopolysaccharide layer. Protein channels involved in the uptake 
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of HOCs in Gram negative bacteria belong either to the FadL or to the OmpW families (Touw 
et al., 2010; Wiener and Horanyi, 2011). The most widely studied FadL-like proteins are the 
Escherichia coli and Pseudomonas aeruginosa long-chain fatty acid transporters FadL, and 
the toluene transporters TodX from P. putida F1 and TbuX from Ralstonia pickettii PKO1 
(Wang et al., 1995; Kahng et al., 2000; van den Berg et al., 2004). Although these 
transporters share low sequence identities, they nevertheless adopt a similar tridimensional 
structure consisting of a 14-stranded β-barrel with an N-terminal “hatch” domain occluding 
the interior of the barrel and a lateral opening due to an inward-pointing kink in one β-strand. 
The hydrophobic substrates are captured from the external medium by a hydrophobic groove 
and then diffuse from the barrel lumen into the lipid bilayer of the outer membrane (OM) 
through the opening in the barrel wall (Hearn et al., 2009). The proteins of the OmpW family 
are widespread among the Gram-negative bacteria. Although the function of most of OmpW-
like proteins is still unknown, some of them encoded in operon dedicated to catabolism of 
hydrocarbons have been suggested to be involved in transport of hydrophobic compounds 
such as medium-chain alkanes (AlkL) and naphthalene (NahQ and DoxH) (van Beilen et al., 
1992; Denome et al., 1993; Eaton, 1994). The only experimental demonstration of 
hydrophobic compounds uptake by an OmpW family protein has been reported recently with 
AlkL, which facilitates the transport of alkanes and fatty acid methyl esters (Julsing et al., 
2012; Cornelissen et al., 2013). X-ray crystal structure of E. coli OmpW and its homolog 
OprG in P. aeruginosa have been solved (Hong et al., 2006; Touw et al., 2010). These two 
proteins exhibit an overall structure similar to FadL-like proteins, i.e. a β-barrel with a lateral 
opening, suggesting that OmpW channels also mediate transport of HOCs by a lateral 
diffusion mechanism. 
Here we show that MARHY0478 forms an operon with MARHY0477 and that these two 
genes are involved in the uptake of alkanes. MARHY0478 and MARHY0477 were renamed 
aupA and aupB (Alkane Uptake Protein), respectively. A phylogenetic study revealed that 
AupA is a member of a new subfamily of FadL-like proteins which is specific to marine 
HCB. The occurrence of the aup operon in multiple copies (up to six) in many marine HCB 
supports an important role of Aup proteins in the biodegradation of hydrocarbons in the 
marine environment. 
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2. Experimental procedures 
2.1. Bacterial strains and culture conditions  
The bacterial strains and plasmids used and constructed in this study are listed in Table 1. 
JM1, a spontaneous streptomycin resistant mutant isolated from the original isolate SP17 
ATCC 49840 (Gauthier et al., 1992), was used as parental strain to construct all 
M. hydrocarbonoclasticus derivatives and is referred to as wild-type in this study. 
M. hydrocarbonoclasticus strains were routinely grown at 30 °C under shaking at 200 rpm in 
SSW (Synthetic Sea Water) (Gauthier et al., 1992) or in Halo medium (0.17 M NaCl, 
11.6 mM Na3-citrate, 81.6 mM MgSO4, 3.4 mM K2HPO4, 0.17 mM Fe(NH4)2(SO4)2, 5 g/L 
proteose peptone, 1 g/L yeast extract). Media were supplemented with 100 µg/mL 
streptomycin and 20 mM Na acetate or Na DL-lactate. Additional information is available in 
the supporting information. 
 
2.2. Cell adhesion to HOC 
The preparation of cells of M. hydrocarbonoclasticus adhered to HOCs was realized with 
the modified protocol described by Vaysse and Grimaud (2010). Cells of a 25 mL culture in 
exponential phase (OD600 nm of 0.3–0.5) in SSW supplemented with acetate were harvested by 
centrifugation at 10,000 x g for 15 min at room temperature and resuspended in 8 mL of SSW 
without a carbon source. A mixture of 500 µL of HOC and 25 mL of fresh SSW were 
emulsified by sonication at 35 W, 500 ms/s pulses (Sonifier 450, Branson) until it became 
entirely milky. Four milliliters of the emulsion were then mixed with 4 mL of the cell 
suspension and incubated under shaking at 50 rpm for 15 min or 3 h at 30 °C in 50 mL BD 
Falcon tubes. The cell-emulsified HOC mixture was then centrifuged at 15,000 x g for 15 min 
at 20 °C. Unbound cells were pelleted while cells bound to HOC formed a gel phase on the 
top of the tube. Bound cells were collected and immediately used for confocal microscopy 
imaging or stored at -80 °C for RNA extraction. 
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Table 1: Bacterial strains and plasmids. 
 
Strains and plasmids Relevant genotype/Phenotype Characteristics Source 
 Escherichia coli 
 JM109 
 
 
 TOP10F’ 
 
 
 LMG194 
 BL21 (DE3) 
 
 S17-1 (λpir) 
 
 DH5α 
 
 
 SM10 (λpir) / pTNS2 
 
 
 HB101 / pRK2013 
 
recA1, endA1, gyrA96, thi, hsdR17 (r
K
–,m
K
+), relA1, 
supE44, Δ(lac-proAB), [F´, traD36, proAB, lacI
q
ZΔM15]  
F’ {lacI
q
 Tn10 (Tet
R
)} mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC) 
Φ80lacZΔM15 ΔlacX74 recA1 araD139 Δ(ara-leu)7697 
galU galK rpsL endA1 nupG; Sm
R
 
F- ΔlacX74 galE thi rpsL ΔphoA (Pvu II) Δara714 leu::Tn10  
F- ompT gal dcm lon hsdSB(r
B
- m
B
-) λ(DE3 [lacI lacUV5-T7 
gene 1 ind1 sam7 nin5]) 
recA, thi, pro, hsdR-M+RP4: 2-Tc:Mu:Km Tn7 λpir ; Sm
R 
Tp
R 
 
F- endA1 glnV44 thi-1 recA1 relA1 gyrA96 deoR nupG 
Φ80dlacZΔM15 Δ(lacZYA-argF)U169, hsdR17(r
K
- m
K
+), λ-  
 
thi-1, thr, leu, tonA, lacY, supE, recA::RP4-2-Tc::Mu, pir / 
pTNS2 (Amp
R
 oriR6K, tnsABCDE) ; Km
R
  
F- mcrB mrr hsdS20(rB- mB-) recA13 leuB6 ara-14 proA2 
lacY1 galK2 xyl-5 mtl-1 rpsL20 (Sm
R
) glnV44 λ- / pRK2013 
(Km
R
 oriColE1 RK2-Mob+ RK2-Tra+)  
 
Host for cloning  
 
 
Host for cloning  
 
 
Host for protein expression  
Host for protein expression  
 
Donor strain in two-parental 
mating conjugation  
 
Host for cloning and donor 
strain in four-parental mating 
conjugation 
Helper strain in four-parental 
mating conjugation  
 
Helper strain in four-parental 
mating conjugation  
 
Promega 
 
 
Invitrogen 
 
 
Invitrogen 
Studier and Moffatt, 
1986 
 
Simon et al., 1983 
 
Hanahan, 1983 
 
 
Choi and Schweizer, 2006 
 
 
 
Choi and Schweizer, 2006 
 Marinobacter hydrocarbonoclasticus 
(Mh) 
 SP17, ATCC 49840 
 JM1 
 
 JM2 
 
 JM3 
 
 JM4 
 
 JM5 
 
 JM6 
  
 
 
 JM7 
  
 
 JM8 
 
 
 
 JM9 
 
 
Wild type  
rpsLK58T ; Spontaneous streptomycin resistant mutant  
JM1, ΔaupA::aphA ; Sm
R
, Km
R 
 
JM1, ΔaupB::aphA ; Sm
R
, Km
R 
 
JM1, ΔaupAB::aphA ; Sm
R
, Km
R  
 
JM1, ∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupA] ; Sm
R
, 
Km
R
, Gm
R 
 
  
JM1, ∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-P
A1/04/03
-
aupB] ; Sm
R
, Km
R
, Gm
R 
  
 
JM1, ∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB];  
Sm
R
, Km
R
, Gm
R  
 
JM1, ∆aupB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-P
A1/04/03
-
aupB] ; Sm
R
, Km
R
, Gm
R 
 
 
JM1, ∆aupAB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]; 
Sm
R
, Km
R
, Gm
R
 
 
 
Original isolate 
Referred as wild type  
 
aupA knockout mutant in JM1 
 
aupB knockout mutant in JM1 
 
aupAB knockout mutant in 
JM1 
Carries wild-type aupA under 
its own promoter on a mini-
Tn7  
Carries wild-type aupB under 
P
A1/04/03 
promoter on a mini-
Tn7  
Carries wild-type aupAB
 
 under 
its own promoter on a mini-
Tn7 
Carries wild-type aupB under 
P
A1/04/03 
promoter on a mini-
Tn7  
 
Carries wild-type aupAB
 
 under 
its own promoter on a mini-
Tn7 
 
 
Gauthier et al., 1992 
This study 
 
This study 
 
This study 
 
This study 
 
This study 
 
 
This study 
 
 
This study 
 
 
This study 
 
 
 
This study 
 Plasmids 
 pBAD-TOPO® 
 pBAD-AupAHis 
 
 pCR
TM
2.1-TOPO® 
 
 pET-21a(+) 
 pET-AupBHis 
 
 pGEM®-T 
 
 pKAS32  
 
 pKAS32-aupA  
 pKAS32-aupA::aphA 
 
 pKOMKm 
 pKOMKm-aupB::aphA 
 pKOMKm-aupAB::aphA 
 
 pUC18T-mini-Tn7T-Gm 
 pUC18T-mini-Tn7T-Gm-eyfp 
 
 pUC18T-mini-Tn7T-Gm-aupA 
 
 pUC18T-mini-Tn7T-Gm-P
A1/04/03
-aupB 
 
 pUC18T-mini-Tn7T-Gm-aupAB 
 
Amp
R 
pBAD-TOPO® carrying aupA CDS with 6 His codon in 3’ 
end 
Amp
R 
, Km
R
 
Amp
R
 
pET-21a(+)  carrying aupB CDS with 6 His codon in 3’ end 
Amp
R
 
Amp
R 
 
pKAS32 carrying aupA and flanking regions 
 
pKAS32 carrying ∆aupA::aphA 
Amp
R
, Km
R
 
pKOMKm carrying ∆aupB::aphA 
pKOMKm carrying ∆aupAB::aphA 
Gm
R
 
pUC18T-mini-Tn7T-Gm carrying eyfp gene 
 
pUC18T-mini-Tn7T-Gm carrying aupA gene cloned with 
its own promoter 
pUC18T-mini-Tn7T-Gm carrying aupB gene cloned with 
the P
A1/04/03
 promoter from pUC18T-mini-Tn7T-Gm-eyfp  
pUC18T-mini-Tn7T-Gm carrying aupAB operon cloned 
with its own promoter 
 
cloning  and expression vector 
used for AupA expression 
 
cloning vector 
 
cloning and expression vector 
used  for AupB expression 
 
cloning vector 
 
cloning and suicide vector 
 
 
used  for knocking-out aupA 
 
cloning and suicide vector 
used for knocking-out aupB 
used for knocking-out aupAB 
 
cloning vector 
used to take P
A1/04/03
 promoter  
 
used for complementation 
 
used for complementation 
 
used for complementation 
 
Invitrogen 
This study 
 
Invitrogen 
 
Novagen 
This study 
Promega 
 
Skorupski and Taylor, 
1996 
This study 
This study 
 
This study 
This study 
This study 
 
Choi et al., 2005 
Choi  and Schweizer, 
2006 
This study  
 
This study 
 
This study 
 
Amp
R
, Km
R
, Gm
R
, Tet
R
, Sm
R
, Tp
R
: resistances to ampicillin, kanamycin, gentamycin, tetracyclin, streptomycin, 
trimethoprim. 
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2.3. Biofilm assays 
Biofilm formation on solid HOCs was assayed in 24-well polystyrene microplates 
(Evergreen Scientific). The bottoms of the wells were coated by melting 0.2 g of HOC per 
well for 1 h at 90 °C, and allowing solidification at room temperature. Cells in exponential 
growth phase on SSW-acetate were harvested by centrifugation at 10,000 x g during 15 min at 
room temperature and resuspended to a final OD600 nm of 0.1 in SSW medium without any 
carbon source. 1.5 mL of the cell suspension was then added to each HOC-coated well and 
the microplate was incubated at 30 °C and 100 rpm. After incubation, the culture medium was 
carefully sucked out and cells adhered to the solid HOC were stained for 3 min with 0.4 mL 
of 1 % crystal violet (w/v). After two washes with deionized water, the crystal violet was 
extracted with 0.75 mL of 10 % acetic acid (v/v) and 50 % ethanol (v/v) and the absorbance 
was read at 595 nm. All measurements were done in quadruplicate. Biofilm formation on 
liquid HOCs was assayed as described by Klein et al. (2008). 
 
2.4. Confocal Laser Scanning Microscopy and image analysis 
Bacterial adhesion and biofilm formation on hexadecane and paraffin were observed 
using a Leica SP2 AOBS inverted confocal laser scanning microscope (LEICA Microsystems, 
France) at the MIMA2 microscopy platform (http://www6.jouy.inra.fr/mima2). For 
observations of bacteria on paraffin, they were grown on 1 mm
2
 glass slides coated with a thin 
layer of paraffin. Due to their opacity, slides were turned upside down and deposited on a 
glass coverslip (0.15 mm thick) with a silicone spacer (1 mm thick). Bacteria were stained 
with 5 µM Syto 9 (Invitrogen, France). After 15 min of incubation in the dark at room 
temperature, the samples were scanned at 400 Hz with a water immersion objective 40X, at 
numerical zoom 4 for paraffin assays and with an oil immersion objective 63X numerical 
zoom 4 for hexadecane assays. Syto 9 excitation was performed at 488 nm with an argon 
laser, and the emitted fluorescence was recorded within the range 500 nm–600 nm. Four 
stacks of horizontal plane images with a z-step of 1 µm were acquired for each sample. Two 
independent experiments were performed for each strain. Easy 3D blend projections of 
surface associated bacteria on paraffin were reconstructed from Z-series images using 
IMARIS v7.2 software (Bitplane, Switzerland). The mean thickness of the biofilm and the 
percentage of substratum coverage were calculated using the PHLIP Matlab routine.  
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2.5. Hexadecane degradation assays 
Hexadecane degradation assays were carried out in stoppered 20 mL glass serum bottles 
containing 5 mL of SSW medium with 1,095 µg/mL n-hexadecane. Cultures were inoculated 
at an OD600 nm of 0.1. After incubation, cultures were extracted with 2 mL of methanol and 
5 mL of dichloromethane containing 100 µg/mL dodecane as an internal standard and 
sonicated for 8 min in an ultrasound bath (SONOREX, Bandelin). Analysis and quantification 
of extracted alkanes were performed on a GC system 6850 Network (Agilent Technologies) 
equipped with a 190912-413E capillary column (Agilent; 30 m long; 320 µm diameter; 
0.25 µm film thickness) and a FID detector (air/hydrogen with 350 mL/min and 35 mL/min 
outputs respectively). The oven temperature was programmed to rise from 60 °C to 172 °C 
with three different rates: 20 °C/min up to 130 °C, 1.5 °C/min up to 150 °C and 4  C/min up 
to 172 °C. The carrier gas was helium at 0.4 bar. All experiments were performed in triplicate. 
 
2.6. RNA techniques 
Total RNAs intended for RT-qPCR were quantified with the “Quant-it RiboGreen® RNA 
assay” kit (Invitrogen) and residual DNA was removed from RNA preparations with the 
“TURBO DNA-free™ kit” (Applied Biosystems) according to the user’s guide. RNAs 
(1.6 µg) were then retro-transcribed in duplicate with the “Superscipt™ III First-Strand 
Synthesis System for RT-PCR” (Invitrogen) with the supplied random hexamers and 
according to the manufacturer’s instructions. The RT reaction was then diluted three-fold, 
5 µL were added to the qPCR mix containing the appropriate primers (Table S1) and qPCR 
was performed on a Mx3005P thermocycler (Stratagene). The quality of amplification was 
assessed by the dissociation curve and its efficiency was tested with the LinRegPCR 
software (Ramakers et al., 2003). The relative changes in gene expression were calculated 
with the 2
-ΔΔCt
 method (Livak and Schmittgen, 2001) using the 16S rDNA gene as reference 
gene.  
Total RNAs destined for RT-PCR were quantified with the “Quant-iT™ RNA Assay Kit” 
on the fluorometer Qubit
®
 (Invitrogen). DNA traces were removed as described above after a 
first purification with “RNeasy mini Kit” (QIAGEN), the RNAs (0.8 µg or 1.6 µg) were retro-
transcribed in cDNAs as described above and 5 µL of the RT reaction were used in PCR. 
Additional information is available in the supporting information. 
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2.7. Bioinformatic analyses 
Predictions of promoter and transcription terminator positions on the aupAB operon were 
performed using PePPER and ARNold web servers, respectively. Homologs of AupA were 
searched in the non-redundant protein database from NCBI using BLASTp or PSI-BLAST 
(Position-Specific Iterated BLAST) with AupA (gi|381337930|) as query. The BLASTp e-
value threshold was set at 1e-6 and 0.005 for PSI-BLAST. Multiple sequence alignments were 
carried out using CLUSTALW (Thompson et al., 1994). Phylogenetic trees were constructed 
using the Neighbor-Joining method (Saitou and Nei, 1987). Evolutionary analyses were 
conducted in MEGA version 5.10 Beta (Tamura et al., 2011). Phylogenetic tree based on 16S-
rDNA was carried out on the web site of Ribosomal database project 
(http://rdp.cme.msu.edu/index.jsp). Genetic organization of aupA and aupB homologs was 
examined using ARTEMIS (Rutherford et al., 2000). 
 
2.8. Preparation of anti-AupA and anti-AupB antisera and immunoblotting 
C-terminal His-tagged version of AupA and AupB were over-produced in E. coli and 
purified by immobilized metal affinity chromatography followed by gel filtration (AupA) or 
anion exchange (AupB) chromatographies. The production of rabbit polyclonal antibodies 
raised against AupAHis and AupBHis was subcontracted to the Proteogenix company 
(http://www.proteogenix-antibody.com/fr/). Immunoblotting were carried out as described in 
Sambrook and Russell (2001) with a dilution of 1/5,000 for anti-AupA antiserum or 1/10,000 
for anti-AupB antiserum. The detection was performed with a secondary antibody and the 
“ECL™ western blotting detection reagents” (GE Healthcare) and imaging was performed 
with Typhoon 9200 scanner (GE Healthcare) as indicated by the manufacturer. The detailed 
procedures are available in the supporting information. 
 
2.9. Construction of knockout mutants by allelic exchange 
Mutant constructions by allelic exchange were performed in JM1 carrying the mutation 
rpsLK58T conferring resistance to streptomycin and using the suicide vectors pKAS32 
(Skorupski and Taylor, 1996) or its derivative pKOMKm (see supporting information and Fig 
S6) containing rpsL from M. hydrocarbonoclasticus instead of E. coli. Suicide vectors were 
introduced in JM1 by conjugation and insertion of the mutant alleles at the correct locus were 
verified by PCR. The mutant alleles of aup genes were generated by deletion of 683 bp of the 
ORF of aupA and 1,920 bp of the ORF of aupB and insertion of a 1,755 bp aphA cassette to 
                                   CHAPITRE III : Caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB 
104 
give the alleles ΔaupA::aphA and ΔaupB::aphA, respectively. Operon mutant was deleted 
from the entirety of the ORF of aupA and aupB and replaced by the aphA cassette. All 
constructions were verified by sequencing. Details of mutant constructions are given in the 
supporting information. For complementation experiments the aupA and aupB genes and the 
aupAB operon were cloned into pUC18T-mini-Tn7T-Gm (Choi et al., 2005). The expression 
of aupA and aupAB were under the control of their native promoter while aupB was under the 
control of the constitutive PA1/04/03 promoter. All the constructs were verified by sequencing. 
Insertion of mini-Tn7 derivatives in M. hydrocarbonoclasticus strains was performed by four-
parental mating conjugation as described by Choi et al. (2005) with modifications described 
in supporting information and the insertion of the mini-Tn7 at the correct locus were verified 
by PCR.  
 
2.10. Separation of inner and outer membranes of Mh JM1 
Inner and outer membranes were separated using sucrose gradient centrifugation. 2 x 10
11
 
cells growing exponentially (OD600 nm = 0.5) on SSW-acetate were harvested by centrifugation 
at 20,000 x g for 15 min at 4 °C. The pellet was resuspended in 2 mL of lysis buffer (10 mM 
Tris-HCl pH 7.4, 20 % (v/v) sucrose, 10 µg/mL RNase A, 10 µg/mL DNase I, 8.6 mg/mL 
protease inhibitor cocktail) and the cells were lysed by three passages through a French press 
at 18,000 psi. Cell debris were removed by centrifugation at 15,000 x g for 30 min at 4 °C and 
total membranes were harvested by centrifugation at 100,000 x g for 60 min at 4 °C 
(ultracentrifuge CENTRIKON T-1046; rotor 18426; Kontron Instruments). The membrane 
pellet was resuspended in 500 µL of lysis buffer and loaded on the top of a discontinuous 
sucrose gradient consisting of 600 µL of 30 %, 35 %, 40 %, 45 %, 50 %, 55 % and 60 % 
(w/v) sucrose solutions prepared in Tris-HCl 10 mM pH 7.4. Gradients were centrifuged at 
90,000 x g for 72 h at 4 °C (rotor SW50.1, Beckman) and 400 µL fractions were collected 
from the bottom. NADH oxidase activity was measured with 20 µL of each fraction diluted in 
180 µL of Tris-HCl 50 mM pH 7.5, dithiothreitol 0.2 mM and NADH 0.5 mM. Absorbance at 
340 nm was recorded for 15 min at 25 °C using double beam spectrophotometer (UVIKON 
XL) and the values were converted into concentration of NADH oxidized or NAD
+
 produced 
using εNADH= 6,220 M
-1
.cm
-1
. KDOs assays were performed on 180 µL of each fraction 
according to the method described by Osborn et al. (1972). The presence of AupA and AupB 
were detected in fractions by immunoblotting: proteins were precipitated with 10 % (v/v) of 
tricholoacetic acid from 180 µL of fractions, dissolved in 100 µL of sample buffer and 10 µL 
of proteins were loaded on a SDS-PAGE. 
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2.11. Hexadecane uptake assays  
Cells in exponential phase of growth (OD600 nm=0.3–0.5) in SSW acetate were collected 
by centrifugation at 4,500 x g for 15 min at room temperature and resuspended at an OD600 nm 
of 4 in SSW containing 0.1 % (v/v) Triton
®
 X-100. The uptake reaction was initiated by 
mixing 250 µL of the cell suspension and 100 µL of [
14
C]-n-hexadecane (5 µCi/mL). After 
homogenization, the mixture was incubated at 30 °C under slow rotation. Cells were 
eventually collected by centrifugation at 7,000 x g for 2 min at room temperature and 
resuspended in 350 µL of SSW supplemented with 0.1 % (v/v) Triton
®
 X-100. The 
suspension was then filtered through cellulose ester filter (13 mm diameter; 0.45 µm pore 
size), immediately washed twice with 2 mL of SSW supplemented with 0.1 % (v/v) Triton
®
 
X-100 and dried by air flow through the filter. Filters were placed in scintillation vials 
containing 5 mL of scintillation liquid (GE Healthcare) and radioactivity was measured with a 
scintillation counter (LS 6500, BECKMAN). The data presented are average of duplicates 
from at least two independent experiments. 
 
 
3. Results 
3.1. Structure of the aup locus  
The two genes aupA and aupB are adjacent on the chromosome of 
M. hydrocarbonoclasticus SP17, oriented in the same direction of transcription and separated 
by an intergenic region of 11 bp (Fig 1A). A promoter upstream of aupA and a rho-
independent transcription terminator downstream of aupB are predicted. To determine 
whether aupA and aupB are located on the same transcript, as suggested by their genomic 
organization, cDNAs were synthesized from mRNAs isolated from a biofilm of JM1 grown 
on hexadecane and used as templates for PCRs realized with primers specific to the internal 
coding regions of aupA, aupB and the adjacent genes: MARHY0479 and MARHY0476 (Fig 
1B). A PCR performed with primers able to generate a DNA fragment overlapping aupA and 
aupB amplified a fragment of the expected size, indicating that aupA and aupB are on the 
same transcript. PCRs realized with primers specific to the regions overlapping either 
MARHY0479-aupA or aupB-MARHY0476 did not produce any amplification, showing that 
MARHY0479 and MARHY0476 are not co-transcribed with aupA and aupB. It was therefore 
concluded that aupA and aupB constitute an operon. 
 
                                   CHAPITRE III : Caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB 
106 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1: Genomic organization and transcription profile of the aup locus.  
A) Genetic structure of the aupAB operon. -10, -35 and +1 positions have been predicted with the PePPER 
web server. Grey: proteic sequences (translated from nucleotidic sequences); Black: nucleotidic sequences.       
B) RT-PCR amplifications of aupAB region. The positions of the primers used are indicated in Figure 1A. 
PCR products were obtained with primers 0478F-Bam and 0478deltaR (gel 1); 0478F and 0477R (gel 2); 0477-F 
and Op0476R (gel 3). DNA templates used were as follows: lane (+), JM1 genomic DNA; lanes 1 and 2, cDNAs 
obtained from RT reactions on 0.8 µg and 1.6 µg of JM1 total RNAs, respectively; lane (-), JM1 total RNAs; 
lane L: DNA ladder. C) Relative expression levels of aupA and aupB genes measured by RT-qPCR in cells 
adhering to hydrophobic compounds and in mature biofilms. Expression levels in adhered cells are given as 
expression ratio in comparison to non-adhered cells. Cells were left in contact with compounds for 15 min (15’) 
or 3 h (3h). Expression levels in biofilm are given as expression ratio in comparison to planktonic cells growing 
exponentially on acetate. Hx, n-hexadecane; Trio, triolein; HMN, heptamethylnonane.  
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3.2. Expression of aupA and aupB during adhesion to and biofilm formation on 
hydrophobic substrates 
The relative expression levels of aup genes were measured by RT-qPCR in biofilms 
developing on the alkane n-hexadecane or on the triglyceride triolein. Compared to planktonic 
cells growing on acetate, the two genes were significantly up-regulated under biofilm 
conditions, with a similar overexpression whatever the substrate (8-fold for aupA and 6-fold 
for aupB) (Fig 1C). The overexpression on n-hexadecane is consistent with the proteomic 
analysis previously published on the same model (Vaysse et al., 2009). In order to refine the 
expression profile of the aup genes during the biofilm formation kinetics, the relative 
expression levels of these genes were also determined at initial stages of biofilm development, 
i.e. after 15 min and 3 h of adhesion to HOCs-water interfaces. Three different hydrophobic 
compounds were tested: n-hexadecane, triolein and heptamethylnonane (HMN), a branched 
non- metabolizable hexadecane isomer. Cells were put into contact with HOC droplets 
obtained by emulsifying the HOC in EMS by sonication. The reference condition 
corresponded to cells before their exposure to the emulsified HOC. Contact with HOCs-water 
interfaces induced a strong expression of aup genes as soon as 15 min after contact (Fig 1C). 
On n-hexadecane, the induction of aupA and aupB increased with time while on triolein, 
induction was very high at 15 min (53- and 22-fold, respectively) and decreased dramatically 
at 3 h (12- and 5-fold, respectively). aup genes were also induced upon 15 min of adhesion on 
HMN although to a lesser extent than on metabolizable compounds. Moreover, at 3 h of 
adhesion on HMN, the expression was returned to a basal level, most likely because of energy 
exhaustion. It should be noted that aupA was always, except on HMN, much more expressed 
than aupB. These two genes being on the same operon, the difference in expression levels 
could be due to a post-translational regulation. 
 
3.3. The aupA and aupB genes are involved in growth and biofilm formation on alkanes 
Knockout mutants of aupA and aupB genes and of the whole operon were generated by 
allelic exchange (see experimental procedures and supporting information, Table 1 and Fig 
S1). Total protein extracts from each mutant were then analyzed by immunoblotting with anti-
AupA and anti-AupB antisera to confirm the absence of the corresponding Aup protein(s) 
(Fig S2). As expected, the strain JM3 ∆aupB::aphA did not produce AupB but still produce 
AupA and the strain JM4 ∆aupAB::aphA did not produce any of the two proteins. Production 
of the missing proteins was restored in complemented strains (JM8 and JM9) containing a 
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mini-Tn7 carrying the wild-type alleles of the deleted genes (Fig S2). The strain JM2 
∆aupA::aphA expressed neither AupA nor AupB, indicating a polar effect of the 
ΔaupA::aphA mutation on the expression of the downstream aupB gene. In order to obtain a 
strain producing AupB but not AupA, we introduced a wild-type copy of aupB under the 
control of the constitutive promoter PA1/04/03 carried by a mini-Tn7 into JM2, giving the strain 
JM6. The effective production of AupB at a level similar to the wild-type and the absence of 
AupA in this strain were confirmed by immunoblotting (Fig S2).  
 
Phenotypic analyses were then conducted on the aup mutant strains JM2 to JM9. On 
SSW acetate or DL-lactate plates the mutants produced colonies with morphologies 
indistinguishable from the wild-type. In liquid cultures on acetate, DL-lactate, propanoic acid, 
butyrate, fumarate, succinic acid, L-proline, citrate, adipate, benzoate, caproic acid, casamino-
acid and tween 20, no growth difference was observed between the wild-type and the mutants 
deleted in aupA and/or aupB (not shown). In the same way, visual examinations did not reveal 
any differences between the mutant and the wild-type strains during growth and biofilm 
development on the liquid insoluble substrates that we tested, i.e. 1-tetradecene, 1-
hexadecene, oleic acid, triolein and methyl-laurate. To obtain a more accurate view of biofilm 
formation, kinetics of biofilm development on solid non-soluble substrates were established 
using crystal violet staining assays in microplates. Development of the mutant biofilms was 
not affected on hexadecan-1-ol, hexadecyl hexadecanoate, palmitic acid and tripalmitin (Fig 
S3). In contrast, growth and biofilm formation of the mutants were affected on alkanes, i.e. n-
dodecane, n-tetradecane, n-hexadecane, eicosane, heneicosane and paraffin wax (a mixture of 
alkanes from C19 to C31). Kinetics of biofilm formation on the solid paraffin showed that aup 
mutants formed biofilms with a delay of about 18 h in comparison to the wild-type and that 
the accumulated biomass at 43 h was two-thirds of that of the wild-type (Fig 2A and 2B). On 
the liquid alkane n-hexadecane, aup mutants showed a rate of biofilm formation slower than 
the wild-type (Fig 2C and 2D). Biofilm formation on paraffin was completely restored in 
complemented strains while, for an unknown reason, the complementation was partial for 
biofilm formation on n-hexadecane.  
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Figure 2: Kinetics of biofilm formation on alkanes.  
Biofilm formation on solid paraffin was quantified using crystal violet assays in paraffin coated microplates (A, 
B). Biofilms developing at the n-hexadecane-water interface were harvested by filtration at 33 µm and quantified 
by crystal violet staining (C, D). WT, wild-type JM1; aupA, JM2 (∆aupA::aphA); aupB, JM3 (∆aupB::aphA); 
aupAB, JM4 (∆aupAB::aphA); aupA/Tn7-aupA, JM5 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupA]); 
aupA/Tn7-aupB, JM6 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-PA1/04/03-aupB]); aupA/Tn7-aupAB, JM7 
(∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]); aupB/Tn7-aupB, JM8 (∆aupB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm- PA1/04/03-aupB]); aupAB/Tn7-aupAB, JM9 (∆aupAB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]). 
 
Klein et al. (2008) showed that simultaneously to biofilm development on n-hexadecane, 
cells detached from the biofilm and it was further shown that dispersed cells could promote 
the colonization of the alkane-water interface (Vaysse et al., 2011). A decrease in the rate of 
cell detachment could in principle affect the kinetic of biofilm development. We therefore 
verified that mutant biofilms exhibited the same rate of detachment as those of wild-type, 
ruling out the possibility that the observed deficiency in biofilm development of the aup 
mutants was due to a change in the rate of detachment (not shown). Measurement of cell 
adhesion to the liquid n-hexadecane by analysis of confocal microscopy images of cells bound 
to the alkane after 15 min and 3 h showed that aup mutants were not impaired in adhesion to 
the alkane–water interface (Fig 3).  
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Figure 3: Evaluation of adhesion to hexadecane using confocal microscopy. 
Images of cells adhered to the liquid hexadecane after 15 min and 3 h were taken by confocal microscopy. Cells 
were prepared as described in experimental procedures. The quantification of bacterial adhesion to hexadecane 
was performed with ImageTool 3.0 software (http://imagetool.software.informer.com/3.0/). Adhered cells 
formed clusters around hexadecane droplets. The number of adhered cells was therefore estimated as the number 
of cells forming clusters. Objects (single bacteria or a cluster of bacteria) were sorted according to their number 
of pixels. Four classes of objects were created: <50, 50-100, 100-1,000 and >1,000. The greater the number of 
pixels, the higher the number of cells forming the clusters. Then the number of pixel in each size-class was 
calculated and reported as percentage of total number of pixels in the image. WT, wild-type JM1; aupA, JM2 
(∆aupA::aphA); aupB, JM3 (∆aupB::aphA); aupAB, JM4 (∆aupAB::aphA). 
 
 
The structures of mutant and wild-type biofilms on paraffin at 24 h were further 
investigated by confocal microscopy (Fig 4). The wild-type biofilm consisted of juxtaposed 
uneven microcolonies covering 42 % of the surface with an average thickness of 17 µm. 
Biofilms of mutants presented the same overall architecture and thickness as the one of wild-
type but with a lower covered surface which reached only 7 to 14 % of the surface. The extent 
of surface covering of biofilms was at least partly restored in complemented strains. The 
catabolic capacity of aup mutants was assessed by measuring the degradation of n-
hexadecane in biofilm cultures. After 52 h, the amount of hexadecane degraded by the two 
mutants was up to 20 % lower than that of the wild-type (Fig S4). 
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Figure 4: Confocal imaging of M. hydrocarbonoclasticus biofilms grown on paraffin wax.  
Green: bacterial cells labelled with Syto 9; Obj 40x, zoom 4. The mean thickness of the biofilm and the 
percentage of substratum coverage are indicated. WT, wild-type JM1; aupA/Tn7-aupB, JM6 (∆aupA::aphA, 
attTn7::[mini-Tn7T-Gm-PA1/04/03-aupB]); aupB, JM3 (∆aupB::aphA); aupAB, JM4 (∆aupAB::aphA); aupA/Tn7-
aupAB, JM7 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]); aupB/Tn7-aupB, JM8 (∆aupB::aphA, 
attTn7::[mini-Tn7T-Gm- PA1/04/03-aupB]); aupAB/Tn7-aupAB, JM9 (∆aupAB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-
aupAB]). 
 
3.4. aupA and aupB are involved in hexadecane uptake 
Hexadecane uptake was evaluated by incubating resting cells with [
14
C]-n-hexadecane 
and by measuring the cell-associated radioactivity at different time points. Formaldehyde-
killed cells did not retain significant amount of [
14
C]-n-hexadecane, showing that hexadecane 
associated with live cells was actually incorporated and not simply bound to the cell surface 
(not shown). Figure 5 shows that wild-type cells incorporated hexadecane up to 60 min and 
then stopped. Although the reason for this arrest in incorporation was not elucidated, it could 
be explained by the release of radioactivity as [
14
C]-CO2 via the n-hexadecane catabolism. 
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Mutant cells not expressing either AupA, AupB or both proteins were defective in 
incorporating n-hexadecane. Moreover, the incorporation was partially restored in the 
complemented strains. It was concluded that AupA and AupB are involved in the 
incorporation of hexadecane into the cell. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5: Hexadecane uptake. 
[
14
C]-n-hexadecane uptake was determined in wild-type JM1 (WT), aupA (JM2 (∆aupA::aphA)) (A), aupA/Tn7-
aupB (JM6 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-PA1/04/03-aupB])) (A) and aupB (JM3 (∆aupB::aphA)) (B) 
mutants, and in aupA/Tn7-aupAB (JM7 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB])) (A) and aupB/Tn7-
aupB (JM8 (∆aupB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm- PA1/04/03-aupB])) (B) complemented strains.  
 
3.5. AupA is localized in the outer membrane and AupB in the inner membrane 
The AupA polypeptide is predicted to have a molecular weight of 49 kDa and to possess 
a signal peptide with a cleavage site between the residues Ser 37 and Met 38 (Fig 1A). AupB 
is a 114 kDa protein with a predicted sequence signal containing the lipobox consensus 
sequence of lipoproteins (Fig 1A). To determine whether AupA and AupB are associated with 
the inner or the outer membrane, we analyzed by immunoblotting with anti-AupA and anti-
AupB antisera outer and inner membranes separated by sucrose gradient sedimentation. As 
shown in Fig. 6, AupA was found in the high-density fractions containing KDOs as markers 
of the outer membrane. Most of the AupB protein sedimented with the NADH oxidase 
activity used as marker of the inner membrane while a small amount co-fractionated with the 
KDOs. These results demonstrate that AupA and AupB are associated with the outer and 
inner membrane, respectively.  
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Figure 6: Subcellular localization of AupA and AupB. 
Total membranes (Tot) from JM1 cells obtained from an exponential culture grown on acetate were separated on 
a discontinuous sedimentation sucrose gradient. The immunoblots were performed with the anti-AupA and anti-
AupB antisera. NADH oxidase activity (grey) and KDOs (black) were used as markers of the inner and outer 
membrane respectively.  
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3.6. aupA and aupB are conserved among marine bacteria and alkane-degrading strains 
On the basis of the low (around 20 %) but significant homology of AupA to FadL family 
members and the conservation of structurally and functionally important residues, we 
concluded that AupA is a member of the FadL-like transporter family (Fig S5 and Vaysse 
et al., 2009). A BLASTp search for homologs of AupA in the non-redundant protein database 
(NCBI), gave only 32 hits (E-value < 1 e-6, alignment coverage > 80 % and identity > 24 %). 
To find more sequences similar to AupA, a more sensitive search was performed using PSI-
BLAST which gave more than 1,000 hits with significant E-value (< 1 e-12), alignment 
coverage of more than 80 % and identities above 17 %. All these proteins were annotated as 
putative hydrophobic compounds transporters of the FadL/TodX/TbuX family. Phylogenetic 
analysis of the 50 best hits together with FadL proteins of E. coli (EcFadL) and P. aeruginosa 
(PaFadL), TbuX, TodX and XylN revealed two large clusters (Fig 7). One group contains 
EcFadL and PaFadL, TbuX, TodX, XylN and proteins from α, β, γ Proteobacteria and one 
from a strain of Deferribacteres. The second cluster comprises AupA and its homologs 
displaying more similarity to each other and only found in the orders of Oceanospirillales and 
Alteromonadales (genera Alcanivorax sp., Marinobacter sp., Moritella sp., Bermanella sp.). It 
appears therefore that AupA belongs to a subfamily of FadL-like proteins that would be 
characteristic of marine strains. 
 
We next examined the genetic organization of aupA and aupB genes in completely 
sequenced genomes (Fig 8). These two genes were found in all sequenced genomes of the 
Alcanivorax, Bermanella and Moritella genera while within the Marinobacter genus two 
genomes (Marinobacter sp. BSs20148 and Marinobacter sp. ELB17) did not contain any of 
the aup genes. The genomes containing aupA also contained aupB, and inversely. In all 
strains except in A. borkumensis SK2, aupA and aupB are adjacent and in the same 
orientation, suggesting an operon organization as shown in M. hydrocarbonoclasticus. In 
addition, there is one isolated copy of aupB in A. borkumensis SK2. In most of the strains, 
tandem of aupA and aupB are present in multiple copies, the maximum being six copies in 
A. dieselolei B-5 T and in Alcanivorax sp. DG881. Furthermore, all the genomes containing 
the aup genes exhibited at least one alkane degradation gene (Fig 8). 
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Figure 7: Phylogenetic tree of AupA homologs.  
Protein sequences were obtained from a PSI-BLAST search of the non-redundant protein database from NCBI 
using AupA gi|381337930| (black dot) as the query. The 50 best hits were selected and the sequences of best 
characterized FadL-like proteins (black triangle) were included in the analysis. The phylogenetic tree was 
constructed using the Neighbor-Joining method (Saitou and Nei, 1987). Bootstrap values next to branching 
nodes are based on 100 resamplings. The scale bar represents the number of changes per amino acid position.  
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Figure 8: Phylogenetic distribution and gene organization of aupA and aupB homologs and 
occurrence of alkane degradation genes. 
The phylogenetic tree is based on 16S rDNA genes of strains whose genomes are completely sequenced and 
which contain sequences encoding for homologs of aupA and aupB of M. hydrocarbonoclasticus SP17 (E-
value < 1 e-6, alignment coverage > 80 % and identity > 24 %). Genes in M. hydrocarbonoclasticus VT8 and 
A. dieselolei B-5 1 marked with a black bar contain a non-sense and a frame shift mutation, respectively. In 
M. adhaerens HP15, one copy of aupAB operon is located on the plasmid pHP-187. alkB: alkane hydroxylase; 
alkM: alkane 1-monooxygenase; almA: long-chain alkane monooxygenase; ahpG: cytochrome P450 
hydroxylase. 
 
4. Discussion 
4.1. AupA is an alkane transporter 
In this report we present experimental evidence arguing that AupA is an alkane 
transporter. The demonstration of the involvement of AupA in alkane uptake is based on the 
lower rate of incorporation of radiolabeled n-hexadecane exhibited by JM6 (∆aupA::aphA, 
attTn7::[mini-Tn7T-Gm-PA1/04/03-aupB]). The localization of AupA in the outer membrane 
and the phylogenetic analysis revealing that AupA belongs to a subfamily of the FadL-like 
transporters lead us to conclude that AupA is an outer membrane transporter allowing the 
passage of alkanes into the cell. This is corroborated by the observed delay in biofilm 
formation on alkanes and by the lower biomass produced by JM6 compared to those obtained 
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for the wild-type. This could not be attributed to a defect in adhesion or an increase in 
detachment rate as these were shown to be identical to the wild-type. The overall structure of 
the JM6 biofilm at 24 h was very similar to that of wild-type. The only difference noticed was 
lower surface coverage. Furthermore, n-hexadecane degradation was found to be reduced in 
mutant not expressing AupA. Taken together, these findings indicate that the impact of aupA 
mutation on biofilm formation ensued more from a decrease in the growth rate, consistent 
with an impaired alkane transport, than from a disorder in the architecture or in the 
developmental process. 
Mutation in aupA affected biofilm formation on all tested alkanes either liquid (C10, C14, 
C16) or solid (C20, C21) at the growth temperature. Growth on the other tested HOCs belonging 
to the classes of alkenes, fatty alcohols, fatty acids (saturated and unsaturated), wax esters, 
triglycerides (saturated and unsaturated) and fatty acid methyl esters was not impaired by 
mutation in aupA. This could be interpreted as a substrate specificity range of AupA restricted 
to alkanes. However, this could also be explained by a redundancy of the transport systems, as 
suggested by the partial growth defect on alkanes of the mutant deleted in aupA. AupA could 
indeed transport others hydrophobic compounds but its contribution, compared to other 
transporters, would be minor and might be not limiting in the conditions of the study. Thus, 
the mutants would not have a growth deficiency on those substrates. A broad substrate 
specificity of AupA is suggested by the fact that the aup genes are strongly induced by 
triolein and HMN, although induction of the aup operon by non-substrate HOCs cannot be 
ruled out. 
 
4.2. AupB is an inner membrane lipoprotein involved in alkane uptake 
Database searches with AupB sequence did not reveal any homolog or conserved domain 
of known function. We established that aupB forms an operon with aupA and that aupB 
mutant has a phenotype indistinguishable from that of the other aup mutants. These findings 
support the involvement of AupB in the same cellular function as AupA. The AupB sequence 
exhibits a lipoprotein signal peptide containing a lipobox. The sequence signals of pre-
lipoproteins are cleaved by a specific peptidase which recognizes the lipobox and leaves a 
cysteine as the first residue of the lipoprotein. This cysteine is then acylated to give the mature 
lipoprotein with three acyl chains attached to its N-terminal Cys residue. Mature lipoproteins 
are localized at the periplasmic face of either the outer or the inner membrane, depending on 
the residues at position 2, 3 and 4, next to the N-terminal Cys. Membrane fractionation 
showed that AupB was associated with the inner membrane. In AupB, cleavage at the 
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predicted site should give a mature protein with CGGGD- residues in N-terminal positions. 
This motif was found in inner membrane lipoproteins of P. aeruginosa PAO1, suggesting that 
P. aeruginosa and M. hydrocarbonoclasticus share the same lipoprotein sorting rules 
(Remans et al., 2010; Okuda and Tokuda, 2011). Inner membrane lipoproteins are located at 
the periplasmic face of the membrane. Such a localization of AupB authorizes a physical 
interaction with the outer membrane protein AupA. Small amounts of AupB were indeed 
found in the outer membrane fraction, hinting at an AupA-AupB interaction.  
The current model of transport of hydrophobic compounds by FadL-like transporters 
involves the release of the compounds in the outer membrane (Hearn et al., 2009). In the case 
of alkanes, the molecule must reach the inner membrane or the cytoplasm where alkane 
hydroxylases are located. It is not known if the transfer of alkanes from the outer membrane 
to the inner membrane across the periplasm occurs purely by diffusion or if it is achieved 
through the involvement of other factors. The role of AupB in alkane uptake could be to favor 
the transfer of the alkane from the outer to the inner membrane. 
 
4.3. aup operon is found exclusively in marine bacteria and frequently in multiple copies 
The phylogenetic analysis revealed that aup genes are found only in a limited number of 
genomes. All these genomes are from marine bacteria containing at least one copy of a gene 
encoding an alkane hydroxylase. The co-occurrence of aup genes with alkane degradation 
genes is consistent with their role in alkane uptake. The aup genes are found across only few 
genera of the Oceanospirillales (Alcanivorax and Bermanella) and of the Alteromonadales 
(Marinobacter and Moritella). Representatives of these two orders have been recognized 
among the most important degraders in contaminated seawater (Head et al., 2006; Yakimov et 
al., 2007). Recently, during the Deepwater Horizon oil spill, a deep sea oil plume was shown 
to be strongly enriched in taxa of the Oceanospirillales order and to a lesser extent of the 
Marinobacter genus (Hazen et al., 2010). Shotgun metagenomic and metatranscriptomic 
sequencing revealed that members of the Oceanospirillales respond rapidly to aliphatic 
hydrocarbons and dominate the microbial community by expressing among others the alkane 
degradation pathway genes (Mason et al., 2012).  
The aup operon is often present in multiple copies in genomes, especially in Alcanivorax 
genus where some species carry six copies of this operon. Multiple copies of aup genes have 
arisen most likely by duplication and they can be considered as paralogs. Gene duplication 
occurs as an evolutionary response in bacteria that have been exposed to selective pressure 
such as carbon starvation (Sonti and Roth, 1989). If the selective pressure is removed, the 
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duplicated genes can be rapidly lost. In order to be maintained, multiple copies of a gene must 
therefore represent a strong selective advantage under certain conditions (Gevers et al., 2004). 
The occurrence of aup genes restricted to the group of marine HCB and their presence in high 
copy number in certain representatives of this group suggest that aupAB might be one 
attribute of the remarkable adaptation of HCB that allows them to take advantage of the 
hydrocarbons as a carbon and energy source and to occupy a peculiar trophic niche. Although 
hydrocarbons are ubiquitous in marine environment, their presence is limited spatially and 
temporarily. As nearly insoluble compounds, they are not uniformly distributed in sea water 
but rather form particles aggregated with organic or inorganic matter (Stroud et al., 2007; 
Harms et al., 2010b; Du et al., 2012). Moreover, the occurrence of hydrocarbons in sea water 
or marine sediments is also often intermittent. Thus, hydrocarbons represent a transient and 
patchy carbon source. Utilization of such resources in the context of strong competition 
between bacterial species certainly requires rapid adaptation to occupy the available nutritive 
surfaces. Under these conditions, the presence of aup genes allowing rapid uptake of alkanes 
could provide an advantage.   
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7. Supporting material 
7.1. Figures and Table 
 
 
 
Figure S1: Construction of knockout mutants of M. hydrocarbonoclasticus: JM2 (∆aupA::aphA), 
JM3 (∆aupB::aphA) and JM4 (∆aupAB::aphA). 
The double recombination between the wild alleles of aupA, aupB and aupAB on the chromosome of the wild-
type strain JM1 and the mutant alleles carried respectively by pKAS32-aupA::aphA, pKOMKm-aupB::aphA and 
pKOMKm-aupAB::aphA lead to the mutant strains JM2 (∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) and JM4 
(∆aupAB::aphA), respectively. 
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Figure S1 (continuation): Construction of knockout mutants of M. hydrocarbonoclasticus: JM2 
(∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) and JM4 (∆aupAB::aphA). 
The double recombination between the wild alleles of aupA, aupB and aupAB on the chromosome of the wild-
type strain JM1 and the mutant alleles carried respectively by pKAS32-aupA::aphA, pKOMKm-aupB::aphA and 
pKOMKm-aupAB::aphA lead to the mutant strains JM2 (∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) and JM4 
(∆aupAB::aphA), respectively. 
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Figure S2: Immuno-blots on aup mutants and complemented strains. 
Total protein extracts from M. hydrocarbonoclasticus strains grown on acetate were analyzed. WT, wild-type 
JM1; aupA, JM2 (∆aupA::aphA); aupB, JM3 (∆aupB::aphA); aupAB, JM4 (∆aupAB::aphA); aupA/Tn7-aupA, 
JM5 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupA]); aupA/Tn7-aupB, JM6 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-
Gm-PA1/04/03-aupB]); aupA/Tn7-aupAB, JM7 (∆aupA::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]); aupB/Tn7-aupB, 
JM8 (∆aupB::aphA, attTn7::[mini-Tn7T-Gm- PA1/04/03-aupB]); aupAB/Tn7-aupAB, JM9 (∆aupAB::aphA, 
attTn7::[mini-Tn7T-Gm-aupAB]). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure S3: Kinetics of biofilm formation on hydrophobic compounds.  
Biofilm formation on different solid HOCs, i.e. hexadecan-1-ol, hexadecyl-hexadecanoate, palmitic acid and 
tripalmitin was quantified using crystal violet assays in HOC coated microplates. WT, wild-type JM1; aupA, JM2 
(∆aupA::aphA); aupB, JM3 (∆aupB::aphA); aupAB, JM4 (∆aupAB::aphA). 
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Figure S4: Hexadecane degradation kinetics in biofilms of M. hydrocarbonoclasticus wild-type 
and mutant strains.  
WT, wild-type JM1; aupA, JM2 (∆aupA::aphA); aupB, JM3 (∆aupB::aphA). 
 
 
 
 
Table S1: Primers used in this study. 
Restriction sites provided by primers are underlined. 
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Figure S5: Multiple sequence alignment of FadL family proteins.  
Proteins used in the alignment are: MARHY0478 (renamed AupA in this study) from M. hydrocarbonoclasticus 
gi|381337930|, FadL from E. coli gi|50513683|, FadL from P. aeruginosa gi|218681780|, XylN from P. putida 
gi|1841317|, TbuX from Ralstonia pickettii gi|75419602| and TodX from P. putida gi|75348623|. The 
CLUSTALW default color scheme has been applied to the alignment to indicate similar residues. The shading of 
the colors corresponds to the degree of conservation. The most conserved residues have the most intense color 
and the least conserved are the palest. The absolutely conserved NPA motif is marked (///). The residues lining 
the substrate outlet channel of E. coli FadL are marked (*). Secondary structures of E. coli FadL are shown 
under the alignment. 
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Figure S6: Construction and restriction map of the suicide vector pKOMKm. 
bla: gene confering ampicillin resistance; rpsL, rpsLMh: genes of E. coli and M. hydrocarbonoclasticus SP17 Sm
S
 
respectively, confering streptomycin sensitivity; aphA: gene confering kanamycin resistance; oriT: transfer 
origin; oriR6K: π-dependent origin of replication. 
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7.2. Methods 
All chemicals were purchased from SIGMA-ALDRICH unless otherwise specified. 
 
7.2.1. Culture conditions  
The growth of JM1 and its derivatives was assessed on various substrates in SSW 
supplemented with streptomycin. The cultures were performed in triplicate in glass tubes and 
substrates were directly added to the medium to a final concentration of 10 mM - caproic acid, 
tween 20, Na butyrate, propanoic acid, Na fumarate, succinic acid, Na citrate, Na adipate, Na 
benzoate, L-proline. The casamino acid was used at 1 g/L and the n-propanol at 13 mM. The 
3-eicosanone was first solubilized in acetone and put into a glass flask, the solvent was then 
left to evaporate prior to inoculum addition; its final concentration was 4 mM.  
E. coli strains were grown at 37 °C with shaking at 200 rpm in LB (Sambrook and 
Russell, 2001) or Halo media, supplemented with the appropriate antibiotic when necessary at 
a concentration of 100 µg/mL unless otherwise specified. Agar was added to a final 
concentration of 1.4 % for all solid media. 
 
7.2.2. DNA and RNA techniques: materials and instructions  
Genomic DNAs were extracted with the Ultraclean Microbial DNA Isolation kit (MoBio) 
as described in the user’s guide or according to Sambrook and Russell (2001) if larger 
amounts were required. Plasmid DNAs were obtained by mini- or midi-preparations made 
from 1.5 mL of E. coli cell suspensions as described by Sambrook and Russell (2001) or by 
extraction with the “Qiaprep® Spin Miniprep” kit (QIAGEN). Total RNAs were extracted 
with EXTRACT-ALL
®
 (EUROBIO) according to the manufacturer’s instructions and stored 
at -80 °C until use. 
Restriction endonucleases were purchased from Takara Biochemicals or New England 
Biolabs. T4 DNA ligase was acquired from Promega, Taq DNA polymerase and PCR-related 
materials were obtained from Eurobio. The “i-Proof High Fidelity” DNA polymerase was 
purchased from Bio-Rad and the AmpliTaq Gold
®
 DNA polymerase and reagents for 
quantitative PCR (qPCR) were purshased from Applied Biosystems. PCRs were carried out 
on Veriti, GeneAmp PCR System 9700 or 2720 Thermal Cycler (Applied Biosystems) with 
10 ng of genomic DNA, unless otherwise specified, with 2.5 U of Taq DNA polymerase or 
1 U of “i-Proof High Fidelity”, their 1X buffer, 0.2 µM of each customized primer 
synthesized by Eurogentec (Table S1), 500 µM MgCl2 and 200 µM dNTPs. PCR products 
and digested fragments were purified using the “GFX PCR DNA and Gel Band Purification” 
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kit (GE Healthcare) according to the user’s guide. 
 
7.2.3. Protein purification and antisera preparation 
- Construction of plasmids for production of His-tagged AupA and AupB proteins  
The ORF of aupA was amplified with the TopoF0478/TopoR0478His primers and the 
product was cloned into the pBAD-TOPO
®
 vector using the “pBAD-TOPO® TA Expression 
Kit” (Invitrogen) to give the pBAD-AupAHis. The strain LMG194 was used as host for 
expression of AupAHis. The ORF of aupB was amplified using the pb0477pET-Nde and 
pb0477pET-Not primers and was cloned into NdeI and NotI sites of the pET-21a(+) using the 
sites engineered onto the primers to give pET-AupBHis. The strain BL21 (DE3) was used as 
host for expression of AupBHis. 
- Purification of AupAHis and AupBHis 
Cells of LMG194 / pBAD-AupAHis were grown to an OD600 nm of 0.7 in LB at 37 °C, 
0.2 % (v/v) arabinose was added and growth was continued for 3 h at 37 °C and 200 rpm. 
Cells were harvested by centrifugation at 12,000 x g for 30 min at 4 °C and 1.85 g of wet cells 
were resuspended in 6.5 mL of buffer A (Hepes 25 mM pH 7.5, NaCl 300 mM, glycerol 10 % 
(v/v)). Cells were lysed by a single passage through an ice-chilled French press at 40,000 psi. 
Insoluble proteins were collected by centrifugation at 40,000 rpm for 40 min at 4 °C and 
resuspended in 2 mL of buffer A supplemented with 1 % (v/v) N,N-diméthyldodécylamine N-
oxyde (DDAO). After centrifugation at 20,000 x g for 30 min at 4 °C, the supernatant (2 mL) 
was applied to a 1 mL Ni
2+
-sepharose column (Bio-Rad). After washes with 10 volumes of 
buffer B (buffer A supplemented with 0.2 % (v/v) DDAO and 10 mM imidazole), AupAHis 
was eluted by a 5 mL imidazole gradient from 0 to 250 mM. The AupAHis containing 
fractions were pooled, the proteins were concentrated by ultrafiltration on a 3 kDa cut off 
Amicon UItra filter (Millipore) and applied to a 1.5 mL Superdex 200 HR 10/30 column (GE 
Healthcare). The column was run with buffer C (Hepes 25 mM pH 7.5, NaCl 100 mM, 
glycerol 10 % (v/v), DDAO 0.05 % (v/v)) and fraction containing AupAHis was stored at -
80 °C.  
Cells of BL21 (DE3) / pET-AupBHis were grown to an OD600 nm of 0.7 in LB at 37 °C, 
isopropyl β-D-galactopyranoside (IPTG) was added to a final concentration of 1 mM and the 
culture was further incubated for 3 h at 37 °C and 200 rpm. Cells were harvested by 
centrifugation at 12,000 x g for 30 min at 4 °C and 6.5 g of wet cells were resuspended in 
13 mL of buffer A2 (Hepes 25 mM pH 7.5, NaCl 200 mM). The cells were lysed by a single 
passage through an ice-chilled French press at 40,000 psi (Thermo Spectronic). AupBHis 
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essentially produced as inclusion bodies was collected by centrifugation at 15,000 x g for 
30 min at 4 °C and resuspended in 13 mL of buffer B2 (buffer A2 supplemented with 8 M 
urea). After centrifugation at 15,000 x g for 40 min at 4 °C, the supernatant (10 mL) was 
applied to a 2 mL Immobilized Metal Affinity Chromatography (IMAC) column (Bio-Rad). 
The column was washed with 10 volumes of buffer B2 and the recombinant AupBHis was 
eluted with a 35 mL linear gradient of imidazole from 0 to 500 mM. The fractions containing 
the target protein (6 mL) were applied to a 2 mL anion exchange Q sepharose column (GE 
Healthcare). The column was washed with 15 volumes of buffer C2 (25 mM Tris-HCl pH 7.5, 
8 M urea) and the AupBHis protein was eluted with a 30 mL linear gradient of NaCl from 0 to 
1 M in buffer C2. Fraction containing AupBHis was stored at -80 °C. 
 
7.2.4. Immunoblotting 
Proteins from 2 ml of planktonic cultures at OD600 nn=0.3-0.5 or from biofilm cell 
suspensions were precipitated with 5 % trichloroacetic acid (TCA) for 30 min at 4 °C, 
pelleted by centrifugation for 5 min at 20,000 x g at 4 °C and washed twice with 1 mL of cold 
acetone. Protein pellets were air-dried and dissolved in SDS-PAGE sample buffer (Sambrook 
and Russell, 2001). Protein concentration was estimated using the “QuantiPro™ BCA assay 
kit” (SIGMA-ALDRICH) according to the manufacturer’s instructions. This assay allows the 
use of detergents such as SDS up to 5 % (w/v) but it is incompatible with reductive agents 
such as dithiothreitol and β-mercaptoethanol. For each extract, 25 µg of total proteins were 
separated by SDS-PAGE 10 % (w/v) and electro-transferred onto PVDF membranes 
(Hybond-P, Amersham Pharmacia Biotech) at 50 V for 1 h in a buffer consisting of 25 mM 
Tris-HCl pH 8.3, 192 mM glycine and 10 % (v/v) ethanol. The membranes were blocked for 
30 min in PBS buffer (154 mM NaCl, 0.2 mM KH2PO4, pH 7.4) containing 0.1 % (v/v) of 
Tween 20 and 5 % (w/v) of skim milk. Primary antibody was then added and incubation was 
continued overnight at room temperature. The detection and imaging were performed as 
described in experimental procedures.  
 
7.2.5. Construction of pKOMKm (see Fig S6) 
pKOMKm is derived from the suicide vector pKAS32 (Skorupski and Taylor, 1996). The 
E. coli rpsL gene of pKAS32 was replaced by the M. hydrocarbonoclasticus rpsL gene 
amplified from SP17 Sm
S
 with the 0577F_Sal/0577R_Sal primers and inserted into the SalI 
restriction sites. A XbaI fragment carrying the kanamycin resistance cassette from pMKm 
(Murillo et al., 1994) was inserted into the XbaI site of the MCS of pKAS32. The resulting 
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plasmid allows the cloning of gene fragments on both sides of the kanamycin cassette to 
create knockout alleles. The M. hydrocarbonoclasticus wild-type rpsL gene can complement 
the rpsLK58T allele conferring resistance to streptomycin in JM1, providing positive selection 
for allelic exchange in M. hydrocarbonoclasticus.  
 
7.2.6. Construction of knockout mutants (see Fig S1) 
To construct JM2 (∆aupA::aphA), a DNA fragment containing aupA ORF and its 
flanking regions was amplified using primers 0478F-Bam/0478R-Not and cloned into 
pCR™2.1-TOPO®. This fragment was used, according to the strategy decribed by Ortiz-
Martín et al. (2006), to generate pKAS32-aupA::aphA, a suicide plasmid containing 838 bp 5’ 
and 628 bp 3’ DNA fragments, consisting of aupA ORF and flanking regions, on each side of 
the kanamycin cassette (Bgl0478F/Bgl0478-2 primers were used). The orientation of the 
cassette was confirmed by sequencing. JM3 (∆aupB:aphA) and JM4 (∆aupAB::aphA) mutants 
were constructed using the pKOMKm suicide plasmid. The plasmid pKOMKm-aupB::aphA 
contains 660 bp 5’ and 656 bp 3’ DNA fragments of aupB ORF and its flanking regions 
(obtained by amplifications with 0477F-EcoRV/0477R-NheI and 0477F-KpnI/0477R-NdeI 
respectively) whereas the pKOMKm-aupAB::aphA contains 1079 bp 5’ and 1171 bp 3’ 
flanking regions of the operon (obtained by amplifications with 0478pKOM-
EcoRI/0478pKOM-KpnI and 0477KOM-NheI/0477pKOM-EcoRV respectively). Suicide 
plasmids were introduced into JM1 by one-parental mating conjugation using E. coli S17-1 
(λpir) as a donor. The conjugation was realized at 30 °C during 24 h on cellulose acetate 
filters (0.45 µm pore size; Millipore) using the Halo medium supplemented with lactate. 
Transconjugants were selected on SSW containing lactate and kanamycin (100 µg/mL). The 
resulting colonies were replicated on SSW containing ampicillin (200 μg/mL) or streptomycin 
(100 µg/mL) to determine whether each transconjugant was the result of plasmid integration 
or allelic exchange. Candidate mutants (Km
R
/Amp
S
/Sm
R
) were checked by PCR for the 
insertion of the mutant allele at the desired locus (∆aupA::aphA=aphaF-A/0479-F, aphaR-
A/Mh0478R; ∆aupB::aphA=aphaF-A/0478F, aphaR-A/Op0476R; ∆aupAB::aphA=aphaF-
A/0476jonction-F, aphaR-A/0480jonction-R), the absence of the wild-type allele 
(∆aupA::aphA=0478delta-F/0478delta-R ; ∆aupB::aphA = Mh0477F/Mh0477R ; 
∆aupAB::aphA=0478F/0478R, 0477F/0477R), the presence of the kanamycin cassette (Km 
aphA-F/Km aphA-R), the absence of the bla gene carried by the suicide plasmid 
(pKAS32amp-F/pKAS32amp-R) and by immunoblotting for the absence of the proteins. 
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7.2.7. Construction of complemented strains using pUC18T-mini-Tn7T-Gm 
derivatives 
The aupA and aupB genes and the aupAB operon were cloned into pUC18T-mini-Tn7T-
Gm (Choi et al., 2005). The expression of aupA (amplified with 0478F-Spe/0478R-Hind) and 
aupAB (cloned after amplification in three parts with Mh0478F/Mh0477R, 0478F-
Spe/RT0478 and Mh-0477F/0477R-Nru) were under the control of their native promoter 
while aupB (amplified in two parts with 0477F-NruI/Mh_477R and 0477-F/0477R-StuI) was 
under the control of PA1/04/03 promoter (obtained by amplification from the pUC18T-mini-
Tn7T-Gm-eyfp with PA1/04/03F-ApaI/ PA1/04/03R-NruI). All the constructs were verified 
by sequencing. Insertion of mini-Tn7 derivatives in M. hydrocarbonoclasticus strains was 
performed by four-parental mating conjugation as described by Choi et al. 2005, with 
modifications described above. Basically, the mini-Tn7 delivery was E. coli DH5α / pUC18T-
mini-Tn7T-Gm derivatives and the helper strains were SM10 (λpir) / pTNS2 and HB101 / 
pRK2013. The selection of transconjugants was realized on SSW containing lactate, 
streptomycin (100 µg/mL) and gentamycin (30 µg/mL). Insertion at the 
M. hydrocarbonoclasticus attTn7 site was checked by PCR with the primers 
marhy3826rev/pTn7L and pmarhyglmS/pTn7R, the presence of the gentamycin gene carried 
by the mini-Tn7 was verified (Gm-up/Gm-down) and the presence of the proteins was 
evaluated by immunoblotting. 
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Résultats complémentaires 
 
1. Test de croissance des mutants aup sur diverses sources de carbone 
Lors de l’étude phénotypique des mutants aupA, aupB et aupAB, de nombreuses sources 
de carbone ont été testées, d’une part pour connaître la capacité de la souche sauvage 
M. hydrocarbonoclasticus JM1 à croître sur ces substrats et d’autre part, pour évaluer la 
croissance des souches mutantes sur ces mêmes substrats. Le Tableau III.1 présente le bilan 
de toutes les sources carbonées testées dans cette étude, dont les protocoles d’utilisation sont 
décrits dans les sections 1.1.1 (lorsque le test a été réalisé en tube) et 1.1.2 (lorsque le test a 
été réalisé en flacon en verre ou en microplaque) du Chapitre II.  
Tout d’abord, la croissance et la formation de biofilms par les différentes souches ont été 
évaluées visuellement (Tableau III.1). Cette étude a permis de compléter la liste des substrats 
que M. hydrocarbonoclasticus JM1 est capable ou non de dégrader, en formant ou non un 
biofilm. De plus, nous avons confirmé que cette souche forme un biofilm sur les substrats 
insolubles afin de les dégrader. Cependant, ce n’est en revanche pas le cas pour le 
phényldécane qui a permis une croissance des cellules sans qu’un biofilm ne soit visible à 
l’œil nu. Dans ce cas, des observations microscopiques sont nécessaires pour déterminer s’il y 
a formation de biofilm. Pour la 3-eicosanone, la présence d’un biofilm n’était pas claire ; 
l’expérience doit être répétée avec des observations microscopiques afin d’évaluer si la 
croissance sur cétones nécessite la formation d’un biofilm.  
Pour certains substrats, la croissance a été suivie en mesurant la DO600 nm des cellules 
planctoniques. Les courbes de croissance sont présentées dans la Figure III.1 et permettent de 
se rendre compte que certains composés permettent une meilleure croissance des souches, le 
maximum d’absorbance étant observé sur lactate (DO600 nm ~ 0,9) et acides casaminés 
(DO600 nm ~ 1,2). Dans le cas de certains substrats insolubles, les biofilms ont été quantifiés 
par coloration au crystal violet (DO595 nm). La formation de biofilm est affectée uniquement 
sur n-dodécane, n-tétradécane, n-hexadécane, eicosane (Figure III.2), heneicosane et paraffine 
chez les mutants aup (Tableau III.1). Ces différences ont été commentées dans l’article 
précédent et ne seront pas reprises ici, de même que les cinétiques de biofilm sur paraffine, 
hexadécane, hexadecan-1-ol, acide palmitique, tripalmitine et hexadécyl-hexadécanoate. 
Ces différents tests de croissance planctonique ou en biofilm montrent que les mutants 
aup ne sont affectés que dans la formation de biofilms sur alcanes.  
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Tableau III.1 : Caractéristiques phénotypiques des souches dérivées de M. hydrocarbonoclasticus 
JM1 associées à différents types de sources de carbone. 
 
Source de carbone Formule 
Concen- 
tration 
Contenant 
WT 
Différence 
phénotypique 
croissance biofilm aupA aupB aupAB 
substrats solubles 
acide glycolique* C2H4O3 10 mmol.L
-1
 tube - - NT 
  
Na acétate* CH3COONa 20 mmol.L
-1 tube + -    
n-propanol* C3H8O 13 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
Na DL-lactate* NaC3H5O3 20 mmol.L
-1 tube + - 
   
acide propanoique* CH3CH2COOH 10 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
Na butyrate* NaC3H7COO 10 mmol.L
-1 tube + - NT   
Na fumarate* Na2C4H2O4 10 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
acide succinique* C4H6O4 10 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
L-glutamate* C5H9NO4 10 mmol.L
-1
 tube - - NT 
  
L-proline* C5H9NO2 10 mmol.L
-1
 tube + - NT 
  
acide valérique* C5H10O2 9,2 mmol.L
-1 tube - - NT 
  
Na citrate* Na3C6H5O7 10 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
Na adipate* Na2C6H8O4 10 mmol.L
-1 tube + - NT 
  
acide caproique* C5H11COOH 8 mmol.L
-1
 tube + - NT 
  
Na benzoate* NaC7H5O2 10 mmol.L
-1
 tube + - NT 
  
protéose-peptone* extraits protéines 1 g.L-1 tube - - NT 
  
acides casaminés* acides aminés 1 g.L-1 tube + - NT 
  
acide p-hydroxybenzoique* C7H6O3 10 mmol.L
-1 tube - - NT   
tween 20 C58H114O26 0,1 % (v/v) flacon + - NT   
substrats peu/non solubles 
n-octanol* C8H18O 0,1 % (v/v) tube - - NT 
  
cis-3-nonen-1-ol CH3(CH2)4CH=CHCH2CH2OH 0,2 % (v/v) flacon - - 
   
n-dodécane C10H22 0,2 % (v/v) flacon + + V V NT 
méthyl-laurate CH3(CH2)10CO2CH3 0,2 % (v/v) flacon + + 
  
NT 
phénanthrène
◊
 C14 H10 1 g.L
-1 flacon - - NT 
  
n-tétradécane C14H30 0,1 % (v/v) flacon + + NT V V 
1-tétradécène C14H28 0,2 % (v/v) flacon + + 
  
NT 
n-hexadécane* C16H34 0,1 % (v/v) flacon + + V V V 
1-hexadécène C16H32 0,2 % (v/v) flacon + + 
  
NT 
hexadécan-1-ol* CH3(CH2)15OH 15 billes microplaque + + 
   
1-phényldécane C6H5(CH2)9CH3 0,1 % (v/v) flacon + - NT 
  
acide palmitique* CH3(CH2)14COOH 0,28 g microplaque + + 
   
acide oléique CH3(CH2)7CH=CH(CH2)7COOH 0,1 % (v/v) flacon ++ + NT 
  
pristane C19H40 0,1 % (v/v) flacon - - NT 
  
eicosane* C20H42 0,25 g microplaque + + V V NT 
3-eicosanone
◊
 C20H40O 4 mM flacon + -/+ 
   
géranyllinalool C20H34O 0,2 % (v/v) flacon - - 
   
phytol CH3[CH(CH3)(CH2)3]3C(CH3)=CHCH2OH 0,2 % (v/v) flacon - - 
   
heneicosane
◊
 C21H44 1 g.L
-1
 flacon + + NT V V 
18-pentatriacontanone
◊
 C35H70O 4 mM flacon - - 
   
paraffine* CnH2n+2 8 billes microplaque + + V V V 
beta-carotène C40H56 2 g.L
-1 flacon - - 
   
tripalmitine* [CH3(CH2)14COOCH2]2CHOCO(CH2)14CH3 0,28 g microplaque + + 
   
trioléine C57H104O6 0,1 % (v/v) flacon + + NT 
  
hexadécyl-hexadécanoate* CH3(CH2)14CO2(CH2)15CH3 0,18 g microplaque + + NT 
  
acide alginique polysaccharide 0,1 % (v/v) tube - - NT 
   
WT : souche sauvage JM1 ; aupA, aupB, aupAB : respectivement, mutants « knockout » JM2 (ΔaupA::aphA), 
JM3 (ΔaupB::aphA) et JM4 (ΔaupAB::aphA). * : substrat ayant fait l’objet d’une cinétique de croissance 
(Figures III.1, III.2 et article précédent) ; 
◊ : substrat solubilisé dans l’acétone, puis recristallisé après évaporation 
du solvant ; + : croissance ; - : pas de croissance ; NT : souche non testée ; « blanc » : pas de différence 
phénotypique ; « V » : différence phénotypique observée pour la souche mutante concernée par comparaison 
avec la souche sauvage. 
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Figure III.1 : Cinétiques de croissance planctonique des souches dérivées de 
M. hydrocarbonoclasticus JM1 sur différentes sources de carbone solubles. 
WT : souche sauvage JM1 ; aupA, aupB, aupAB : respectivement,  mutants « knockout » JM2 (ΔaupA::aphA), 
JM3 (ΔaupB::aphA) et JM4 (Δ  aupAB::aphA). Croissance planctonique suivie par mesure de la DO600 nm. 
                                   CHAPITRE III : Caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB 
138 
  
Figure III.1 (suite) : Cinétiques de croissance planctonique des souches dérivées de 
M. hydrocarbonoclasticus JM1 sur différentes sources de carbone solubles. 
WT : souche sauvage JM1 ; aupA, aupB, aupAB : respectivement, mutants « knockout » JM2 (ΔaupA::aphA), 
JM3 (ΔaupB::aphA) et JM4 (ΔaupAB::aphA). Croissance planctonique suivie par mesure de la DO600 nm. 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure III.2 : Cinétique de croissance en biofilm 
sur eicosane des souches dérivées de 
M. hydrocarbonoclasticus JM1. 
WT : souche sauvage JM1 ; aupA, aupB, aupAB : 
respectivement, mutants « knockout » JM2 (ΔaupA::aphA), 
JM3 (ΔaupB::aphA) et JM4 (ΔaupAB::aphA). Croissance en 
biofilm suivie par coloration des cellules du biofilm au 
crystal violet (DO595 nm). 
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2. Observation par microscopie confocale du développement de biofilms des souches de 
M. hydrocarbonoclasticus sur hexadécane et paraffine 
Les cellules des souches sauvage (JM1) et mutantes (JM2 (ΔaupA::aphA), JM3 
(ΔaupB::aphA) et JM4 (ΔaupAB::aphA)) de M. hydrocarbonoclasticus ont été observées par 
microscopie confocale à balayage laser afin de comparer l’architecture globale de leurs 
biofilms formés aux interfaces liquide, hexadécane-eau, et solide, paraffine-eau. L’étude a été 
réalisée par l’équipe B2HM, TGUMR 1319 Micalis INRA/AgroParisTech, partenaire du 
projet ANR Blanc AD’HOC, à partir de cellules préparées comme décrit en sections 1.1.4 et 
1.1.2 du Chapitre II. Le protocole d’imagerie est quant à lui décrit dans la section 1.1.5 de ce 
même chapitre. Plus de détails sont disponibles en section 2.4 de l’article précédent. Certaines 
images ont été intégrées aux résultats de l’article exposé précédemment. Dans les Figures III.3 
et III.4.1, sont présentées les images dans lesquelles on peut observer les cellules adhérées aux 
gouttelettes d’hexadécane ou à la surface de la paraffine après 15 min et 3 h de contact des 
cellules avec le HOC et les cellules sessiles du biofilm après 24 h de croissance. Des images 
de biofilms prises au bout de 48 et 72 h sur paraffine sont présentées dans la Figure III.4.2. 
Ces images confirment que les souches mutantes forment un biofilm moins confluent et 
moins épais sur paraffine que la souche sauvage alors qu’aucune déficience dans l’adhésion 
n’est observée (Figure III.4.1). Ces caractéristiques phénotypiques ont été discutées dans 
l’article précédent. De plus, au bout de 48 h de croissance en biofilm sur paraffine, les 
différences phénotypiques observées entre souches mutantes et sauvage sont estompées 
(Figure III.4.2). En revanche, après 72 h, les mutants présentent un démantèlement prématuré 
du biofilm par comparaison avec la souche sauvage qui forme encore à ce stade un biofilm 
confluent à la surface de la paraffine. Cela est révélé par la présence de « trous » (absence de 
cellules) à certains endroits de la surface de la paraffine. Il semblerait donc que les mutants 
aupA, aupB et aupAB soient également affectés dans la durée de vie du biofilm à l’interface 
alcane-eau. De futures expériences pourront se consacrer à l’étude de ce phénomène. Les 
photographies prises sur hexadécane confirment qu’aucun défaut d’adhésion n’est visible 
pour les souches mutantes. Au bout de 24 h de croissance avec cet alcane, les gouttelettes 
d’hexadécane sont effectivement entourées de cellules de Mh mais les photographies ne 
permettent pas de conlure quant à d’éventuelles différences dans l’architecture des biofilms 
formés par les souches mutantes par comparaison avec la souche sauvage (Figure III.3). Il 
serait intéressant de pouvoir effectuer des coupes de biofilms formés autour d’une seule 
gouttelette d’hexadécane comme cela a été réalisé pour la souche sauvage (voir Figure 1.17 
du Chapitre I).   
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Figure III.3 : Observation de cellules des souches dérivées de M. hydrocarbonoclasticus JM1 
adhérées et formant un biofilm sur des goutelettes d’hexadécane.  
Les cellules sont colorées au Syto 61 (rouge). Pour chaque condition, une photographie de microscopie 
confocale (gauche) ainsi que l’image correspondante réalisée en microscopie électronique en transmission 
(droite) sont présentées. WT: souche sauvage JM1; aupA, aupB, aupAB: souches mutantes, respectivement, JM2 
(∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) et JM4 (∆aupAB::aphA). 
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Figure III.4.1 : Observation de cellules des souches dérivées de M. hydrocarbonoclasticus JM1 
adhérées et formant un biofilm à l’interface solide paraffine-eau.  
L’utilisation du Syto 61 permet de visualiser les cellules en rouge et la paraffine en vert. Images en projection 
3D réalisées avec le logiciel IMARIS. GAUCHE : uniquement les cellules adhérées ou du biofilm ; DROITE : 
superposition des cellules et de la paraffine. Pour la condition adhésion 15 min avec le mutant aupAB : 
photographie de microscopie confocale (gauche) et image correspondante réalisée en microscopie électronique 
en transmission (droite). WT: souche sauvage JM1; aupA, aupB, aupAB: souches mutantes, respectivement, JM2 
(∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) et JM4 (∆aupAB::aphA).  
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Figure III.4.2 : Observation de cellules des souches dérivées de M. hydrocarbonoclasticus JM1 
formant un biofilm à l’interface solide paraffine-eau.  
L’utilisation du Syto 9 permet de visualiser les cellules en vert. Images en projection 3D réalisées avec le logiciel 
IMARIS. WT: souche sauvage JM1; aupA, aupB, aupAB: souches mutantes, respectivement, JM2 
(∆aupA::aphA), JM3 (∆aupB::aphA) et JM4 (∆aupAB::aphA).  
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3. Constructions génétiques pour l’obtention du mutant aupA non polaire 
L’article précédent exposant la caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB a 
suggéré que la mutation ∆aupA::aphA présentait un effet polaire sur aupB. Le phénotype dû 
uniquement à l’absence de AupA a pu être observé en ajoutant en trans le gène aupB sous le 
contrôle du promoteur PA1/04/03 porté par un mini-Tn7T (souche JM6, voir Tableau II.1 p 64). 
Cependant, il avait été tenté auparavant d’éliminer cet effet polaire en changeant le sens 
d’insertion de aphA puis en essayant de construire une délétion en phase de aupA. Ces 
stratégies sont détaillées ci-dessous. 
 
3.1. Mutation de aupA par délétion et insertion d’une cassette kanamycine (aphA) 
transcrite dans le même sens que aupA 
La technique utilisée pour créer le nouveau mutant « knockout » de aupA chez JM1 est la 
même que celle utilisée pour créer JM2 (voir l’article précédent, les sections 2.6.1 et 3.1 du 
Chapitre II). Cette nouvelle souche a été appelée JM2 (+) car la transcription de aphA 
s’effectue dans le même sens que l’opéron aupAB. Un fragment de 829 pb contenant une 
partie de la séquence codante de aupA et sa région flanquante en 5’ et un fragment de 628 pb 
de sa séquence codante en 3’ ont été clonés de part et d’autre de la cassette kanamycine, 
permettant de créer une délétion de 683 pb dans aupA, remplacée par la cassette kanamycine 
de 1794 pb. L’allèle sauvage de aupA de JM1 a été ensuite remplacé par cet allèle mutant, 
créant ainsi la souche JM2(+) (Figure III.5). 
Figure III.5 : Schéma de la construction du nouveau mutant « knockout » de aupA par échange 
d’allèle chez M. hydrocarbonoclasticus JM1. 
rpsL, bla, aphA : gènes conférant respectivement la sensibilité à la streptomycine, la résistance à l’ampicilline et 
la résistance à la kanamycine. 
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L’analyse des protéines de JM2(+) par western blot avec des anticorps anti-AupA et anti-
AupB a révélé qu’aucune de ces deux protéines n’était produite par ce mutant (Figure III.6A). 
La non-production de la protéine AupB est sûrement due à l’interruption de la séquence 
codante de aupA par la cassette kanamycine qui perturbe la transcription et/ou la traduction de 
l’opéron entier. Ce problème de polarité est bien connu dans le cas d’ARNm polycistroniques. 
En général, pour les mutants « knockout », si le gène de résistance à un antibiotique qui est 
introduit possède un terminateur de transcription, il entraîne un effet polaire sur le gène situé 
en aval sur la même unité de transcription (Snyder et Champness 2007). Or, dans notre cas, 
nous avons volontairement introduit une cassette kanamycine ne contenant pas de terminateur 
de transcription. L’effet polaire rencontré se situe donc plus vraisemblablement au niveau de 
la traduction. En regardant la structure secondaire de l’ARNm portant l’opéron aupAB à l’aide 
du serveur BiBiServ et de RNAfold (http://bibiserv.techfak.uni-bielefeld.de/rnafold/) 
(Hofacker et al., 1994) (McCaskill 1990) (Zuker et Stiegler 1981), nous avons identifié la 
présence d’une structure secondaire particulière qui chevauche les deux séquences codantes 
de aupA et aupB dans laquelle le codon d’initiation de aupB est situé au niveau d’une épingle 
à cheveux (Figure III.6B). Ce type de structure est courant dans le cas d’ARNm 
polycistroniques et nécessite le passage d’un ribosome au niveau du codon STOP du premier 
gène pour ouvrir la structure et permettre à un autre ribosome de se fixer et initier la 
traduction du second gène (Snyder et Champness 2007). Ainsi, l’interruption de la séquence 
codante de aupA par le gène aphA de résistance à la kanamycine entraînerait un détachement 
prématuré du ribosome de l’ARNm, dès que aphA est traduit. Le ribosome ne peut alors plus 
défaire la structure secondaire particulière pour permettre la traduction de aupB.  
 
 
Figure III.6 : Western blot d’extrait protéique de JM2(+) (A) et structure secondaire de l’ARNm 
de la région chevauchant aupA et aupB (B). 
WT: souche sauvage JM1; JM2 (+) : mutant « knockout » ΔaupA::aphA(+) ; RBS: site de fixation du ribosome. 
Le western blot a été réalisé à partir des protéines totales de JM2 (+) extraites d’une culture sur acétate.  
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La seule alternative pour créer une mutation dans aupA qui ne perturbe pas la 
transcription/traduction du gène aupB situé en aval était la délétion en phase. 
 
3.2. Mutation de aupA par délétion en phase d’une région de sa séquence codante 
La stratégie de mutation par délétion en phase consiste à déléter la totalité ou une partie 
d’un gène en prenant soin de ne pas décaler le cadre de lecture pour ne pas créer de mutation 
non sens entraînant l’arrêt prématuré de la traduction. Tout effet polaire de la mutation est 
écarté et aucune insertion de cassette de gène n’est créée afin de ne pas impacter l’expression 
du/des gène(s) situé(s) en aval. 
Un nouveau plasmide a été construit, le pKOMKm-∆aupA, dans le but de remplacer 
l’allèle sauvage de aupA de JM1 par un allèle mutant produisant une protéine non 
fonctionnelle de 231 acides aminés (contre 452 pour la protéine sauvage). Tout d’abord, le 
plasmide pKAS32-aupA::aphA déjà construit et ayant permis de créer le mutant JM2 
∆aupA ::aphA (article précédent) a été digéré par XbaI puis refermé sur lui-même de sorte à 
créer un nouveau plasmide, le pKAS32-∆aupA dans lequel le gène aupA a été délété de 
666 pb sans décalage du cadre de lecture (Figure III.7). Le gène ∆aupA obtenu par double 
digestion de restriction du pKAS32-∆aupA par MfeI et EcoRV a ensuite été cloné d’un côté de 
la cassette kanamycine portée par le pKOMKm (Figure III.7).  
Figure III.7 : Stratégie de la construction du vecteur pKOMKm-∆aupA. 
rpsL et rpsLMh, bla, aphA : gènes conférant respectivement la sensibilité à la streptomycine (gène de E. coli ou de 
M. hydrocarbonoclasticus SP17 Sm
S), la résistance à l’ampicilline et la résistance à la kanamycine; oriT : origine 
de transfert ; oriR6K : origine de réplication dépendante de la protéine π. 
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Après conjugaison entre la souche parentale M. hydrocarbonoclasticus JM1 et la souche 
donneuse E. coli S17-1 (λpir) / pKOMKm-∆aupA (section 2.6.1 du Chapitre II), la sélection 
des transconjugants ayant intégré le plasmide dans leur chromosome par recombinaison 
homologue a été effectuée sur du milieu EMS contenant du lactate et de la kanamycine à 
100 µg.mL
-1
. 12 clones ont ensuite été repiqués en milieu liquide EMS contenant du lactate 
puis 100 µL d’une dilution au 10-5 de cette culture ont été étalés sur le même milieu 
additionné de streptomycine à 100 µg.mL
-1
 au bout de 42 h de croissance. Les cultures ont été 
repiquées en parallèle en milieu liquide EMS + lactate après dilution au 1/100. Ces cultures 
ont de nouveau été étalées et repiquées de la même manière que précédemment six fois de 
suite. Les clones ayant poussé sur EMS + lactate + streptomycine sont de phénotype Sm
R
 et 
correspondent en théorie soit au type sauvage si le plasmide intégré s’est excisé sans qu’il y 
ait eu l’échange entre les allèles sauvage et mutant, soit au type mutant si l’échange entre 
allèles a eu lieu. Au minimum 800 clones de phénotype Sm
R
 issus de chacun des 
12 transconjugants et de chacun des six repiquages ont ensuite été repiqués sur EMS + lactate 
contenant soit de la kanamycine (100 µg.mL
-1
) soit de la streptomycine (100 µg.mL
-1
).  
Etrangement, parmi les milliers de clones testés, aucun ne s’est avéré être un mutant en 
phase de aupA et ils présentaient tous le phénotype Km
R
, Sm
R
. Or, ce phénotype est en théorie 
impossible :  
- si le plasmide pKOMKm-∆aupA est toujours intégré au chromosome, le gène rpsLMh 
devrait complémenter la mutation rpsLK58T de l’allèle conférant la résistance à la 
streptomycine chez la souche parentale. La souche devrait donc avoir un phénotype 
Km
R
, Sm
S
. 
- si le plasmide s’est excisé entraînant avec lui la copie sauvage ou mutée de aupA, la 
souche devrait être Km
S
, Sm
R
.  
Une résistance spontanée de la souche parentale à la kanamycine n’a jamais été observée. 
L’hypothèse la plus vraisemblable pour expliquer ce phénomène serait donc que la 
complémentation ait été partielle voire inexistante entre les allèles du gène rpsL, ou bien que 
nous ayons isolé des revertants de rpsL, entraînant un phénotype Km
R
, Sm
R
 pour les clones 
ayant intégré le plasmide pKOMKm-∆aupA dans leur chromosome. Cette expérience mérite à 
être répétée afin d’éclaircir ce phénomène. En effet, il paraît tout de même étonnant de ne pas 
avoir retrouvé des clones de phénotype Km
S
, Sm
R 
qui soient de type sauvage. 
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3.3. Conclusion 
Malgré les efforts engagés afin de construire un mutant aupA non polaire, il apparaît 
aujourd’hui difficile de créer une délétion de ce gène par les techniques que nous avons d’ores 
et déjà acquises et expérimentées. Bien que le phénotype uniquement dû à la perte de la 
protéine AupA ait été obtenu par l’intermédiaire d’un mini-Tn7T portant le gène aupB, il nous 
semble important de pouvoir inactiver uniquement le gène aupA. Cela permettrait d’affiner le 
rôle de AupA dans le transport d’alcanes voire d’étudier son mode d’action, en insérant dans 
la souche mutante aupA, via des mini-Tn7T, des copies modifiées de AupA. Ces copies 
seraient générées par mutagenèse dirigée au niveau d’acides aminés précis, choisis selon 
l’alignement de la séquence de la protéine AupA avec celle de la protéine FadL (voir Figure 
S5 de l’article (p 128)). Le mode de transport de cette dernière est connu et a été étudié par 
Hearn et al. (2009) (voir section 2.5.1 du Chapitre I). Ils ont créé des mutants ponctuels de 
FadL dans le but de bloquer le transport des acides gras à longue chaîne, par exemple en 
mutant des acides aminés du site de fixation du substrat situés dans la boucle extracellulaire 
L3 et des acides aminés situés de part et d’autre de l’ouverture latérale du tonneau afin de la 
clôturer. Par analogie, il est envisageable de créer le même type de mutants chez AupA. 
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Préambule 
 
Marinobacter hydrocarbonoclasticus JM1 est capable de dégrader une large gamme de 
HOC par la formation d’un biofilm, structure qui lui permet d’améliorer la biodisponibilité du 
substrat hydrophobe. De plus, cette souche ne forme un biofilm qu’au niveau d’interfaces 
fournissant un substrat hydrophobe qu’elle est capable de métaboliser (alcanes, triglycérides, 
alcanols, esters d’acides et d’alcool gras…) (Klein et al., 2008 ; Klein et al., 2010).  
Les seules études menées jusqu’ici sur les biofilms se développant sur des interfaces 
HOC-eau se sont surtout interessées aux mécanismes prônant le mode de vie en biofilm, en 
occultant la partie précédant cet état de biofilm mature (Cao et al., 2005 ; Fida et al., 2012 ; 
Jung et al., 2011 ; Lauchnor et al., 2011 ; Sabirova et al., 2006 ; Sabirova et al., 2011 ; 
Vaysse et al., 2009). L’étude protéomique réalisée chez M. hydrocarbonoclasticus a montré 
que le développement de biofilms sur HOC met en jeu un grand nombre de fonctions 
cellulaires et de mécanismes moléculaires qui restent encore inconnus (Vaysse et al., 2009). 
Cependant, ces travaux se sont limités à un seul type de substrat, le n-hexadécane, et à une 
seule étape du processus global de formation du biofilm, celle du bofilm mature. Les étapes 
plus précoces telles que la reconnaissance du substrat, l’adhésion et le développement du 
biofilm ont ainsi été occultées, de même que les différences moléculaires qui peuvent 
distinguer des biofilms formés sur différents HOC. 
 
La transition du mode de vie planctonique à une croissance en biofilm implique une série 
temporelle d’événements qui répondent à des signaux environnementaux et bactériens. Il 
semble acquis que la mise en place d’une architecture complexe et des propriétés 
physiologiques nouvelles au sein du biofilm passe par la mise en place de programmes 
génétiques particuliers (Kuchma et O’Toole 2000). L’analyse des profils transcriptomiques 
est devenue un outil de choix pour les microbiologistes qui souhaitent analyser ces 
changements dans l’expression génique. Néanmoins, l’interprétation des résultats de ce type 
d’étude est problématique car l’ARN est extrait à partir de la totalité des cellules du biofilm, 
cellules qui existent dans différents états physiologiques (Franks 2010).  
Une étude de transcriptomique a donc été menée chez la souche Mh JM1 dans le but 
d’identifier des gènes intervenant dans les différentes étapes de la formation du biofilm sur 
HOC, depuis la détection de la nature de l’interface jusqu’au biofilm mature, et ce, sur 
différents types d’interfaces hydrophobes.  
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La technique des micropuces à ADN a permis d’apporter une analyse comparative des 
profils transcriptionnels des cellules de Mh JM1 en condition d’adhésion à des HOC par 
comparaison à un témoin correspondant à des cellules non adhérées, et en condition de 
biofilm sur HOC par comparaison à des cellules en phase exponentielle de croissance sur 
acétate. A notre connaissance, la présente étude représente la première analyse de la réponse 
génétique précoce (dès 15 min d’adhésion) engendrée par des cellules bactériennes à la suite 
de leur contact avec une interface hydrophobe. Différents types de réponses ont été 
considérés, lors de l’adhésion (15 min et 3 h) à une interface hydrophobe hydrocarbonée 
(hexadécane et heptaméthylnonane) ou triglycéridique (trioléine), nutritive (hexadécane et 
trioléine) ou non métabolisable (heptaméthylnonane) et lors du biofilm mature (20 h) 
(hexadécane et trioléine ; l’heptaméthylnonane n’autorisant pas la formation de biofilm car 
non métabolisable).
1
 
  
                                                 
1
 Les résultats de cette étude de transcriptomique ont été présentés par deux oraux réalisés lors des Cinquièmes 
journées thématiques du Réseau National Biofilm qui se sont déroulées à Narbonne en janvier 2012 (Génomique 
fonctionnelle de l’adhésion et de la formation de biofilm sur composés organiques hydrophobes chez 
Marinobacter hydrocarbonoclasticus SP17_ Mounier et al._ 
https://colloque2.inra.fr/var/reseau_national_biofilm/storage/htmlarea/2011/file/6_2%20Mounier.pdf.) et lors du 
congrès international Biofilms 5 qui a eu lieu en décembre 2012 à Paris (A transcriptomic approach to uncover 
the molecular response of Marinobacter hydrocarbonoclasticus SP17 following adhesion to HOC-water 
interfaces_Mounier et al.). 
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1. Conception et hybridation des micropuces à ADN, obtention et évaluation des 
données et analyses statistiques 
1.1. De la conception des micropuces à l’obtention des données brutes 
La construction des puces à ADN « TransMhyPtom 4x72k » dédiées à l’étude de 
l’expression du génome de M. hydrocarbonoclasticus a été réalisée « à façon » par la société 
Roche NimbleGen. Le marquage des ADNc, l’hybridation des puces et la lecture des résultats 
ont été confiés à la plate-forme Biopuces de l’INSA de Toulouse. Un ensemble de six 
oligonucléotides de 45 à 60 mer spécifiques de chaque objet génomique (59 séquences non 
codantes (ARNt et ARNr), 3807 séquences codantes, 1739 régions intergéniques de taille 
supérieure à 60 pb) a été dessiné à partir de la séquence du génome de Mh SP17 (Grimaud 
et al., 2012). Trois de ces oligonucléotides se positionnent sur le brin sens et les trois autres, 
inverses complémentaires aux premiers, sur le brin anti-sens. Ils ont été choisis de façon à 
représenter les extrémités 5’ et 3’ ainsi que la partie centrale de chaque objet génomique. Ces 
oligonucléotides ont été synthétisés en double sur les micropuces en même temps que 6186 
séquences aléatoires ne présentant aucune similarité de séquence avec le génome de Mh SP17. 
Chaque zone d’hybridation (puce) permet ainsi d’obtenir 12 valeurs brutes d’hybridation pour 
chaque objet génomique et un ensemble de données complémentaires permettant de corriger 
et valider statistiquement les résultats et d’avoir une bonne représentativité du comportement 
de l’ensemble du génome. L’analyse a été faite à partir de trois répétitions biologiques pour 
chaque condition, permettant d’affermir la validité statistique des résultats obtenus. 
 
Les ADNc ont été préparés selon les protocoles décrits en sections 2.1.2 et 2.2 du 
Chapitre II. Au total, 8 conditions distinguant les différents processus de la formation du 
biofilm ont été définies :  
- 15 min et 3 h d’adhésion sur différentes interfaces hydrophobes nutritive (hexadécane, 
trioléine) ou non (heptamethylnonane + acétate = HMNAc). Pour le cas du HMN, 
alcane non métabolisable par la souche, l’ajout d’acétate permet de s’affranchir de la 
réponse génétique due à carence carbonée. Dans ce cas, la consommation du substrat 
ne s’opère non plus à l’interface HOC-eau mais dans la phase aqueuse. Les cellules 
adhérées ont été préparées selon le protocole décrit en section 1.1.4 du Chapitre II. 
- biofilm mature sur hexadécane et trioléine. Les biofilms ont été préparés comme 
indiqué en section 1.1.2 du Chapitre II et récupérés après 20 h de croissance. 
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- un témoin adhésion : réalisé sur une partie des cellules préparées pour les conditions 
adhésion 15 min et 3h et qui correspondent donc au temps T0 de l’adhésion. 
- un témoin biofilm : réalisé sur des cellules en phase exponentielle de croissance 
planctonique sur acétate ; témoin identique à celui utilisé lors de l’étude protéomique. 
Les cellules ont été préparées selon le protocole décrit en section 1.1.1 du Chapitre II. 
 
1.2. Traitement et analyse statistique des données 
L’analyse des données brutes a été réalisée en utilisant le serveur ANAIS 
(http://anais.versailles.inra.fr) (Simon et Biot 2010) qui fonctionne avec le logiciel R et les 
outils d’analyses développés par le projet Bioconductor (http://www.bioconductor.org/). 
Les données obtenues pour les séquences intergéniques n’ont pas été prises en considération 
pour les analyses suivantes.  
La première étape de l’analyse a consisté à vérifier la qualité des hybridations. Il s’agit de 
comparer les valeurs d’hybridation obtenues entre les oligonucléotides identiques (répartis de 
façon aléatoire) pour évaluer l’homogénéité des hybridations au sein d’une même puce et 
entre les différentes répétitions biologiques. D’autre part, la comparaison des valeurs 
d’hybridation entre les oligonucléotides différents entre les répétitions biologiques permettent 
d’estimer la reproductibilité des résultats. Cette première analyse a entraîné l’élimination 
d’une puce sur les trois utilisées pour chacune des conditions, sauf pour les conditions 
d’adhésion 15 min sur trioléine et 3 h sur HMNAc et pour la référence acétate T0. 
Après ce tri, les données brutes ont été normalisées selon la méthode RMA (Robust 
Multichip Average) (Bolstad et al., 2003) : une première normalisation intra-puce qui permet 
de corriger les intensités du bruit de fond en se basant sur une moyenne robuste des log2 des 
intensités, et une normalisation inter-puces, à l’aide de la méthode des quantiles, qui permet 
d’homogénéiser les intensités entre les différentes puces (Amaratunga et Cabrera 2001) 
(Bolstad et al., 2003).  
Les niveaux d’expression des gènes ont ensuite été obtenus en résumant, à l’aide de la 
méthode Median Polish (Mosteller et Tukey 1977), le jeu de données des valeurs du log2 des 
intensités normalisées pour les six sondes à une valeur par gène. Ce traitement fournit des 
estimations robustes en utilisant les médianes plutôt que les moyennes, ce qui rend la méthode 
moins sensible aux données extrêmes. 
Les gènes ont été considérés comme différentiellement exprimés par rapport à la condition 
de référence (acétate pour les conditions biofilm ou T0 pour les conditions adhésion) à partir 
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d’un rapport de 1,3 et une valeur de p-value inférieure ou égale à 0,05 après un test ANOVA 
(FDR) (Benjamini et Hochberg 1995) (Wasserman 2003).  
 
2. Résultats et discussion 
2.1. Observation par microscopie confocale des cellules préparées pour l’étude de 
transcriptomique 
Une analyse préliminaire en microscopie confocale à balayage laser a été réalisée sur des 
suspensions cellulaires mises dans les mêmes conditions que celles utilisées pour préparer les 
sondes ADNc qui ont servi à hybrider les puces à ADN. Il s’agissait en particulier de 
confirmer que les cellules étaient bien en contact avec l’interface HOC-eau dès 15 min et 3 h 
d’adhésion. Les observations ont été réalisées en collaboration avec l’équipe B2HM de 
l’UMR INRA/AgroParisTech 1319 Micalis, partenaire du projet ANR Blanc AD’HOC 
(Figure IV.1). L’information apportée par ces photographies est d’un grand intérêt quant à 
l’interprétation des résultats de transcriptomique car elles confirment que des cellules de 
Mh JM1 sont adhérées aux microgouttelettes (ici de l’hexadécane) et que des clusters de 
cellules sont visibles à l’interface HOC-eau dès 15 min de contact. La présence d’une telle 
concentration cellulaire à l’interface ne peut pas être le résultat d’une multiplication cellulaire 
(15 min de contact) mais doit plutôt résulter de phénomènes physico-chimiques ayant entraîné 
les cellules à s’agglutiner à l’interface. Ainsi, les réponses génétiques des cellules préparées 
selon ce protocole sont bien celles de cellules adhérées à une interface hydrophobe.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.1 : Images de microscopie confocale des cellules de Mh JM1 adhérées à des goutelettes 
d’hexadécane. 
Les cellules sont visualisées par coloration au Syto 9 (vert). On peut observer des clusters de cellules autour des 
goutelettes d’hexadécane. 
            CHAPITRE IV : Etude transcriptomique de l’adhésion et de la formation de biofilms 
156 
2.2. Analyse transcriptomique globale des cellules adhérées et du biofilm formé aux 
interfaces HOC-eau 
2.2.1. La formation du biofilm sur HOC affecte l’expression d’un grand nombre 
de gènes 
L’analyse des résultats de transcriptomique montre que l’expression de 2693 gènes sur les 
3875 gènes codants ou non codants testés est affectée au cours des différentes étapes de la 
formation du biofilm (toutes conditions confondues). La représentation des variations 
d’expression en fonction des conditions testées par rapport aux conditions témoins et en 
tenant compte de la valeur statitistique de cette variation (p-value) permet d’identifier quatre 
phénomènes (Figure IV.2) :  
 une modulation de l’expression génique quel que soit le HOC testé ;  
 les gènes ne montrant pas d’expression différentielle dans les limites fixées à partir 
des données statistiques (-1,3 < r < 1,3) représentent le groupe majoritaire, quelle 
que soit la condition ;  
 les valeurs de p-value révèlent une très bonne significativité des rapports 
d’expression avec une majorité de gènes montrant des différences d’expression 
avec une valeur de p-value ≤ 0,01 ; 
 il y a un nombre comparable de gènes sur- et sous-exprimés, ce qui est 
caractéristique de la mise en place de programmes génétiques complets en réponse 
aux changements de conditions de culture. 
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Figure IV.2 : Répartition du nombre de gènes différentiellement exprimés selon la valeur du 
ratio d’expression et de la p-value associée.   
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Une autre représentation de ces résultats consiste à ne s’intéresser qu’aux seuls gènes 
différentiellement exprimés de façon significative (ratio d’un cutoff de 1,3 et p-value ≤ 0,05) 
et à représenter le nombre de gènes sur- et sous-exprimés en fonction du stade de 
développement du biofilm (Figure IV.3). Cette représentation confirme que plusieurs 
centaines de gènes sont différentiellement exprimés dès 15 min d’adhésion, et ce, quel que 
soit le HOC, impliquant une réponse très rapide des cellules à la présence d’une interface 
hydrophobe. De plus, les tendances sont différentes selon la nature du composé et le stade de 
développement du biofilm. En effet, 21 % des gènes sont différentiellement exprimés dès 
15 min de contact avec l’hexadécane, 4 % en présence de trioléine et 12 % avec 
l’heptaméthylnonane-acétate (HMNAc). Par la suite, la tendance s’inverse avec la modulation 
de l’expression de 14 % des gènes après 3 h d’adhésion avec l’hexadécane, 55 % avec la 
trioléine et 22 % en présence de HMNAc. Enfin, les cellules sessiles du biofilm modifient leur 
transcriptome à hauteur de 15 % lorsque celui-ci se développe sur hexadécane et 27 % sur 
trioléine. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.3 : Evolution du nombre de gènes différentiellement exprimés au cours de la 
formation du biofilm. 
Les gènes différentiellement exprimés considérés sont ceux dont les valeurs de rapport d’expression sont ≥ 1,3 
ou ≤ -1,3 et ayant une p-value associée ≤ 0,05. 
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Par ailleurs, le mode de vie en biofilm induit un changement global du transcriptome des 
cellules avec des centaines de gènes qui sont différentiellement exprimés mais ce nombre 
reste inférieur à ceux retenus en condition d’adhésion, impliquant une modification 
d’expression génique moins prononcée. Ce phénomène peut s’expliquer de façon triviale en le 
liant à la différence de préparation des échantillons de référence utilisés. Il peut également 
s’expliquer de façon biologique en considérant que les cellules sont présentes à différents 
états physiologiques dans un biofilm mature et sont englobées dans un système de plusieurs 
microns d’épaisseur (environ 20 µm). Certaines cellules sont proches du substrat alors que 
d’autres sont sur le point de s’en détacher (Stewart et Franklin 2008). Ces caractéristiques 
pourraient avoir tendance à « écraser » la réponse génétique spécifique aux cellules en 
croissance au sein du biofilm, laissant ressortir uniquement les gènes qui sont 
différentiellement exprimés par la majorité des cellules du biofilm. Cette idée a été 
commentée par Stewart et Franklin (2008) et par Coenye (2010). 
 
Compte-tenu de la quantité relativement élevée de conditions testées et des différents 
profils d’expression possibles pour chaque gène, une analyse de ces résultats ne peut se faire 
qu’au travers de procédures de tri et de regroupements en fonction de critères tels que la 
similarité de profils d’expression, la fonction biologique associée aux différents gènes ou la 
co-expression avec des gènes d’intérêt. La suite de l’exposé s’attachera à commenter les 
résultats qui ressortent d’une première analyse. 
 
2.2.2. La nature de l’interface et la cinétique de formation du biofilm influencent 
la réponse transcriptomique 
Les réponses transcriptomiques globales associées à la nature de l’interface et à l’étape de 
la cinétique de formation du biofilm ont été comparées et hiérarchisées en utilisant la méthode 
de Hierarchical Clustering proposée par le logiciel MeV sur la suite logicielle TM4 d’analyse 
de données de micropuces (version 4.8.1) (http://www.tm4.org/mev.html) (Saeed et al., 
2003). Les résultats de la figure IV.4 indiquent premièrement que la hiérarchisation des 
groupes de données s’est faite essentiellement selon la condition physiologique plutôt que 
selon le type de HOC utilisé (alcane métabolisable ou non, triglycéride). En effet, les deux 
conditions biofilm sont regroupées entre elles et les profils d’expression génique des cellules 
sessiles sont bien distincts de ceux des cellules adhérées. Cependant, l’adhésion sur 
hexadécane est un facteur entraînant une divergence dans la réponse comparativement à 
l’adhésion sur trioléine et HMNAc, deux HOC qui sont pourtant très différents tant dans leur 
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type (triglycéride/alcane) que dans leur nature (métabolisable/non métabolisable). De façon 
surprenante, les conditions hexadécane ne se regroupent pas entre elles et la réponse 
génétique engendrée au bout de 3 h d’adhésion sur cet hydrocarbure se détache de toutes les 
autres conditions d’adhésion. Ces particularités peuvent être expliquées de plusieurs façons 
mais sans pouvoir être précisément clarifiées. La plus simple serait de considérer que les 
réponses génétiques face à différents HOC peuvent être associées à des réponses cellulaires 
plus étalées dans le temps. En d’autres termes, même si les réponses aux différents HOC 
pourraient être similaires, un décalage dans le temps pourrait donner des résultats différents à 
15 min et 3 h.  
   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.4 : Comparaison des profils d’expression géniques entre les huit conditions 
physiologiques. 
La clusterisation a été réalisée à l’aide de Mev. Les paramètres utilisés sont : coefficient de relation de Pearson et 
un rapport moyen.  
 
2.2.3. Tous les processus biologiques sont impliqués ainsi qu’une forte proportion 
de gènes de fonctions inconnues 
L’annotation du génome de Mh SP17 (Grimaud et al., 2012) a permis d’affilier les gènes à 
des catégories fonctionnelles définies selon la classification BioProcess basée sur le « CMR 
JCVI Role IDs » (http://cmr.jcvi.org/cgi-bin/CMR/RoleIds.cgi). Un tableau extrait de ce site 
web répertoriant les différentes classes fonctionnelles est disponible en Annexe 2 (p 245).  
En s’intéressant de plus près aux classes fonctionnelles auxquelles les gènes 
différentiellement exprimés appartiennent, on peut remarquer que tous les processus 
cellulaires sont affectés, quelle que soit la condition testée (Figure IV.5). La première 
remarque qui peut être faite est l’homogénéité de réponse à chaque stade de formation du 
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biofilm. En effet, pour chacune des trois étapes de développement du biofilm, les gènes 
différentiellement exprimés appartiennent aux mêmes catégories fonctionnelles quel que soit 
le HOC et ce, dans des proportions équivalentes (Figure IV.5). Il est cependant à souligner 
qu’en condition d’adhésion 15 min, les catégories regroupant des gènes impliqués dans le 
transport et le métabolisme intermédiaire central sont les plus représentées en présence 
d’hexadécane alors que l’adhésion à la trioléine implique la plus forte proportion de gènes 
impliqués dans des fonctions de régulation. D’autre part, la catégorie « expression génique » 
est toujours parmi les plus représentées dans celles qui sont surexprimées en conditions 
d’adhésion. Ceci est en particulier vrai dans la condition HMNAc en parralèlle avec la 
catégorie « métabolisme énergétique ». En condition de biofilm, la répartition des classes est 
relativement homogène excepté pour la trioléine qui induit la sous-expression d’un grand 
nombre des gènes impliqués dans l’expression, essentiellement codant pour des protéines 
ribosomales.  
 
Par ailleurs, il est intéressant de noter que les gènes de fonctions inconnues représentent 
plus de la moitié du nombre total de gènes qui sont différentiellement exprimés quel que soit 
le HOC utilisé et le stade de développement du biofilm considéré. Cette proportion importante 
suggère que de nombreux mécanismes intervenant dans la détection spécifique de la nature et 
du type de l’interface, l’adhésion et le développement du biofilm sont encore inconnus et 
renforcent l’intérêt de ce type de travail. En effet, cela permet d’entrevoir de nombreuses 
possibilités quant au choix de gènes de fonctions inconnues à étudier par la suite dans le but 
d’enrichir nos connaissances dans le fonctionnement des biofilms se développant sur des 
interfaces hydrophobes nutritives. D’autres études de transcriptomique menées dans d’autres 
circonstances sur les bactéries Caulobacter crescentus (Hottes et al., 2004), Desulfovibrio 
vulgaris (Plugge et al., 2010) et Pseudomonas putida (Frank et al., 2011) par exemple ont 
aussi rapporté une part importante de gènes codant pour des protéines hypothétiques parmi 
ceux étant différentiellement exprimés, suggérant que ce phénomène n’est pas isolé et 
spécifique à Mh JM1.  
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.5 : Répartition des gènes différentiellement exprimés dans les huit conditions physiologiques en fonction des catégories fonctionnellles. 
Les résultats sont représentés en pourcentage de gènes différentiellement exprimés appartenant à une catégorie fonctionnelle donnée par rapport au nombre total de gènes 
différentiellement exprimés. HMNAC : heptaméthylnonane + acétate. La catégorie « Fonction inconnue » regroupe les processus biologiques « Unknown 
function/Hypothetical proteins + Unclassified » ; la catégorie « Métabolisme ADN » regroupe les processus biologiques « Purines, pyrimidines, nucleosides, and nucleotides 
+ DNA metabolism » ; la catégorie « Expression des gènes » regroupe les processus « Amino acid biosynthesis + Transcription + Protein synthesis ». 
1
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2.3. La formation d’un biofilm passe par des réponses génétiques caractéristiques et 
spécifiques 
2.3.1. Induction des gènes du catabolisme des alcanes en présence d’hexadécane 
Dès 15 min d’adhésion, des gènes connus pour intervenir dans les premières étapes du 
catabolisme des alcanes sont spécifiquement induits en présence d’hexadécane. Cette 
observation a pour intérêt majeur de valider les résultats de cette étude transcriptomique en 
mettant en avant des gènes dont le rôle est conforme à la présence de l’hexadécane comme 
substrat carboné. 
Une alcane 1-mono-oxygénase terminale (MARHY2735, homologue à AlkM 
d’Acinetobacter sp. ADP1) et une alcane hydroxylase à cytochrome P450 (MARHY2838, 
homologue à une protéine de Pseudomonas putida) sont surexprimées à tous les stades de 
développement du biofilm. C’est aussi le cas pour une ferredoxine 2Fe-2S (MARHY2837), 
une ferredoxine reductase (MARHY2840), protéines impliquées dans l’oxydo-réduction et une 
alcool déshydrogénase (MARHY2839, homologue à AlkJ de P. putida) qui produit l’aldéhyde 
dérivé de l’alcane (Tableau IV.1). Ces activations précoces suggèrent que la souche est 
capable de détecter en 15 min la nature du HOC (alcane métabolisable), pour le transporter et 
le métaboliser.  
 
Tableau IV.1 : Ratios d’expression des gènes du catabolisme des alcanes différentiellement 
exprimés par les cellules de M. hydrocarbonoclasticus JM1. 
 
CDS GENE PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY0477 aupB protéine exportée putative       1,56  
MARHY0478 aupA transporteur d'alcane       1,66  
MARHY2735 alkM alcane mono-oxygénase 2,76 
  
2,84 
  
3,40 
 
MARHY2837 fdx ferredoxine  3,34 
  
2,94 
 
-1,67 4,56 
 
MARHY2838 ahpG2 alcane hydroxylase 3,11 
 
-1,34 3,16 
 
-1,39 2,72 
 
MARHY2839 alkJ alcool déshydrogénase 2,27 
  
1,79 
 
-1,40 1,83 
 
MARHY2840 ahpH ferredoxine réductase 1,52 
 
-1,31 1,52 
 
-1,32 1,56 
 
MARHY2842 alkL transporteur d'alcane -1,53 
   
-2,19 -1,86 
  
MARHY2843 alkK acyl-CoA synthetase -1,53        
MARHY2848 alkS régulateur -1,58 
 
-1,36 -1,38 -2,87 -2,30 
 
1,53 
MARHY2849 alkT rubrédoxine réductase -1,31 
 
-1,35 -1,49 
 
-2,04 
 
1,70 
MARHY3474 alkH aldéhyde déshydrogénase 1,45        
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate ; Fond 
bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ;  Fond rouge : ratio d’expression ≥ 1,3.  
 
L’induction des gènes du catabolisme des alcanes par les cellules de Mh JM1 en condition 
de biofilm sur hexadécane est cohérente avec les résultats obtenus par Sabirova et al. (2011) 
chez Alcanivorax borkumensis SK2 en croissance en biofilm sur du Permanox
®
 en présence 
d’hexadécane. De façon similaire aux mécanismes induits par les cellules du biofilm de 
            CHAPITRE IV : Etude transcriptomique de l’adhésion et de la formation de biofilms 
164 
Mh JM1, des gènes intervenant dans l’oxydation terminale des alcanes ont été retrouvé 
surexprimés par les cellules du biofilm d’A. borkumensis SK2 : deux alcane mono-
oxygénases, des « flavin-binding » mono-oxygénases, un cytochrome P450 et une aldéhyde 
réductase ; certains de ces gènes avaient déjà été identifiés par protéomique (Sabirova et al., 
2006). La présente étude précise que chez Mh JM1, ces gènes sont induits dès 15 min 
d’adhésion.  
 
D’autre part, une protéine homologue au transporteur d’alcanes AlkL est sous-exprimée 
voire non différentiellement exprimée par les cellules de Mh JM1, supposant que ce 
transporteur n’est pas requis pour le transport de l’hexadécane lors du développement de 
biofilm (Tableau IV.1). Les résultats obtenus lors de la caractérisation fonctionnelle des gènes 
aupA et aupB (Chapitre III) suggéraient qu’ils intervenaient dans le transport des alcanes. 
Les résultats de transcriptomique présentés ici, conformément à ceux de protéomique décrits 
par Vaysse et al. (2009), montrent que ces deux gènes sont surexprimés uniquement en 
condition de biofilm sur hexadécane, respectivement de 1,66 et 1,56 fois par rapport à la 
référence (Tableau IV.1). Ces données confortent le rôle des gènes aupA et aupB dans le 
transport d’alcanes chez Mh JM1. 
Par ailleurs, un homologue au régulateur positif AlkS de l’opéron alk chez P. putida est 
sous-exprimé ici en condition d’adhésion sur hexadécane, suggérant qu’il ne peut constituer 
un régulateur des gènes du catabolisme de cet alcane chez Mh JM1 (Tableau IV.1). Aucun 
candidat suceptible de jouer le rôle de régulateur dans cette voie métabolique n’a cependant 
été identifié comme différentiellement exprimé.  
Enfin, on peut aussi noter que certains des gènes du catabolisme des alcanes qui sont 
surexprimés en condition hexadécane sont sous-exprimés en présence d’HMNAc, un isomère 
de l’alcane ; la souche reconnaîtrait son caractère non métabolisable et réprimerait en réponse 
la voie du catabolisme des alcanes (Tableau IV.1).  
 
 
D’après ces résultats de transcriptomique, la localisation subcellulaire des protéines AupA 
et AupB chez Mh JM1 (Chapitre III), ainsi que la localisation des protéines du catabolisme 
des alcanes présentée par van Beilen et al. (2001) chez P. putida GPo1 (Figure I.3 du 
Chapitre I), une étape initiale de dégradation des alcanes chez Mh JM1 peut être proposée 
(Figure IV.6). 
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Figure IV.1.6 : Voie métabolique putative du transport et de la dégradation initiale des alcanes 
chez M. hydrocarbonoclasticus JM1. 
AupA et AupB : protéines impliquées dans le transport d’alcanes (une quelconque interaction physique entre ces 
deux protéines pour permettre le transport n’est qu’hypothétique) ; AlkM : alcane mono-oxygénase ; AlkJ : alcool 
déshydrogénase ; AlkH : aldéhyde déshydrogénase ; Fdx : ferredoxine ; Fdx red : ferredoxine réductase ; Cyt : 
cytochrome ; EXT : milieu extracellulaire ; ME : membrane externe ; P : périplasme ; MI : membrane interne ; 
INT : milieu intracellulaire.  
 
2.3.2. Gènes de flagelle, des pili et du chimiotactisme : un même profil 
d’expression 
Des gènes de flagelle sont surexprimés en condition d’adhésion et sont sous-exprimés 
dans le biofilm (Figure IV.7A et Annexe 3 (p 249)). Ce profil est corrélé avec l’expression 
des gènes impliqués dans les systèmes de transduction du signal du chimiotactisme qui 
contrôlent les flagelles (Figure IV.7A et Annexe 3 (p 250). Les gènes codant pour CheW, A, 
Z, Y et R, ainsi que pour une histidine kinase, sont effectivement surexprimés dans les 
conditions d’adhésion. De plus, nous avons identifié une protéine réceptrice qui pourrait 
potentiellement compléter ce système, MARHY2959. Elle est acceptrice de groupement 
méthyle et possède le même profil d’expression que les gènes codant pour ces protéines 
(Figure IV.7B). De manière surprenante, le système à deux composants FleR/FleS qui 
contrôle la transcription des gènes du flagelle semble avoir une régulation différente selon le 
stade de développement du biofilm. En effet, après 15 min d’adhésion, les gènes fleS et fleR 
sont surexprimés spécifiquement en présence d’hexadécane alors qu’ils le sont 
spécifiquement en présence de trioléine après 3 h d’adhésion (Annexe 3 (p 249)).  
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Par ailleurs, des gènes de pili de type IV et fimbriae possèdent le même profil 
d’expression que les gènes de flagelle et du chimiotactisme (Figure IV.7A et Annexe 3 (p 
251)). Il est aussi intéressant de noter que les gènes appartenant à ces trois catégories forment 
pour la plupart des clusters d’expression suggérant une régulation commune (gènes de 
flagelle : MARHY1303-MARHY1309, MARHY1315-MARHY1319, MARHY1327-MARHY1329 
et MARHY2171-MARHY2181 ; gènes du chimiotactisme : MARHY1330-MARHY1338 et 
MARHY3675-MARHY3678 ; gènes de pili : MARHY0697-MARHY0701, MARHY0739-
MARHY0742 et MARHY3671-MARHY3674). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.7 : Nombre de gènes de flagelle, du chimiotactisme et de pili sur- ou sous-exprimés 
selon le stade de développement du biofilm (A) et protéines du système du chimiotactisme chez 
E. coli (B) (d’après Sourjik et Armitage, 2010). 
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Les raisons biologiques sous-tendant l’expression des gènes de flagelle et de pili lors de 
l’adhésion pourraient être liées à une forme de mobilité à l’interface HOC-eau chez Mh JM1 
ainsi qu’à la nécessité qu’auraient les cellules à rester adhérées à l’interface hydrophobe. Il est 
en effet connu que les pili jouent le rôle d’adhésines qui permettent à la fois de reconnaître 
une surface et de s’y fixer. Ce rôle est moins clair en ce qui concerne les flagelles. Ces 
appendices pourraient également intervenir dans le rassemblement des cellules qui conduit à 
la formation de microcolonies lors des premières heures de la formation du biofilm.  
La surexpression des gènes du système du chimiotactisme indique que ce système régirait 
la mobilité des cellules de Mh JM1 à l’interface. Ce système est connu pour diriger les 
bactéries mobiles selon les gradients chimiques pour leur permettre de migrer vers la 
molécule attractive (ici le substrat) par exemple (Sourjik et Armitage 2010) (Wadhams et 
Armitage 2004). Dans le cas des interfaces HOC-eau qui sont étudiées ici, les interfaces ne 
sont pas homogènes et continues puisque des microgouttelettes de HOC se forment. Les 
cellules de Mh JM1 mises au contact de ces interfaces doivent faire face à des gradients de 
solutés (le substrat est fourni par la face hydrophobe, les autres nutriments proviennent de la 
phase aqueuse) et des zones où la concentration en substrat est supérieure. Ce sont autant de 
phénomènes qui peuvent expliquer le déclenchement du système du chimiotactisme qui 
contrôle le moteur flagellaire afin de diriger les bactéries vers les zones de plus forte 
concentration en substrat.  
 
2.3.3. Gènes de polysaccharides et de prophages : un même profil d’expression 
Des gènes de polysaccharides (lipopolysaccharides, capsulaires, PGA (polymère linéaire 
du N-acétyl-D-glucosamine)) et de prophages, intégrases et transposases possèdent le même 
profil d’expression (Figure IV.8 et Annexe 3 (p 251-253)) : ils sont surexprimés par les 
cellules du biofilm alors qu’ils sont sous-exprimés en condition d’adhésion et un grand 
nombre de ces gènes est regroupé sur le génome (polysaccharides : MARHY1635-
MARHY1660 et MARHY2532-MARHY2557 ; prophages, transposases, intégrases : 
MARHY1124-MARHY1139). Ce profil est exactement l’inverse de celui observé pour les 
gènes de flagelle, des pili et du chimiotactisme.  
Un même profil d’expression génique a été observé chez des cellules de biofilms cliniques 
prélevés sur des patients infectés de façon chronique par Pseudomonas aeruginosa qui 
surexpriment les gènes codant pour les polysaccharides en même temps qu’elles sous-
expriment ceux codant pour les flagelles (Yang et al., 2011). Bien que le fonctionnement de 
ce type de biofilm ne soit certainement pas gouverné par les mêmes mécanismes que les 
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biofilms se développant sur des interfaces hydrophobes nutritives, il apparaît cependant que 
des caractéristiques communes évidentes sont partagées par les cellules de ces deux bactéries. 
 
La surexpression de gènes de polysaccharides en condition de biofilm par Mh JM1 corrèle 
avec la création d’une matrice extracellulaire dans laquelle les cellules sont englobées. En 
effet, il est connu que les polysaccharides interviennent dans la composition de la matrice 
pour permettre la stabilité mécanique du biofilm et définir son architecture mais aussi afin de 
créer un réseau hydraté nécessaire à la survie des cellules (Flemming et Wingender 2010). 
Des données quant à la composition de la matrice du biofilm formé par Mh JM1 sur 
hexadécane et l’observation par microscopie électronique des échantillons de cette matrice 
font partie du travail d’un post-doctorant et seront très bientôt disponibles et pourront 
compléter cette analyse. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.8 : Nombre de gènes de polysaccharides et prophages sur- ou sous-exprimés selon le 
stade de développement du biofilm. 
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2.3.4. Autres gènes dont l’expression est caractéristique 
- La protéine LapA 
Une protéine d’adhésion homologue à LapA (Large Adhesive Protein) est surexprimée en 
condition d’adhésion 15 min et 3 h pour tous les substrats alors qu’elle est sous-exprimée par 
les cellules du biofilm. Ce profil d’expression particulier suggère que cette protéine pourrait 
être impliquée dans l’adhésion irréversible au support (=substrat) de Mh JM1 dans les 
premières étapes de la formation du biofilm comme c’est le cas de LapA (Large Adhesive 
Protein) chez Peudomonas fluorescens Pf0-1 (Ivanov et al., 2012) (voir section 2.3.1 du 
Chapitre I).  
 
- Gènes de protéines ribosomales et de synthèse des acides aminés 
Un profil d’expression très caractéristique et assez atypique des gènes codant des 
protéines ribosomales et intervenant dans la synthèse d’acides aminés a été relevé (Figure 
IV.9 et Annexe 3 (p 254-256)). En effet, un très grand nombre de ces gènes sont 
différentiellement exprimés, surtout en réponse à la trioléine et au HMNAc. La surexpression 
de ces gènes en condition d’adhésion est similaire à celle observée pour les gènes de mobilité 
et intervenant dans le système du chimiotactisme. Il est cependant surprenant que les voies de 
biosynthèse des acides aminés et d’expression génique soient sous-exprimées en condition de 
biofilm alors même que les cellules de biofilm sont considérées comme étant 
métaboliquement actives et pour certaines d’entre elles en division. Cette notion reste à ce 
jour inexpliquée. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.1.9 : Nombre de gènes codant pour des protéines ribosomales et de synthèse d’acides 
aminés sur- ou sous-exprimés selon le stade de développement du biofilm. 
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Cependant, cette caractéristique a été retrouvée chez Desulfovibrio vulgaris dont les 
cellules du biofilm formé sur du verre sous-expriment des gènes codant des protéines 
ribosomales et intervenant dans la synthèse de protéines par comparaison avec des cellules en 
croissance planctonique sur lactate (Clark et al., 2012). Cette sous-expression serait due à une 
activité métabolique des cellules sessiles au moins deux fois inférieure à celle des cellules 
planctoniques en phase exponentielle de croissance ; par analogie, cette idée pourrait 
expliquer le profil d’expression des gènes codant pour des protéines ribosomales et de 
synthèse d’acides aminés observé chez Mh JM1.  
 
- PQQ (Pyrroloquinoléine quinone) 
La pyrroloquinoléine quinone (PQQ) est un cofacteur utilisé par certaines enzymes 
d'oxydo-réduction et on la trouve notamment associée à des alcool déshydrogénases telles que 
celle surexprimée par les cellules de Mh JM1 en présence d’hexadécane (MARHY2839). Les 
quatre gènes du génome de Mh JM1 codant pour la synthèse de ce cofacteur sont surexprimés 
uniquement en condition d’adhésion alors qu’ils sont sous-exprimés dans les cellules du 
biofilm (Tableau IV.2). De façon interéssante, deux gènes codant pour des quinoprotéines 
(utilisant le PQQ comme cofacteur enzymatique) possèdent le même profil d’expression que 
les gènes de synthèse de ce coenzyme.  
Ce cofacteur est impliqué dans le transfert d’électron et sa production de façon libre par 
des bactéries méthylotrophes induit la stimulation de la croissance par réduction du temps de 
latence (Ameyama et al., 1988 ; Anthony 2001). La surexpression des gènes codant pour la 
PQQ par les cellules de Mh JM1 lorsqu’elles adhèrent à l’interface hydrophobe pourrait donc 
être en lien avec un besoin respitaroire intense car un grand nombre d’enzymes d’oxydo-
réduction sont d’ores et déjà exprimées.  
 
Tableau IV.2 : Ratios d’expression des gènes de biosynthèse du coenzyme PQQ et codant pour 
des quinoprotéines. 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY3254 coenzyme PQQ synthesis protein E (Coenzyme PQQ 
synthesis protein III) 
1,30 
 
1,40 
 
1,94 
 
-1,40 -1,60 
MARHY3255 coenzyme PQQ synthesis protein D (Coenzyme PQQ 
synthesis protein II) 
1,44 
 
1,54 
 
2,08 1,37 -1,41 -1,41 
MARHY3256 coenzyme PQQ (pyrroloquinoline quinone) synthesis 
protein C (Coenzyme PQQ synthesis protein I) 
1,58 1,39 1,57 
 
2,15 1,31 -1,42 -2,02 
MARHY3257 coenzyme PQQ synthesis protein B (Coenzyme PQQ 
synthesis protein V) 
1,73 1,49 1,88 
 
2,72 1,45 -1,71 -2,57 
MARHY3265 Quinoprotein ethanol dehydrogenase precursor (QEDH) 1,89 1,77 1,81  2,24 1,37 -1,3 -1,5 
MARHY3268 Quinoprotein ethanol dehydrogenase precursor (QEDH) 2,41 1,77 2,09  2,92 1,79  1,44 
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate ; Fond 
bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ; Fond rouge : ratio d’expression ≥ 1,3.  
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- Autres gènes 
Le gène MARHY0110 codant pour un précurseur d’une lipoprotéine majeure de la 
membrane externe présente une induction spécifique en réponse aux conditions d’adhésion. Il 
est surexprimé en présence d’hexadécane (+2,6 fois), de trioléine (+1,6 fois) et d’HMNAc 
(+1,3) dès 15 min d’adhésion. Après 3 h d’adhésion, seuls les composés métabolisables par 
Mh JM1, i. e. l’hexadécane (+1,6 fois) et la trioléine (+3 fois) induisent l’expression du gène. 
Enfin, en condition de biofilm sur trioléine, ce gène est sous-exprimé à hauteur de -2,59.  
En faisant une recherche de similarité protéique contre la banque de séquences 
GENBANK avec la séquence protéique de ce précurseur à l’aide du programme BLASTp 
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi), on retrouve de nombreuses protéines homologues qui 
sont soit des protéines hypothétiques membranaires, soit un précurseur d’OprL de 
Pseudomonas aeruginosa. Cette protein de 18 kDa sert à attacher la membrane externe au 
peptidoglycane chez les bactéries Gram négatives (Lim et al., 1997 ; Wessel et al., 2013). 
Ainsi, la surexpression du gène MARHY0110 par les cellules de Mh JM1 adhérant à un HOC 
suggère une importance accrue de cette protéine dans le maintien de la structure de la 
membrane des cellules, membrane qui subit des remaniements importants suggérés par la 
surexpression de gènes codant pour des protéines de surface telles que les pili, le flagelle 
(adhésion).  
 
Des gènes du système de sécrétion de type VI (T6SS) sont surexprimés majoritairement 
après 3 h d’adhésion sur trioléine et deux d’entre eux le sont aussi en condition de biofilm sur 
hexadécane (MARHY3634 et MARHY3635) (Annexe 3 (p 256)). Ce système est connu pour 
être impliqué dans la virulence, les interactions symbiotiques, la sécrétion de protéines de la 
réponse aux stress ou encore la compétition (Cascales et Cambillau 2012 ; Schwarz et al., 
2010 ; Tashiro et al., 2013 ; Weber et al., 2009). La surexpression des gènes du T6SS est 
cohérente avec les résultats de Vaysse et al. (2009) qui avaient montré que des protéines de ce 
système étaient surproduites par les cellules de Mh du biofilm formé sur hexadécane. Ce 
système pourrait ainsi être impliqué dans la sécrétion de protéines requises pour la perception 
de l’interface, l’adhésion et la dégradation du substrat par exemple.  
 
2.3.5. La problématique du di-GMPc chez Mh JM1  
Le messager secondaire di-GMPc agit en se fixant sur des effecteurs à domaine PilZ, 
GGDEF ou EAL dégénérés et des molécules d’ARN de type riboswitch afin de réguler des 
processus cellulaires intervenant en particulier dans la motilité bactérienne, l’adhésion, la 
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fabrication d’exopolysaccharides de la matrice, la formation ou le détachement de biofilm et 
la communication cellulaire (Kazmierczak et al., 2006 ; Kirillina et al., 2004 ; Römling et al., 
2005 ; Tischler et Camilli 2004). Le cycle de vie du di-GMPc est régit par des enzymes à 
domaine GGDEF et/ou EAL ou HD-GYP qui jouent un rôle dans la régulation de la 
concentration intracellulaire du messager secondaire (voir section 2.4.2 du Chapitre I). Il est 
notamment connu qu’une concentration élevée en di-GMPc entraîne la production des 
composants adhésifs de la matrice du biofilm et donc favorise le comportement pluricellulaire 
(D’Argenio et al., 2002 ; Tal et al., 1998). En revanche, le comportement d’autoaggrégation 
et de formation de biofilm est totalement supprimé lorsque la concentration en di-GMPc 
chute, au profit de la mobilité cellulaire (Kirillina et al., 2004 ; Simm et al., 2004 ; Tischler et 
Camilli 2004).  
Etant donné l’importance du di-GMPc dans la signalisation cellulaire régulant le 
développement d’un biofilm, nous nous sommes intéressés au profil d’expression des gènes 
impliqués dans le cycle de vie du di-GMPc, i. e. possédant les domaines conservés GGDEF 
et/ou EAL ou HD-GYP. Aucun domaine HD-GYP n’a été identifié lors de l’annotation du 
génome de la souche étudiée. Parmi les 48 gènes codant pour des protéines hypothétiques 
conservées à domaine GGDEF et/ou EAL, seulement six (MARHY1523, MARHY3576, 
MARHY3685, MARHY3691, MARHY3721, MARHY3772) ont été retrouvés comme étant 
différentiellement exprimés par les cellules du biofilm (Annexe 3 (p 256)). La motié est 
surexprimée en condition de biofilm sur hexadécane et/ou trioléine alors que les autres gènes 
sont sous-exprimés. Ainsi, il semblerait que la formation de biofilms chez Mh JM1 ne semble 
pas être contrôlée par des concentrations variantes en di-GMPc, suggérant que le rôle précis 
du niveau intracellulaire de ce messager secondaire doit être en réalité bien plus complexe que 
ce qu’il n’est aujourd’hui assumé (Hickman, et al., 2005 ; Römling et al., 2005 ; Römling et 
Amikam 2006). Cette problématique a aussi été relevée chez Alcanivorax borkumensis SK2 
chez qui un système de régulation responsable de la synthèse et de l’hydrolyse du di-GMPc 
contenant les domaines GGDEF et EAL est sous-exprimé pendant qu’un autre gène codant 
pour une phosphodiestérase à domaine HD-GYP est surexprimée. A ce jour, les informations 
dont nous disposons ne suffisent pas pour conclure quant à ce phénomène. 
 
2.4. Le facteur de transcription RpoN et les gènes qu’il régule potentiellement sont 
différentiellement exprimés par les cellules de Mh JM1 
L’analyse des résultats de transcriptomique a mis en lumière le gène rpoN qui code pour 
le facteur de transcription sigma 54 ou RpoN. Ce gène est d’autant plus intéressant qu’il est 
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surexprimé uniquement en condition d’adhésion, dès 15 min de contact, suggérant qu’il 
puisse être un régulateur de l’adhésion cellulaire aux interfaces HOC-eau. La présente étude 
constitue la première mise en évidence du rôle du facteur de transcription RpoN dans 
l’adhésion des cellules bactériennes à une interface entre un substrat hydrophobe et l’eau.  
 
Ce facteur de transcription n’est pas classique, différent de la famille des facteurs σ70 au 
niveau de la séquence et des sites de reconnaissance (Lee et al., 2012b). Bien qu’atypique, il 
est présent dans plus de 60 % des génomes disponibles dans les bases de données (Francke et 
al., 2011). Il est connu pour contrôler de nombreux processus cellulaires comme la mobilité 
bactérienne, l’assimilation d’azote, le système de sécrétion de type VI, l’utilisation de l’acide 
phénylacétique, le stress osmotique ou acide (Buck et al., 2000 ; Dong et Mekalanos 2012 ; 
Hwang et al., 2011 ; Sheng et al., 2011)… Il est aussi impliqué dans le développement du 
biofilm puisqu’il a été montré qu’il intervenait dans l’adhésion initiale et la nature et la 
composition de la matrice (Iyer et Hancock 2011 ; Francke et al., 2011). Le rôle de RpoN 
dans l’adhésion des cellules à des surfaces a été démontré chez plusieurs espèces bactériennes 
comme Pseudomonas putida qui s’attache au polystyrène et au verre (Duque et al., 2013), 
Campylobacter jejuni lors de son adhésion aux cellules épithéliales (il contrôle aussi 
l’expression de la flagelline chez cette bactérie) (Hwang et al., 2010) et Xylella fastidiosa qui 
adhère aux vaisseaux de xylème de plantes (da Silva Neto et al., 2007). Une étude de 
protéomique réalisée au stade de microcolonies au bout de 2 h d’adhésion des cellules de 
Bacillus cereus à de la laine de verre a aussi mis en évidence l’importance d’une protéine de 
la famille des facteurs de transcription σ54 dans la régulation du développement du biofilm 
(Oosthuizen et al., 2002).  
 
Le profil d’expression caractéristique du gène codant pour le facteur σ54 ainsi que l’intérêt 
de la communauté scientifique pour l’étude de son(es) rôle(s) nous ont amené à rechercher le 
motif consensus de son site de fixation en amont de toutes les séquences codantes du génome 
de Mh SP17 à l’aide du logiciel MAST de la suite logicielle MEME 
(http://meme.nbcr.net/meme/) (Barrios et al., 1999) (Bailey et Gribskov, 1998) (Zhao et al., 
2009) (Figure IV.10).  
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Figure IV.10 : Séquence consensus du site de fixation du facteur σ54 (Zhao et al., 2009). 
 
Quarante-six gènes présentent une séquence consensus de fixation du facteur rpoN dans 
leurs parties promotrices. Parmi eux, 36 montrent une expression altérée dans les différentes 
conditions testées et systématiquement dans au moins une des conditions d’adhésion (excepté 
pour le gène MARHY0524) (Tableau IV.3). Enfin, il est également intéressant de noter que 
seulement huit gènes montrent une surexpression en condition de biofilm alors que 22 sont 
surexprimés en condition d’adhésion. Dix-huit gènes sont uniquement différentiellement 
exprimés en condition d’adhésion dont huit sont des gènes annotés comme intervenant dans la 
mobilité et le chimiotactisme (les huit sont surexprimés) et sept codent pour des protéines 
hypothétiques (six sont sous-exprimés).  
L’expression RpoN-dépendante de gènes de flagelle a déjà été rapportée chez la bactérie 
virulente Pseudomas aeruginosa formant un biofilm sur des cellules épithéliales ou la mucine 
(Arora et al., 1998 ; Dasgupta et al., 2003) et suggèrent que la régulation génique chez Mh 
JM1 constitue là aussi une caractéristique partagée par d’autres bactéries. D’autre part, ces 
données suggèrent que rpoN pourrait intervenir chez Mh JM1 dans la transcription de gènes 
nécessaires à la formation de biofilms aux interfaces hydrophobes, particulièrement dans les 
étapes précoces. De plus, sa surexpression uniquement dans les conditions d’adhésion évoque 
son importance et son implication à cette étape primordiale du développement du biofilm 
(détection de l’interface hydrophobe et adhésion). 
 
 
 
  
Tableau IV.3 : Gènes différentiellement exprimés potentiellement régulés par le facteur de transcription RpoN et ratios d’expression associés. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate. Les valeurs de p-value ≥ 0,05 sont grisées et les valeurs de ratio 
d’expression associées sont barrées car elles ne sont pas considérées comme significatives. Fond bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ; Fond rouge : ratio d’expression ≥ 1,3. 
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CDS PRODUIT 
ADHESION 15 MIN ADHESION 3 H BIOFILM p-value 
15 min 
p-value 
3 h 
p-value 
biofilm Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY0173 hypothetical protein -1,6 
   
-2,8 
 
1,34 -1,36 0,001 3,52E-04 0,004 
MARHY0479 conserved hypothetical protein; putative exported protein; putative membrane protein 1,3 
 
-1,37 
 
-1,6 -1,5 
 
1,87 1,09E-04 6,29E-06 0,022 
MARHY0618 conserved hypothetical protein 
      
-1,3 -1,3 
  
3,57E-05 
MARHY1639 hypothetical protein 
    
1,3 
    
4,31E-05 
 
MARHY1662 conserved hypothetical protein; putative exported protein 2,94 1,69 
 
2,62 3,23 
 
3,46 1,46 1,41E-09 1,36E-14 2,88E-07 
MARHY1812 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
   
2,3 
  
1,4 
  
4,64E-07 0,092 
MARHY2271 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
   
1,6 
  
2,7 1,3 
 
1,55E-08 6,14E-09 
MARHY2307 hypothetical protein -1,3 
   
-2 -1,5 
 
1,5 2,21E-07 3,86E-09 0,004 
MARHY2517 hypothetical protein 
    
-1,6 -1,4 
   
1,69E-08 
 
MARHY2739 conserved hypothetical protein -1,3 
   
-1,4 
   
1,71E-07 2,44E-06 
 
MARHY2925 hypothetical protein 
   
-1,5 -2 -2,5 
   
8,62E-07 
 
MARHY3167 hypothetical protein 
    
-1,7 
    
1,17E-08 
 
MARHY3216 conserved hypothetical protein (fragment) 
   
-1,5 -3,2 -1,6 
   
1,07E-04 
 
MARHY3349 conserved hypothetical protein 
    
-1,5 
 
-1,32 
  
8,88E-08 0,066 
MARHY3503 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,3 
  
-1,3 
  
1,3 
 
4,18E-08 5,14E-06 4,31E-05 
MARHY1306 flagellar basal-body MS-ring and collar protein 1,36 
   
1,58 
   
6,01E-05 0,003 
 
MARHY1315 putative flagellar hook-length control protein FliK 1,48 
   
2,3 
   
2,77E-10 1,98E-08 
 
MARHY1316 Flagellar protein FliL 
    
1,58 
   
4,90E-07 7,74E-08 
 
MARHY2103 putative Flagella basal body P-ring formation protein precursor (FlgA ) 
    
1,6 
   
1,74E-04 1,83E-04 
 
MARHY2177 flagellar component of cell-proximal portion of basal-body rod 1,4 
   
1,9 
 
-1,3 
 
4,78E-07 5,41E-12 3,24E-04 
MARHY2181 flagellar component of cell-proximal portion of basal-body rod 1,6 
  
1,4 3,45 1,37 
  
1,65E-08 3,24E-15 
 
MARHY2564 Fimbrial protein precursor (Pilin) 
    
1,68 1,37 -2,11 -2,74 
 
0,001 3,45E-07 
MARHY1303 histidine kinase FleS 1,47 
   
2,07 
   
8,30E-07 1,14E-12 
 
MARHY1338 Chemotaxis protein cheW 1,43 
   
1,91 
   
1,26E-08 8,50E-08 
 
MARHY2959 putative Methyl-accepting chemotaxis transducer 1,4 1,32 
 
1,34 1,58 1,33 
  
5,06E-10 1,24E-08 
 
MARHY3721 Putative diguanylate cyclase (GGDEF) with HAMP domain -1,35 
  
-1,34 
  
-1,9 
 
5,16E-07 3,11E-06 4,45E-05 
MARHY0073 putative TRAP dicarboxylate transporter- DctP subunit, precussor 
 
-1,33 
 
-1,42 
  
-1,39 -1,71 9,87E-06 1,54E-05 1,46E-04 
MARHY0896 TRAP transporter solute receptor, TAXI family precursor, putative exported protein 
    
-1,34 
    
1,45E-08 
 
MARHY3177 leucine transporter subunit ; periplasmic-binding component of ABC superfamily 1,41 
 
1,39 
   
-2,49 -3,25 0,021 0,001 2,36E-06 
MARHY0635 glutamine synthetase : traduction 
    
1,46 
 
1,73 -1,55 
 
1,54E-06 4,32E-07 
MARHY1608 putative UDP-glucose 4-epimerase, putative protein capI : transcription 
    
1,36 
    
0,001 
 
MARHY2599 RNA polymerase, sigma 54 (sigma N) factor 1,42 1,56 
 
1,33 2,37 1,48 
  
9,79E-07 1,16E-09 
 
MARHY3187 polynucleotide phosphorylase/polyadenylase : transcription 
    
1,47 
  
-1,54 
 
5,29E-07 3,36E-05 
MARHY0070 putative exported hydrolase precursor 
    
1,52 
  
-1,53 
 
2,08E-06 1,65E-04 
MARHY0176 Major exported protein 
    
2,05 
 
2,97 
  
9,11E-06 1,28E-05 
MARHY0524 poly(A) polymerase I. Polymerase that creates the 3' poly(A) tail found in some mRNA's. Seems 
to be involved in plasmid copy number control. Interacts with csdA, rhlE and srmB 
      
-1,44 
   3,35E-03 
MARHY2524 TPR repeat 1,39    2,57  -2,11 -1,85 0,002 3,87E-09 4,67E-07 
         IV
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2.5. La croissance en biofilm sur trioléine dépend-elle de la présence d’un ilôt 
génomique ? 
Une lecture attentive des résultats de transcriptomique en condition de biofilm sur 
hexadécane et trioléine révèle qu’une région d’environ 162 kb, située au niveau de la position 
2 Mb sur le génome (dénommée région « 2 Mb » par la suite) et bordée par les gènes 
MARHY1803 et MARHY2000, compte 141 gènes surexprimés sur trioléine, soit 72 % des 
gènes présents sur cette zone (Annexe 4 (p 257-262)). Cette proportion très élevée de gènes 
présentant un profil d’expression similaire et regroupés en une région limitée du génome est 
potentiellement un indice de la présence d’un îlot génomique. Ces îlots génomiques sont des 
éléments mobiles qui sont généralement acquis par transfert horizontal de gènes. Ces éléments 
sont souvent porteurs de compétences particulières associées à la pathogénicité, à la résistance 
aux antibiotiques ou à d’autres toxiques, à de nouvelles capacités métaboliques (Dobrindt 
et al. 2004)… 
Ces îlots génomiques s’accompagnent parfois d’indices structurels qui permettent de 
suspecter leur présence, sans que la présence de ces indices soit systématique ou une preuve 
irréfutable :  
 ils ne sont pas présents dans le génome de toutes les souches d’une même espèce. 
 ils montrent parfois un biais dans la composition de la séquence nucléotidique par 
rapport au reste du génome (% GC par exemple). 
 ils sont souvent de taille très grande (plusieurs kilobases). 
 ils sont souvent précédés d’un ARNt qui sert de site de recombinaison pour 
l’intégration de ces éléments mobiles, intégration qui peut laisser une séquence répétée 
de part et d’autre de l’îlot. 
 ils comprennent généralement un grand nombre de gènes de mobilité tels que des 
gènes de transposases ou d’intégrases, des gènes de phage, des gènes d’interaction 
avec des hôtes, mais surtout une très forte proportion de gènes avec des fonctions 
inconnues. 
 
Ces caractéristiques peuvent être modélisées et utilisées pour rechercher la présence de 
ces îlots à l’aide d’algorithmes (Langille et al., 2010). Le plus utilisé à ce jour est 
IslandViewer (http://www.pathogenomics.sfu.ca/islandviewer/query.php) qui combine 
trois méthodes différentes de détection afin d’affermir la probabilité de prédiction des îlots 
génomiques. Cette analyse conduite sur le génome complet de Mh SP17 permet d’identifier 
19 éléments mobiles potentiels (Figure IV.11a). La région « 2 Mb » de 162 kb est 
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particulièrement riche en îlots génomiques potentiels puisque 50 % de cette région est annotée 
comme telle par IslandViewer (Figure IV.11b). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure IV.11 : Recherche de la présence d’îlots génomiques dans le génome de Mh SP17 à l’aide 
du programme IslandViewer.  
a) Représentation de la position des îlots génomiques sur la carte du génome complet.  
b) Vue rapprochée de la région 1874800-2038812 bp du génome encadrée par les gènes MARHY1803 et 
MARHY2000 (les positions indiquées ne correspondent pas à celles du génome mais donnent la longueur des 
fragments). 
 
Afin de vérifier que cette région a pu être obtenue par transfert horizontal par la souche 
Mh SP17 et qu’elle est donc absente des autres souches de M. hydrocarbonoclasticus, les 
génomes de Mh SP17 et M. aquaolei VT8 ont été analysés à l’aide du programme MAUVE 
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(Darling et al., 2004) ; http://www.dnastar.com/t-nextgen-mauve.aspx) qui permet d’aligner et 
de comparer des génomes (Figure IV.12). 
 
 
Figure IV.12 : Génomique comparative entre les génomes de M. hydrocarbonoclasticus SP17 
(ATCC49840) et M. aquaolei VT8 à l’aide du logiciel MAUVE.  
Les réarrangements génomiques des blocs conservés entre les deux génomes sont indiqués. 
 
Cette comparaison montre que la seule région significative du génome de Mh SP17 qui 
n’est pas présente dans le génome de M. aquaolei est celle identifiée comme îlot génomique 
potentiel. Elle commence au niveau du gène MARHY1850 et finit au niveau du gène 
MARHY1992. Cette région « 2 Mb » débute par un ARNt en position 1885807, situé juste 
après MARH1810, contient huit gènes annotés comme intervenant dans la mobilité d’éléments 
génomiques (transposases, séquences d’insertions, intégrases) et 90 gènes de fonctions 
inconnues. La recherche de séquences répétées directes n’a pas encore abouti. 
 
Toutes ces informations suggèrent fortement que cette région est un îlot génomique dont 
la grande majorité des gènes voient leur expression induite en condition de biofilm sur 
trioléine. Une manière de valider cette présomption serait de vérifier que cet îlot potentiel peut 
être transféré de manière horizontale vers une autre souche bactérienne. Une possibilité 
consisterait à intégrer un gène de résistance à un antibiotique dans cette région, à cultiver cette 
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souche mutante avec M. aquaolei VT8 et à estimer la fréquence d’apparition de souches 
M. aquaolei VT8 résistantes à l’antibiotique.  
Il reste également à comprendre la relation qui existe entre le profil d’expression 
spécifique de cette région et la croissance en biofilm sur trioléine. L’annotation des gènes 
présents dans cette région n’apporte aujourd’hui pas beaucoup d’éléments de réflexion. Une 
mutagenèse ciblée de certains régulateurs ou gènes de voies métaboliques permettraient, en 
fonction des phénotypes obtenus, d’avancer des hypothèses. 
 
2.6. Les éléments mobiles : médiateurs de la structure et/ou du démantèlement du 
biofilm ? 
En condition de biofilm, les cellules de Mh JM1 surexpriment des gènes codant pour des 
prophages, intégrases et transposases, notamment lorsque celui-ci se développe en présence 
de trioléine (Annexe 3 (p 253)). Ce résultat assez surprenant suggère que des prophages 
pourraient être libérés dans la matrice du biofilm mature et/ou dans le milieu extracellulaire et 
joueraient un rôle à ce stade de développement. Lors des études physiologiques et spatio-
temporelles de la formation du biofilm de cette bactérie aux interfaces alcanes-eau (section 
3.2.2 du Chapitre I et section 2 des résultats complémentaires du Chapitre III), il a pu être 
observé que cette bactérie se développe en microcolonies et que le stade de biofilm mature 
correspond à un complexe de microcolonies. De plus, lorsque l’on amène cette souche à 
former un biofilm sur HOC, on observe toujours un démantellement du biofilm au bout d’un 
certain temps d’incubation. Ces observations suggèrent qu’une différenciation cellulaire se 
crée au sein du biofilm qui doit être soumise à des processus régulatoires qui n’ont toujours 
pas été identifiés.  
 
Le rôle des prophages dans la différenciation cellulaire au sein même des microcolonies a 
été démontré chez Pseudomonas aeruginosa chez qui un bactériophage, existant dans le 
génome de la bactérie en tant que prophage, est responsable de la lyse des cellules du biofilm 
dans un mécanisme permettant ainsi de faciliter la dispersion des cellules survivantes dans le 
but de coloniser toute la surface (Webb et al., 2003b). Cette idée a aussi été rapportée dans 
une autre étude menée sur Escherichia coli dans laquelle le rôle des différents prophages soit 
dans l’augmentation, soit dans la diminution du développement du biofilm a aussi été constaté 
(Wang et al., 2009). De plus, l’excision d’un prophage filamenteux du génome de 
Pseudomonas aeruginosa est indispensable au cycle de vie de son biofilm et constitue un 
comportement adaptatif de la bactérie qui deveint alors plus virulente (Rice et al., 2009). La 
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lyse cellulaire par les prophages pourrait aussi être un moyen de libérer de l’ADN 
extracellulaire encourageant la formation de biofilm (Carrolo et al., 2010 ; Goedeke et al., 
2011).  
D’après ces diverses remarques, il se pourrait donc que dans le cas de Mh JM1, la 
surexpression des gènes de prophages par les cellules du biofilm soit en lien à la fois avec la 
structure et la stimulation du biofilm mais pourrait tout aussi bien être impliquée dans le 
démantellement du biofilm. Une première analyse consistera tout de même à vérifier la 
présence de ces prophages en testant la capacité du surnageant de biofilm à provoquer des 
plages de lyse sur des tapis bactériens. 
 
2.7. Validation des données de transcriptomique 
- Comparaison avec les données de RT-qPCR 
Les résultats obtenus par une étude de transcriptomique sont le fruit d’une vérité 
biologique mais également la résultante d’une grande variabilité liée à la biologie et à la 
technique (degré d’interaction entre la sonde et sa cible, position de la sonde sur la puce, 
position de la sonde sur le gène, préparation de la cible et degré de marquage de la cible, 
efficacité de l’hybridation, efficacité du lavage ou encore efficacité de la lecture du signal). Il 
est donc nécessaire de répéter les expériences afin de pouvoir traiter statistiquement les 
données brutes, ce qui a pour conséquence de corriger les données. Cependant, cela peut aussi 
parfois atténuer les valeurs d’expressions différentielles qui sont observées. Il est donc 
indispensable de valider par une autre technique les données obtenues. Il ne s’agit pas ici de 
retrouver les mêmes ratios d’expression par rapport aux conditions de référence mais bien de 
regarder si les profils d’expression sont corrélés. Certains des gènes différentiellement 
exprimés en condition d’adhésion et/ou de biofilm, de façon substrat-spécifique ou non, ont 
donc été analysés par RT-qPCR à partir des mêmes ADNc que ceux qui ont été utilisés pour 
les puces et/ou à partir de nouveaux ADNc spécialement préparés (voir sections 2.2 et 2.3.3 
du Chapitre II). A ce jour, l’expression de six gènes a été analysée par RT-qPCR dans les 
mêmes conditions physiologiques que celles testées pour l’étude de transcriptomique et en 
utilisant les mêmes conditions de référence (T0 pour l’adhésion et acétate/phase exponentielle 
pour le biofilm) (Tableau IV.4). De façon générale, les valeurs de ratios d’expression 
obtenues par RT-qPCR concordent avec les résultats de transcriptomique (« puces ADNc »). 
Il est cependant nécessaire de multiplier les gènes analysés afin de valider définitivement les 
données de transcriptomique. 
 
  
            CHAPITRE IV : Etude transcriptomique de l’adhésion et de la formation de biofilms 
181 
Tableau IV.4 : Comparaison de l’expression de six gènes de Mh JM1 en condition d’adhésion et 
de biofilm sur HOC analysée par RT-qPCR et par transcriptomique. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate. Bleu : ratio 
d’expression ≤ -1,3 ;  Rouge : ratio d’expression ≥ 1,3 pour les résultats des puces à ADNc ou positif pour les 
données de RT-qPCR. # : donnée d’expression non disponible. 
 
- Comparaison avec les données de protéomique 
Les profils protéiques des cellules de Mh SP17 formant un biofilm sur hexadécane 
obtenus par Vaysse et al. (2009) ont été comparés à ceux des gènes correspondants obtenus 
dans la présente étude de transcriptomique menée sur Mh JM1 (Annexe 5 (p 263-264)). Dans 
les deux cas (protéomique et transcriptomique), les rapports d’expression ont été calculés par 
comparaison avec des cellules en croissance planctonique sur acétate. Sur les 58 protéines qui 
avaient été présentées dans l’étude de Vaysse et al. (2009), 10 des gènes correspondants 
présentent des profils d’expression similaires, c'est-à-dire qu’ils sont surexprimés alors que les 
protéines sont surproduites. Sept gènes possèdent des rapports d’expression opposés à ceux 
des protéines correspondantes et le reste (41) correspond à des gènes qui ne sont pas 
considérés différentiellement exprimés par rapport à la référence. Les 41 protéines 
correspondantes sont soit différentiellement exprimées par les cellules du biofilm soit 
uniquement présentes en condition de biofilm sur hexadécane ou en croissance planctonique 
sur acétate.  
Ces observations indiquent qu’il est souvent difficile de corréler des données obtenues par 
ces deux types d’analyses (transcriptomique et protéomique). Il faut plutôt considérer ces 
études comme complémentaires dans une approche de génomique fonctionnelle globale. Ces 
différences ont été observées et discutées par de nombreux auteurs et peuvent être expliquées 
par une régulation post-transcriptionnelle ou encore par la différence dans la durée de vie des 
ARNm et des protéines (Chan 2006 ; Dressaire et al., 2009 ; Haider et Pal, 2013 ; Jamet et al., 
2009). Les ARNm sont des molécules qui sont très vite dégradées dans les cellules alors que 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15 MIN ADHESION 3 H  BIOFILM 
PUCES  
ADNc 
RT-qPCR 
PUCES  
ADNc 
RT-qPCR 
PUCES 
ADNc 
RT-qPCR 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio Hx Trio 
MARHY0478 AupA; transporteur 
d’alcanes  
  
 
  0,54 1,45 0,53 
  
  1,45 0,39 0,30 1,66   16,17 13,46 
MARHY0477 AupB; putative 
lipoprotéine 
impliquée dans le 
transport d’alcanes 
  
 
  0,56 1,40 0,66 
  
  1,44 0,39 0,41 1,56   8,53 14,28 
MARHY2735 alcane-1-
monooxygénase 
2,76 
 
  2,27 0,27 # 2,84 
 
  1,93 0,01 # 3,40   # # 
MARHY2838 cytochrome P450 
alcane hydroxylase 
3,11 
 
-1,34 1,06 0,24 # 3,16 
 
-1,39 1,00 0,01 # 2,72   # # 
MARHY3624 régulateur putative ; 
domaine Helix-Turn-
Helix 
  
 
  5,76 1,08 0,81 
 
2,64   1,16 0,61 0,48 
 
  0,71 4,98 
MARHY3635 sous-unité du 
système de 
sécrétion de type VI 
  
 
  # # # 
 
2,14   # # # 1,68 -1,35 8,79 5,38 
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les protéines possèdent en revanche une durée de vie souvent supérieure au cycle cellulaire 
(Deana et Belasco 2005 ; Koch et Levy 1955). Taniguchi et al. (2010) ont mis en évidence au 
niveau de cellules individuelles que les niveaux de protéines et ARNm pour un même gène ne 
sont pas du tout corrélés. Cependant, d’après le dogme central (Newman et al., 2006) ils 
suggèrent que ces niveaux doivent être concordants en prenant en considération les degrés 
d’expression de nombreuses cellules sur une longue période de temps. 
 
3. Conclusion et perspectives 
L’ambition de cette étude de transcriptomique était de poser les bases d’une étude sur le 
long terme des mécanismes moléculaires responsables des propriétés singulières des biofilms 
se développant sur des interfaces nutritives hydrophobes, en prenant pour modèle la bactérie 
marine M. hydrocarbonoclasticus JM1. Bien que cette notion n’ait jusqu’à présent reçu que 
peu d’attention de la part de la communauté scientifique internationale, elle concerne de 
nombreux systèmes de biofilms d’une grande portée environnementale. L’intérêt était ici de 
dresser une liste de gènes potentiellement impliqués dans ce phénomène afin de conduire des 
caractérisations fonctionnelles, mettre en exergue des aspects originaux du fonctionnement de 
ces biofilms et de contribuer ainsi à l’élargissement de la vision du fonctionnement et de la 
diversité des biofilms.  
Bien que l’analyse ne soit pas encore aboutie, elle nous a cependant permis de mettre en 
évidence que de nombreuses fonctions cellulaires sont engagées dès 15 min d’adhésion des 
cellules de Mh JM1 à l’interface, entraînant une modification importante du transcriptome des 
cellules. Il est aussi remarquable que les cellules semblent répondre spécifiquement à certains 
composés et que d’autres impliquent un changement beaucoup plus important dans 
l’expression génique. Nous avons aussi identifié un possible régulateur de la transcription de 
gènes requis pour la formation d’un biofilm, RpoN. Enfin, elle a permis de mettre en évidence 
le rôle potentiel d’un îlot génomique dans le développement du biofilm sur trioléine. 
Cette étude de transcriptomique avait aussi pour but d’identifier des gènes spécifiquement 
induits au contact d’une interface hydrophobe et/ou par le biofilm. AupA et AupB, dont 
l’analyse fonctionnelle a été présentée dans le Chapitre III, faisaient partie de ces gènes qui 
avaient initialement été identifiés par protéomique (Vaysse et al., 2009). Le Tableau IV.5 
présente les gènes qui ont été choisis pour mener une étude fonctionnelle. Tous les mutants 
correspondants sont aujourd’hui disponibles, à l’exception de rpoN, et leur analyse 
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fonctionnelle est en cours et fait partie du travail d’une autre thèse. Ces gènes ne représentent 
qu’une partie de ceux qui ont pu être annotés comme intéressants au cours des analyses 
d’expression en protéomique, en transcriptomique et bibliographiques.  
 
Cette étude de transcriptomique offre ainsi de nombreuses perspectives quant à la 
compréhension des mécanismes moléculaires à l’origine de la formation de biofilm 
spécifiquement au niveau d’interfaces hydrophobes. De futures études pourront s’intéresser à 
muter le gène rpoN afin d’évaluer son implication/rôle dans la détection, l’adhésion et/ou le 
développement du biofilm de Mh JM1. Il serait aussi intéressant de pouvoir faire une étude 
d’expression différentielle sur ce mutant rpoN par comparaison avec l’expression génique de 
la souche sauvage afin de mettre en évidence les mécanismes régulatoires qui sont contrôlés 
par ce facteur de transcription.  
 
Tableau IV.5 : Liste de gènes candidats sélectionnés pour une caractérisation fonctionnelle. 
 
CDS GENE PRODUIT DONNES D'EXPRESSION / SUREXPRESSION 
MARHY0477  aupB putative lipoprotéine impliquée dans le 
transport d’alcanes 
Biofilm sur hexadécane                                                                                                                                                    
Identifié par protéomique 
MARHY0478  aupA transporteur d’alcanes Biofilm sur hexadécane                                                                                                                                                    
Identifié par protéomique 
MARHY1304  fleR régulateur de réponse FleR Adhésion 15 min à l'hexadécane                                                                                                                                    
Adhésion 3 h à la trioléine 
MARHY2564  pilA précurseur de la piline Adhésion 3 h à la trioléine et à l'heptaméthylnonane-acétate 
MARHY2599  rpoN facteur sigma 54 (sigma N) de l’ARN 
polymérase 
Adhésion 15 min et 3 h aux HOC 
MARHY2686  protéine hypothétique conservée; putative 
protéine exportée  
Surexprimé en présence de HOC métabolisables                                                                                                    
En protéomique: protéine identifiée comme la plus abondante en 
biofilm sur hexadécane  
MARHY2963  protéine hypothétique Adhésion à l'hexadécane                                                                                                                                                             
En protéomique: protéine absente en culture sur acétate  
MARHY2995  sérine protéine kinase, similaire à yeaG 
d’E.coli  
Adhésion aux HOC métabolisables 
MARHY3635  putative protéine du système de sécrétion 
de type VI (EvpA-like) 
Adhésion 3 h à la trioléine                                                                                                                                                       
Biofilm sur hexadécane 
 
CDS : séquence codante ; Rappel HOC métabolisables : trioléine et hexadécane ; non métabolisable : 
heptaméthylnonane. 
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Conclusion générale et perspectives 
 
Les précédents travaux menés au laboratoire sur M. hydrocarbonoclasticus SP17 avaient 
démontré que la croissance de cette souche sur des composés organiques hydrophobes 
requiert la formation d’un biofilm à l’interface HOC-eau. Ce mode de vie serait déclenché par 
la nature hydrophobe et nutritive du substrat, ce qui sous-entend que le développement du 
biofilm est soumis à des mécanismes de reconnaissance spécifique de l’interface, en lien avec 
les capacités métaboliques intrinsèques de la souche ( Klein et al., 2008 ; Klein et al., 2010). 
Une étude protéomique réalisée dans le but de caractériser les mécanismes moléculaires mis 
en place par les cellules d’un biofilm mature formé à l’interface alcane-eau a révélé que ce 
mode de vie entraîne des changements importants au niveau de l’expression des protéines qui 
sont de même nature que ceux partagés par d’autres types de biofilm (Vaysse et al., 2009). 
Elle a également montré que le développement de biofilms sur HOC met en jeu un grand 
nombre de fonctions cellulaires et de mécanismes moléculaires qui restent encore inconnus. 
C’est le cas de deux protéines AupA (MARHY0478) et AupB (MARHY0477), qui sont 
fortement surproduites en biofilm sur hexadécane et qui pourraient jouer un rôle dans la 
capture et le transport des alcanes à travers les enveloppes cellulaires. Cependant, cette étude 
de protéomique s’est intéressée aux mécanismes prônant le mode de vie en biofilm, en 
occultant la partie précédant cet état de biofilm mature, i. e. les mécanismes impliqués dans la 
détection de l’interface et l’adhésion. Les travaux présentés dans ce document avaient ainsi 
pour but de poursuivre la caractérisation des mécanismes impliqués dans la formation de 
biofilms aux interfaces HOC-eau, en considérant les différentes étapes du développement sur 
différents types de HOC. Cette étude a été réalisée sur la souche Mh JM1 (Mh SP17 Sm
R
). 
 
Afin de pouvoir mener une caractérisation fonctionnelle des protéines identifiées par 
protéomique puis par la suite, par transcriptomique, il était indispensable de disposer d’outils 
permettant de modifier génétiquement Mh JM1. Ainsi, un protocole de conjugaison a été 
développé et optimisé afin d’utiliser le plasmide suicide pKAS32 pour inactiver des gènes par 
échange d’allèles. Ce plasmide a été amélioré afin de permettre un criblage plus aisé des 
transconjugants et a donné le plasmide pKOMKm (p pour plasmide, KO pour knockout, M 
pour Marinobacter, Km pour kanamycine) qui permet de cloner les régions flanquantes du 
gène cible à muter de part et d’autre d’une cassette kanamycine. Il a été construit de sorte que 
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la cassette de résistance puisse être changée, selon les besoins de l’utilisateur. Cependant, les 
techniques de mutagenèse développées ici apparaissent limitantes lorsqu’il s’agit de muter les 
premiers gènes transcrits d’un opéron car leur mutation par délétion et insertion d’une cassette 
de résistance peut avoir une incidence sur la transcription/traduction du(es) gène(s) situé(s) en 
aval. La création de mutants par délétion en phase reste le seul moyen d’éviter ce phénomène 
mais ce savoir-faire n’est toujours pas acquis pour être appliqué à Mh JM1. D’autre part, 
l’insertion ciblée du mini-Tn7 et de ses dérivés a également été mise au point, ce qui offre la 
possibilité de réaliser une intégration stable (et en unique copie) de transgènes dans le génome 
dans le but d’effectuer de la complémentation génique, d’exprimer des gènes rapporteurs 
fluorescents dans un fond génétique sauvage ou encore de marquer une souche par une 
protéine fluorescente. Cette dernière option permet par exemple de suivre les premières étapes 
de l’adhésion à l’interface solide HOC-eau par comptage des cellules fixées par microscopie 
en épifluorescence. Cette technique est notamment intéressante dans la caractérisation et 
l’analyse phénotypique de mutants. Enfin, le dérivé mini-Tn7T-Gm-PA1/04/03 construit dans 
cette étude permet quant à lui d’exprimer de façon constitutive un gène d’intérêt, après 
clonage direct de la séquence codante derrière le promoteur PA1/04/03 qui comporte un RBS. Il 
peut ainsi être utilisé pour la complémentation génique mais aussi pour étudier l’influence de 
l’expression d’un gène d’intérêt amené en trans chez Mh JM1. 
 
La caractérisation fonctionnelle des gènes aupA (MARHY0478) et aupB (MARHY0477) a 
permis de démontrer qu’ils forment un opéron dont l’expression est activée dès 15 min 
d’adhésion par l’hexadécane, la trioléine et l’heptaméthylnonane, un alcane non métabolisable 
par Mh JM1. Bien que les mutants de ces gènes engendrent un retard dans le développement 
de biofilm uniquement sur alcanes, l’architecture générale de leurs biofilms n’est pour ainsi 
dire pas affectée : elle semble se traduire par une épaisseur plus faible et des microcolonies 
plus petites. L’ensemble de ces observations, combiné à une plus faible dégradation de 
l’hexadécane par les souches dans lesquelles ces gènes ont été inactivés, nous ont amené à la 
conclusion que l’opéron aupAB est effectivement impliqué dans la formation de biofilm sur 
alcanes mais ne relève pas du processus de développement à proprement parler. Nous avons 
apporté des preuves expérimentales que AupA est un nouveau transporteur d’alcanes qui est 
situé dans la membrane externe de Mh JM1 et qui appartient à une sous-famille des 
transporteurs FadL-like de composés organiques hydrophobes. Cependant, il est concevable 
que AupA puisse transporter une gamme plus large de substrats au regard de l’induction du 
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gène par d’autres types de HOC. Ce transport se ferait conjointement avec AupB, une 
présumée lipoprotéine située dans la membrane interne de Mh JM1, car aucune différence 
phénotypique n’a été observée entre les mutants aupA, aupB et aupAB. Cette étude montre 
ainsi que ces gènes sont très intéressants car une forte capacité de capture des alcanes au sein 
du biofilm proche de l’interface alcane-eau tendrait à accentuer le gradient d’alcane dans la 
couche de diffusion et ainsi à augmenter considérablement leur taux de transfert de masse. De 
plus, les données de localisation permettent de suggérer que AupA et AupB interagissent 
ensemble mais cette hypothèse reste à vérifier. Enfin, la co-occurence de ces deux gènes 
uniquement dans des génomes de souches bactériennes marines possédant au moins un gène 
d’alcane hydroxylase et leur présence en plusieurs copies chez certaines souches, en 
particulier du genre Alcanivorax, reflètent une adaptation des bactéries vivant dans des 
environnements marins où les alcanes sont abondants afin de tirer profit de ces sources de 
carbone et d’énergie et de prendre l’avantage sur d’autres bactéries y résidant.  
 
Afin de poursuivre la caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB, il serait 
intéressant dans un premier temps de co-exprimer ces gènes dans une souche d’E. coli 
exprimant les enzymes de dégradation des alcanes (par exemple le complexe de l’alcane 
monooxygenase AlkBGT de Pseudomonas putida GPo1 (Julsing et al., 2012)) mais exemptée 
de toute protéine des familles FadL et OmpW de transporteurs de substrats hydrophobes. Le 
dosage du produit de dégradation permettrait d’évaluer l’activité de transport par comparaison 
avec une souche n’exprimant pas aupAB. Cette étude paraît importante car l’analyse 
phénotypique des mutants aupA et aupB chez Mh JM1 a révélé un niveau basal de transport 
de l’hexadécane chez les souches délétées de l’un ou l’autre de ces gènes, suggérant la 
présence d’autres systèmes de transport chez Mh JM1.  
Par ailleurs, toutes les protéines appartenant à la famille FadL de transporteurs de 
substrats hydrophobes qui sont décrites à ce jour possèdent une spécificité vis-à-vis du 
substrat qu’elles transportent (Belchik et al., 2010 ; Kahng et al., 2000 ; Kasai et al., 2001 ; 
Martínez et al., 2013 ; Mooney et al., 2006 ; van den Berg et al., 2004 ; Wang et al., 1995). 
Des tests de transport de HOC autre qu’un alcane, par exemple un acide gras saturé tel que du 
palmitate radioactif, réalisés sur une souche de Mh JM1 délétée uniquement de aupA, 
pourraient permettre de définir la gamme de substrats transportés par AupA.  
Le mode de transport des protéines de la famille FadL a en réalité été élucidé chez FadL 
d’E. coli et repose sur la diffusion latérale du substrat hydrophobe directement du milieu 
extracellulaire jusqu’à la bicouche lipidique de la membrane externe (Hearn et al., 2009). Le 
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transfert des substrats hydrophobes de la membrane externe jusqu’au périplasme puis 
jusqu’au cytoplasme reste toujours inconnu. Les découvertes exposées dans le présent 
mémoire indiquent cependant que le transport des alcanes chez Mh JM1 nécessite la présence 
de AupA et AupB, qui est associée à la membrane interne, à priori de son côté périplasmique. 
AupA étant identifiée comme la protéine responsable du transport au niveau de la membrane 
externe, AupB pourrait quant à elle être impliquée dans le transfert et/ou l’activation des 
alcanes au niveau périplasmique. Afin de répondre à cette suggestion, il pourrait être envisagé 
de réaliser de l’immuno-marquage afin de définir in vivo la localisation précise de ces deux 
protéines et de vérifier leur adressage membranaire. Ces données pourront être complétées par 
la recherche d’une interaction physique entre les deux protéines AupA et AupB via des 
expériences de « cross-link » et d’immuno-précipitation afin d’évaluer si elles forment un 
complexe. Néanmoins, ces données ne pourront que suggérer le fonctionnement de ces 
protéines dans le transport d’alcanes/HOC et de réelles preuves quant au mode de transport 
des substrats par cette nouvelle sous-famille de transporteurs devront être apportées par la 
cristallographie aux rayons X ou par des études de mutagenèse dirigée visant à muter des 
acides aminés précis de AupA, choisis selon l’alignement de la séquence de la protéine AupA 
avec celle de la protéine FadL (Figure S5 du Chapitre III, p 128).  
La recherche d’homologues de aupA et aupB n’a été effectuée à ce jour que dans des 
génomes entièrement séquencés. Une recherche plus élaborée dans des métagénomes pourrait 
permettre d’avoir une vision plus globale de la répartition des homologues en fonction des 
espèces/genres bactériens (exclusivement dans les bactéries marines au potentiel 
hydrocarbonoclaste ?) mais aussi du type d’écosystème (pollué, enrichi en hydrocarbures ?) et 
donc, de percevoir s’il existe un lien entre la présence de ces gènes et des caractéristiques 
spécifiques à des types d’environnements. Suite à cette analyse et en se basant sur les 
alignements de séquences réalisés entre aupA ou aupB et ses homologues, il pourrait être 
intéressant de dessiner des oligonucléotides dégénérés afin de chercher ces gènes dans des 
isolats provenant de divers écosystèmes et créer ainsi une banque de gènes permettant 
d’évaluer la diversité de la séquence de ces gènes.  
 
La comparaison par une étude transcriptomique de l’état physiologique de cellules 
adhérées à l’hexadécane, la trioléine ou l’heptaméthylnonane à celui de cellules non adhérées 
ainsi que de cellules du biofilm formé à l’interface hexadécane-eau ou trioléine-eau et de 
cellules planctoniques en phase exponentielle de croissance sur acétate a montré que la 
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présence d’une interface hydrophobe s’accompagne de changements importants au niveau de 
l’expression des gènes. Plus de la moitié des modifications relèvent de fonctions inconnues, 
ce qui renforce l’intérêt de ce type de travail pour identifier des gènes susceptibles de jouer un 
rôle primordial dans la reconnaissance, l’adhésion et le développement de biofilms sur des 
interfaces HOC-eau. Il est aussi remarquable que les cellules répondent spécifiquement à 
certains composés et que d’autres impliquent un changement beaucoup plus important dans 
l’expression génique. Cela est cohérent avec des mécanismes de détection, de reconnaissance, 
de consommation et de dégradation qui doivent être adaptés selon le type de substrat, qu’il 
soit hydrocarboné, triglycéridique, métabolisable ou non.  
L’ampleur de ces modifications et la nature de certains gènes qui sont différentiellement 
exprimés en condition de biofilm sont partagées par d’autres types de biofilms et ne semblent 
pas être caractéristiques des biofilms se développant sur des interfaces HOC-eau. C’est le cas 
par exemple de gènes codant pour un flagelle, des pili et des polysaccharides, pour des 
protéines du chimiotactisme et de ribosomes (Clark et al., 2012 ; Herzberg et Elimelech 2008 
; Yang et al., 2011). La spécificité réside plutôt dans les profils d’expression de ces gènes qui 
sont différentiellement exprimés de façon précoce, dès 15 min d’adhésion. Ainsi, cette 
analyse des premières étapes de la formation de biofilm a permis de mettre en évidence une 
mobilité des cellules à l’interface ainsi qu’une réponse très rapide des cellules à la présence 
d’une interface hexadécane-eau. De plus, de possibles rôles de prophages (exprimés lors du 
biofilm mature) dans la structuration, différenciation, stimulation et dissociation du biofilm 
ont aussi été suggérés. Une grande partie des modifications observées chez Mh JM1 en 
condition de biofilm sur hexadécane sont partagées avec Alcanivorax borkumensis SK2 
(Sabirova et al., 2011), une autre bactérie marine spécialisée dans la dégradation 
d’hydrocarbures en milieu marin. De plus, des gènes impliqués dans la mobilité, le 
chimiotactisme et la dégradation des hydrocarbures ont aussi été retrouvés chez des bactéries 
membres de l’ordre des Oceanospirillales provenant d’eau de mer collectée en milieu profond 
dans un panache d’hydrocarbures (Mason et al., 2012). Ces observations démontrent qu’il 
existe des caractéristiques communes entre les biofilms développés par ce type de bactéries 
marines hydrocarbonoclastes en présence d’alcanes, dont un grand nombre restent 
certainement encore non déchiffrées.  
L’un des résultats marquant est la surexpression précoce du facteur de transcription RpoN 
ainsi que des gènes possédant un motif consensus de fixation de ce facteur dans leur région 
promotrice, dont la moitié est impliquée dans la mobilité. Enfin, la surexpression d’un 
potentiel îlot génomique (de 162 kb) par les cellules du biofilm formé sur trioléine suggère un 
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lien entre des fonctions présentes dans cette région du génome (intégrases, transposases, 
prophages, transporteurs de la famille ABC, protéines hypothétiques) et la consommation de 
ce substrat hydrophobe qui va de pair avec un nouveau mode de vie, le biofilm. De futures 
expériences pourront s’attacher à vérifier qu’il s’agit bien d’un îlot génomique en testant s’il 
peut être acquis par transfert horizontal chez d’autres souches bactériennes et à muter certains 
des gènes présents dans cette région, en particulier ceux dont la surexpression est la plus forte. 
 
L’intérêt de cette approche transcriptomique était de mettre en exergue les aspects 
originaux des biofilms se développant sur des interfaces HOC-eau et ainsi contribuer à 
l’enrichissement de notre compréhension du fonctionnement de ce type de biofilms dans 
l’amélioration de la biodisponibilité du substrat et son assimilation. Cette étude nécessite une 
analyse plus fine afin de dégager des voies génétiques particulières à la détection de la 
présence d’une interface hydrophobe, l’adhésion des cellules à cette interface et la formation 
d’un biofilm en relation avec la nature du HOC considéré, qu’il soit métabolisable ou pas. Il 
serait ainsi intéressant de déterminer les mécanismes qui sont spécifiques de la présence d’une 
interface métabolisable ou au contraire ceux qui sont caractéristiques d’une interface non 
nutritive avec une consommation de la source carbonée dans la phase aqueuse ou encore ceux 
qui sont impliqués dans la différenciation entre la présence d’une interface entre un 
hydrocarbure (hexadécane) et un triglycéride (trioléine).  
Cependant, la transcriptomique reste une approche générale informative qui ne peut se 
suffire à elle-même car elle nécessite des études fonctionnelles complémentaires qui sont 
souvent longues et fastidieuses. Ainsi, d’autres informations pourront être amenées par la 
mutation et l’analyse phénotypique détaillée de gènes candidats, comme par exemple pilA qui 
répond à la trioléine et à l’heptaméthylnonane, fleR qui semble spécifique de l’adhésion à des 
HOC métabolisables, rpoN qui pourrait être impliqué dans la régulation de l’expression 
génique propre à l’adhésion ou encore des gènes de fonctions inconnues représentatifs d’un 
HOC métabolisable, d’un hydrocarbure, d’un triglycéride et/ou de l’adhésion et du biofilm. 
La construction de banques de clones par mutagenèse aléatoire en utilisant un mini-Tn5 serait 
aussi un bon moyen d’obtenir de façon directe des mutants déficients dans l’adhésion et/ou la 
formation de biofilm.  
Il faut cependant garder à l’esprit que la transcriptomique repose sur l’étude de la réponse 
génétique de plusieurs cellules qui font partie d’un système complexe et a donc tendance à 
proposer une analyse simplifiée du phénomène. 
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Ce travail de recherche a permis de mieux comprendre le fonctionnement des biofilms qui 
se forment aux interfaces HOC-eau en utilisant la bactérie marine hydrocarbonoclaste 
M. hydrocarbonoclasticus comme modèle d’étude. Cependant, toutes les analyses ont été 
effectuées en laboratoire sur un biofilm simplifié et mono-spécifique, ce qui ne reflète 
certainement pas la réalité à laquelle la bactérie est confrontée dans son environnement 
naturel. La majeure partie des HOC dans le milieu marin est en effet associée à des particules 
organiques et non sous la forme de nappe homogène ou de cristaux purs. Toutefois, étant 
donné la capacité de cette souche à dégrader divers types de HOC en formant un biofilm, la 
présence dans son génome et l’induction de nombreux gènes caractéristiques du mode de vie 
en biofilm, la réponse spécifique et rapide qui est engendrée suite à son contact avec des 
substances hydrophobes, laissent supposer qu’elle consomme de façon efficace les HOC 
adsorbés sur la matière organique, peut être en collaboration/interaction avec d’autres espèces 
bactériennes.  
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Annexe 1 : Article « RNB Info N5 » 
 
Cet article a été publié sur le site web du RNB (Réseau National Biofilm) : 
https://colloque2.inra.fr/reseau_national_biofilm/actualites/rnb_info_n5 
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Annexe 2 : Classes fonctionnelles ayant servi à l’annotation des 
gènes de Mh SP17 et utilisées dans l’analyse transcriptomique 
 
Main role Sub-role 
Role 
ID 
1. Amino acid biosynthesis Aromatic amino acid family 70 
  Aspartate family 71 
  Glutamate family 73 
  Pyruvate family 74 
  Serine family 75 
  Histidine family 161 
  Other 69 
2. Purines, pyrimidines, nucleosides, and nucleotides 2'-Deoxyribonucleotide metabolism 123 
  Nucleotide and nucleoside interconversions 124 
  Purine ribonucleotide biosynthesis 125 
  Pyrimidine ribonucleotide biosynthesis 126 
  Salvage of nucleosides and nucleotides 127 
  Sugar-nucleotide biosynthesis and conversions 128 
  Other 122 
3. Fatty acid and phospholipid metabolism Biosynthesis 176 
  Degradation 177 
  Other 121 
4. Biosynthesis of cofactors, prosthetic groups, and carriers Biotin 77 
  Folic acid 78 
  Heme, porphyrin, and cobalamin 79 
  Lipoate 80 
  Menaquinone and ubiquinone 81 
  Molybdopterin 82 
  Pantothenate and coenzyme A 83 
  Pyridoxine 84 
  Riboflavin, FMN, and FAD 85 
  Glutathione and analogs 86 
  Thiamine 162 
  Pyridine nucleotides 163 
  Chlorophyll and bacteriochlorphyll 191 
  Siderophores 707 
  Other 76 
5. Central intermediary metabolism Amino sugars 100 
  One-carbon metabolism 698 
  Phosphorus compounds 103 
  Polyamine biosynthesis 104 
  Sulfur metabolism 106 
  Nitrogen fixation 179 
  Nitrogen metabolism 160 
  Electron carrier regeneration 709 
  Other 102 
6. Energy metabolism Aerobic 108 
  Amino acids and amines 109 
  Anaerobic 110 
  ATP-proton motive force interconversion 111 
  Electron transport 112 
  Entner-Doudoroff 113 
  Fermentation 114 
  Glycolysis/gluconeogenesis 116 
  Pentose phosphate pathway 117 
  Pyruvate dehydrogenase 118 
  Sugars 119 
  TCA cycle 120 
  Annexes 
246 
  Methanogenesis 159 
  Biosynthesis and degradation of polysaccharides 105 
  Photosynthesis 164 
  Chemoautotrophy 180 
  Other 184 
7. Transport and binding proteins Amino acids, peptides and amines 142 
  Anions 143 
  Carbohydrates, organic alcohols, and acids 144 
  Cations and iron carrying compounds 145 
  Nucleosides, purines and pyrimidines 146 
  Porins 182 
  Other 147 
  Unknown substrate 141 
8. DNA metabolism DNA replication, recombination, and repair 132 
  Restriction/modification 183 
  Degradation of DNA 131 
  Chromosome-associated proteins 170 
  Other 130 
9. Transcription Degradation of RNA 134 
  DNA-dependent RNA polymerase 135 
  Transcription factors 165 
  RNA processing 166 
  Other 133 
10. Protein synthesis tRNA aminoacylation 137 
  Ribosomal proteins: synthesis and modification 158 
  tRNA and rRNA base modification 168 
  Translation factors 169 
  Other 136 
11. Protein fate Protein and peptide secretion and trafficking 97 
  Protein modification and repair 140 
  Protein folding and stabilization 95 
  Degradation of proteins, peptides, and glycopeptides 138 
  Other 189 
12. Regulatory functions DNA interactions 261 
  RNA interactions 262 
  Protein interactions 263 
  Small molecule interactions 264 
  Other 129 
13. Signal transduction Two-component systems 699 
  PTS 700 
  Other 710 
14. Cell envelope Surface structures 91 
  
Biosynthesis and degradation of murein sacculus and 
peptidoglycan 
89 
  
Biosynthesis and degradation of surface polysaccharides and 
lipopolysaccharides 
90 
  Other 88 
15. Cellular processes Cell division 93 
  Chemotaxis and motility 188 
  Cell adhesion 701 
  Conjugation 702 
  Detoxification 96 
  DNA transformation 98 
  Sporulation and germination 705 
  Toxin production and resistance 94 
  Pathogenesis 187 
  Adaptations to atypical conditions 149 
  Biosynthesis of natural products 706 
  Other 92 
  Annexes 
247 
16. Mobile and extrachromosomal element functions Plasmid functions 186 
  Prophage functions 152 
  Transposon functions 154 
  Other 708 
17. Unknown function/Hypothetical proteins Enzymes of unknown specificity 703 
  General 157 
  Conserved 156 
  Domain 704 
18. Unclassified Role category not yet assigned 185 
19. Disrupted reading frame   270 
 
Ces classes fonctionnelles sont définies selon la classification COG (Clusters of Orthologous Groups ; 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/COG/ ; Tatusov et al., 1997) 
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Annexe 3 : Gènes différentielllement exprimés en conditions d’adhésion et de biofilm 
 
FLAGELLES 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio 
HMN
Ac 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
MARHY1305 Flagellar hook-basal body complex protein fliE 
    
1,63 
   
MARHY1306 flagellar basal-body MS-ring and collar protein 1,36 
   
1,58 
  
-1,32 
MARHY1307 flagellar motor switching and energizing component 1,40 
       
MARHY1309 Flagellar assembly protein FliH(fragment) 
    
1,45 1,35 
  
MARHY1315 putative flagellar hook-length control protein FliK 1,48 
   
2,30 
   
MARHY1316 Flagellar protein FliL 
    
1,45 
   
MARHY1317 flagellar motor switching and energizing component 
    
1,32 
   
MARHY1318 flagellar motor switching and energizing component 1,33 
   
1,62 
   
MARHY1319 Flagellar protein FliO precursor 
    
1,37 
   
MARHY1327 Flagellar biosynthetic protein FlhF(Flagella associated GTP-binding protein) 1,60 
  
1,38 2,40 1,36 
  
MARHY1328 Flagellar synthesis regulator FleN 1,47 1,32 1,30 
 
1,67 1,32 
  
MARHY1329 RNA polymerase sigma factor for flagellar operon, Sigma-F factor Sigma-28 1,44 
   
1,40 
   
MARHY1342 conserved hypothetical protein. Similar to uncharacterized homolog of the cytoplasmic domain of flagellar 
protein FhlB     
1,38 
   
MARHY2103 putative Flagella basal body P-ring formation protein precursor (FlgA ) 
 
  
 
1,57 
   
MARHY2104 putative negative regulator of flagellin synthesis (flgM) 
    
1,41 
   
MARHY2171 flagellar hook-associated 
    
1,36 
   
MARHY2173 flagellar basal body P-ring protein 1,59 
   
2,28 
   
MARHY2174 flagellar protein of basal-body outer-membrane L ring 1,30 
  
1,30 2,51 
   
MARHY2175 flagellar component of cell-distal portion of basal-body rod (fragment of flgG ) 1,51 
  
1,38 2,45 
  
-1,31 
MARHY2176 flagellar component of cell-distal portion of basal-body rod 1,61 
 
1,30 1,40 2,89 
   
MARHY2177 flagellar component of cell-proximal portion of basal-body rod 1,41 
   
1,87 
 
-1,33 
 
MARHY2178 Flagellar hook protein 1,60 
  
1,31 2,88 
  
-1,33 
MARHY2179 flagellar hook assembly protein , basal-body rod modification protein 1,66 
 
1,40 1,48 2,91 1,32 -1,45 -1,45 
MARHY2180 flagellar component of cell-proximal portion of basal-body rod 1,64 
   
3,03 
 
-1,59 -1,36 
MARHY2181 flagellar component of cell-proximal portion of basal-body rod 1,56 
  
1,41 3,45 1,37 
  
MARHY2507 flagellar biosynthesis; filament capping protein, enables filament assembly (modular protein) 
 
   1,93 
 
-1,33 
 
MARHY2509 flagellin, flagellar filament structural protein 
    
1,51 
 
-1,34 
 
MARHY2518 Flagellin 1,91 
 
1,40 1,31 2,67 
 
-1,76 -2,24 
MARHY1303 histidine kinase FleS 1,47 
   
2,07 
   
MARHY1304 response regulator FleR 1,56 
   
1,93 
   
 
2
4
9
 
               
 
      A
n
n
exes 
  
 
 
 
 
CHIMIOTACTISME 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
MARHY0267 Methyl-accepting chemotaxis protein (2 PAS,MCP domains) 
    
1,56 
  
-1,39 
MARHY0298 chemotaxis sensory transducer 
        
MARHY1330 chemotaxis regulator transmitting signal to flagellar motor component (CheY) 1,78 
 
1,30 
 
1,83 
  
-1,75 
MARHY1331 chemotaxis protein cheZ  1,47 
 
1,43 
 
1,92 1,40 
 
-1,35 
MARHY1332 Histidine kinase 
    
1,47 1,33 
  
MARHY1335 Proton-driven flagellar motor component 
    
1,33 
   
MARHY1337 Conserved hypothetical protein, CheW-like domain 
   
1,39 2,64 
   
MARHY1338 Chemotaxis protein cheW 1,43 
   
1,91 
   
MARHY1829 putative methyl-accepting chemotaxis transducer 
        
MARHY2101 NUDIX hydrolase (modular protein) 
  
1,37 
     
MARHY2864 putative Methyl-accepting chemotaxis transducer/sensory box protein , Pas/Pac sensor 
    
1,51 
 
-1,61 
 
MARHY2959 putative Methyl-accepting chemotaxis transducer 1,44 1,32 
 
1,34 1,58 1,33 
  
MARHY3038 putative Chemotaxis sensory transducer precursor 1,44 
  
1,32 
    
MARHY3230 Chemotaxis protein CheV a CheW-like protein 
   
-1,52 -1,44 -1,36 
  
MARHY3675 Chemotaxis protein methyltransferase , CheR-type     1,95  -1,57 -1,44 
MARHY3676 Che A protein ; Kinase; Sensory transduction; Transferase; Two-component regulatory system     1,65  -1,51 -1,54 
MARHY3677 putative CheB methylesterase. Chemotaxis-specific methylesterase       -1,41  
MARHY3678 putative CheW-like protein ; Chemotaxis signal transduction protein       -1,40  
 
 
 
 
 
2
5
0
 
               
 
      A
n
n
exes 
  
PILI 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
MARHY0620 mannose-sensitive agglutinin (MSHA) biogenesis protein MshM (pilus type IV) 
    
1,43 
  
-1,30 
MARHY0621 MSHA biogenesis protein, MshN 1,56 1,42 
  
2,00 
 
-1,51 
 
MARHY0697 putative type IV pilus assembly protein (PilM) 1,40 
 
1,70 
 
1,55 
 
-1,60 -1,48 
MARHY0698 putative Fimbrial assembly protein (PilN) 1,51 
 
1,54 
 
1,63 
 
-1,61 -1,31 
MARHY0699 putative Type IV pilus biogenesis protein PilO 1,45 
 
1,62 
 
1,43 
 
-1,55 -1,30 
MARHY0700 putative pilus assembly protein PilP 1,55 
 
1,54 
 
1,44 
 
-1,53 -1,45 
MARHY0701 Fimbrial assembly protein pilQ precursor 1,72 
 
1,44 
 
1,69 
 
-1,80 -1,51 
MARHY0739 type 4 fimbrial biogenesis protein PilY1 1,35 
   
1,50 
   
MARHY0740 Type IV pilus assembly protein PilX precursor 
  
1,38 
 
1,53 
  
-1,49 
MARHY0741 type IV pilus assembly protein PilW 
    
1,31 
   
MARHY0742 type 4 fimbrial biogenesis protein PilV 
    
1,79 1,35 -1,45 -1,36 
MARHY1505 putative pilus assembly protein (FilC) 
   
1,39 
    
MARHY2156 putative Type IV pilus biogenesis protein PilF (TPR repeat)    1,52 1,49 1,32   
MARHY2564 Fimbrial protein precursor (Pilin)     1,68 1,37 -2,11 -2,74 
MARHY2566 type 4 fimbrial assembly protein 
    
1,49 
   
MARHY3671 pilus response regulator PilG 
    
1,49 
  
-1,63 
MARHY3672 pilus response regulator Pilh 
    
1,48 
 
-1,36 -1,37 
MARHY3673 pili signal transduction protein PilI ; CheW-like protein twitching motility protein 
    
1,51 
  
-1,38 
MARHY3674 pili methyl-accepting chemotaxis transducer PilJ  
  
1,56 
 
1,90 1,34 -1,83 -1,48 
MARHY3675 Chemotaxis protein methyltransferase , CheR-type     1,95  -1,57 -1,44 
 
POLYSACCHARIDES 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
MARHY1392 putative glucokinase 
      
1,36 1,35 
MARHY1397 polysaccharide biosynthesis protein 
      
1,31 
 
MARHY1398 polysaccharide biosynthesis protein 
      
1,34 
 
MARHY1635 putative undecaprenyl-phosphate galactose phosphotransferase, WcaJ 
    
-1,41 -1,37 
  
MARHY1637 putative Polysaccharide chain length determinant protein 
     
-1,33 
  
MARHY1640 conserved hypothetical protein 
       
1,45 
MARHY1641 putative glycosyl transferase, group 2 family protein; putative biofilm PIA synthesis N-
glycosyltransferase icaA (Intercellular adhesion protein A)     
-1,71 
 
1,34 1,76 
2
5
1
 
               
 
      A
n
n
exes 
  
MARHY1642 putative acyltransferase protein 
    
-1,76 -1,38 1,63 1,70 
MARHY1643 putative glycosyl transferase protein -1,41 
 
-1,31 
 
-1,67 -1,53 1,47 2,48 
MARHY1644 conserved hypothetical protein 
    
-2,03 -1,71 1,41 1,81 
MARHY1645 putative Glycosyl transferase, putative biofilm PGA synthesis N-glycosyltransferase pgaC 
   
-1,32 -2,21 -2,87 1,31 1,37 
MARHY1646 hypothetical protein; putative exported protein 
     
-1,96 
 
1,30 
MARHY1647 hypothetical protein 
   
-1,35 -1,66 -2,36 
 
1,35 
MARHY1648 putative glycosyl transferase, putative Biofilm PGA synthesis N-glycosyltransferase pgaC 
    
-1,70 -2,11 
  
MARHY1649 putative glycosyl transferase, group 1 family protein -1,41 
  
-1,32 -1,75 -2,35 
 
1,49 
MARHY1650 putative polysaccharide deacetylase -1,45 
   
-2,25 -2,44 1,53 1,50 
MARHY1651 hypothetical protein -1,45 
 
-1,38 -1,44 -2,96 -3,27 1,78 1,79 
MARHY1652 conserved hypothetical protein; putative membrane protein -1,66 -1,30 -1,40 -1,45 -2,81 -3,77 1,47 1,67 
MARHY1653 conserved hypothetical protein, putative glycolsyl transferase -1,52 -1,34 -1,43 -1,44 -2,39 -2,81 1,53 1,69 
MARHY1654 putative O-antigen export protein, Lipopolysaccharide biosynthesis -1,48 
   
-2,28 -1,68 
 
1,44 
MARHY1655 Asparagine synthase, glutamine-hydrolyzing -1,48 
 
-1,31 
 
-1,68 -1,52 
  
MARHY1656 conserved hypothetical protein 
     
-1,39 
  
MARHY1657 putative glycosyl transferase 
    
-1,48 -1,62 
 
1,35 
MARHY1658 putative glycosyl transferase -1,43 
   
-2,00 -1,59 
 
1,74 
MARHY1659 conserved hypothetical protein 
    
-2,35 -1,30 
  
MARHY1660 conserved hypothetical protein; putative membrane protein 
    
-1,98 -1,44 
 
1,46 
MARHY2532 putative RNAse with metallo-beta-lactamase-like domain -1,35 
   
-1,90 -1,70 
 
1,74 
MARHY2533 putative dTDP-glucose-4,6-dehydratase/UDP-glucose 4-epimerase (WeeK) (WbpM) -1,51 
 
-1,31 -1,31 -2,38 -1,85 
 
1,92 
MARHY2534 putative UDP-galactose phosphate transferase (WeeH) (fragment) -1,57 
   
-1,89 -1,98 
 
1,68 
MARHY2535 putative UDP-glucose 4-epimerase (EC 5.1.3.2) (Galactowaldenase) (UDP-galactose 4-epimerase) -1,52 
   
-1,53 -2,06 
 
1,69 
MARHY2536 UDP-D-glucuronate decarboxylase -1,84 
  
-1,38 -1,36 -2,05 
  
MARHY2537 putative teichuronic acid biosynthesis glycosyl transferase tuaG (EC 2.4.1.-) -1,74 
    
-1,78 
 
1,43 
MARHY2539 hypothetical protein; putative membrane protein -1,49 
 
-1,41 -1,48 -3,46 -3,03 
 
1,77 
MARHY2540 hypothetical protein -1,44 
   
-2,05 -2,05 
 
1,54 
MARHY2541 Polysaccharide biosynthesis protein, N-acylneuraminate-9-phosphate synthase RkpQ(EC 2.5.1.57) 1,14 
    
-1,74 
  
MARHY2542 Polysaccharide biosynthesis protein, probable Acyl-CoA N-acyltransferases -1,44 
    
-2,10 
  
MARHY2543 Polysaccharide biosynthesis protein, probable pseudaminic acid cytidylyltransferase -1,74 -1,32 -1,34 
 
-1,48 -1,79 
 
1,34 
MARHY2545 Polysaccharide biosynthesis protein, pProbable aminotransferase -1,60 
    
-1,38 
  
MARHY2546 Polysaccharide biosynthesis protein, UDP-glucose 4-epimerase -1,31 
    
-1,58 
  
MARHY2547 Polysaccharide biosynthesis protein, O-antigen flippase -1,66 -1,33 -1,46 -1,46 -2,44 -2,37 
 
1,54 
MARHY2548 Capsule polysaccharide export protein kpsC -1,42 
 
-1,32 
 
-2,34 -2,27 
 
1,34 
MARHY2549 Putative capsule polysaccharide biosynthesis -1,91 -1,51 
 
-1,58 -2,67 -5,13 
  
MARHY2550 glycosyl transferase -1,47 
 
-1,32 -1,30 -1,40 -2,63 
 
1,73 
MARHY2551 Putative capsule polysaccharide export protein kpsC(fragment) 
   
-1,34 
 
-2,18 
 
1,79 
MARHY2552 Capsular polysaccharide export system inner membrane protein KpsE, polysaccharide 
copolymerases PCP family 
-1,62 
   
-1,81 -2,07 
  
MARHY2553 Capsular polysaccharide ABC transporter, ATP-binding protein KpsT -1,63 
 
-1,45 -1,32 -2,35 -1,99 
 
1,80 
MARHY2554 Capsular polysaccharide ABC transporter, permease protein KpsM -1,48 
   
-2,17 -1,67 
  
2
5
2
 
               
 
      A
n
n
exes 
  
MARHY2555 KpsD precursor,outer membrane polysaccharide export OPX familly -1,85 
 
-1,42 
 
-1,93 -1,67 
 
1,61 
MARHY2556 hypothetical protein; putative exported protein -1,40 
    
-1,55 
 
1,38 
MARHY2557 conserved hypothetical protein; putative exported protein wzi -1,36 
   
-1,58 -1,30 
 
1,32 
 
 
 
 
PROPHAGES/TRANSPOSASES/INTEGRASES 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY0031 putative SMF protein 
      
1,32 
 
MARHY0493 Prophage MuSo1, transcriptional regulator, Cro/CI family -1,84 
  
-1,71 -3,98 -2,10 
 
1,33 
MARHY0511 Integrase -1,68 
  
-1,49 -3,31 -1,57 
  
MARHY0965 Transposase insH for insertion sequence element IS5 (fragment) 
    
-2,12 -1,36 
  
MARHY0968 Phage integrase family protein 
    
-2,36 -1,37 
 
1,41 
MARHY1124 Transposase insC for insertion element IS2A/D/F/H/I/K 
       
1,48 
MARHY1125 transposase 
  
-1,36 
 
-1,51 -1,45 
 
2,01 
MARHY1129 Ypar14, super integron cassette -1,53 
 
-1,44 -1,44 -2,53 -1,84 
 
1,74 
MARHY1137 transposase orfA -1,59 
 
-1,41 -1,33 -1,98 -1,63 
 
1,71 
MARHY1138 putative ISCps9, transposase orfB 
   
-1,33 -1,88 -1,48 
 
1,48 
MARHY1139 Transposase insF for insertion sequence IS3A/B/C/D/E/fA(fragment) -1,68 
  
-1,30 -2,98 -1,67 
 
1,40 
MARHY1850 putative integrase -1,93 
 
-1,34 
 
-2,38 -2,10 
 
1,56 
MARHY1858 Resolvase 
     
-1,34 
 
1,57 
MARHY1877 TnpA (fragment) -2,04 
 
-1,71 -1,47 -2,94 -2,57 
 
3,30 
MARHY1885 putative transposase -1,50 
   
-1,39 -1,68 
 
2,04 
MARHY1907 putative integrase (fragment) -1,31 
 
-1,31 
 
-3,66 -1,85 
 
1,66 
MARHY1911 putative integrase (fragment) -1,40 
 
-1,41 -1,15 -2,74 -1,81 
 
1,76 
MARHY1921 reverse transcriptase-like protein; CP4-6 prophage -1,50 
 
-1,30 
 
-2,55 -1,66 
 
1,54 
MARHY1928 transposase (fragment) 
    
-2,23 -1,33 
  
MARHY1990 putative transposase (fragment) 
    
-2,31 
  
1,68 
MARHY1991 putative transposase (fragment) 
    
-1,67 
  
1,33 
MARHY3218 Integrase -1,75 
 
-1,38 -1,65 -3,40 -2,00 
 
1,80 
MARHY3220 Prophage PSPPH06, site-specific recombinase, phage integrase family (fragment) -1,50 
 
-1,32 -1,47 -2,94 -2,09 
 
1,63 
MARHY3790 transposase -1,74 -1,37 -1,52 -1,73 -2,67 -1,56 
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RIBOSOMES ET ACIDES AMINES 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY0024 glycine tRNA synthetase, beta subunit 
   
  1,50 
 
  -1,48 
MARHY0025 glycine tRNA synthetase, alpha subunit 
   
  1,46 
 
  -1,40 
MARHY0027 16S rRNA m5C967 methyltransferase, S-adenosyl-L-methionine-dependent 
   
  1,64 
 
  -1,35 
MARHY0028 10-formyltetrahydrofolate:L-methionyl-tRNA(fMet) N-formyltransferase 
   
  
  
  -1,44 
MARHY0450 Pyrroline-5-carboxylate reductase, proline biosynthesis; third (last) step (fragment) 
   
  
  
  -1,62 
MARHY0515 30S ribosomal subunit protein S21 
  
1,44   2,86 
 
-1,36 -1,90 
MARHY0524 poly(A) polymerase I.  
   
  
  
  -1,44 
MARHY0528 glutamyl t-RNA synthetase with nucleotidylyl transferase domain 
   
  
  
  -1,42 
MARHY0546 N-acetyl-gamma-glutamyl-phosphate reductase 
   
  
  
  -1,37 
MARHY0567 protein chain elongation factor EF-Tu (duplicate of tufA) 
  
1,58   2,54 1,50   -2,15 
MARHY0570 50S ribosomal subunit protein L11, N-terminal believed to regulate RelA 
  
2,06   3,83 2,04   -3,19 
MARHY0571 50S ribosomal subunit protein L1, regulates synthesis of L1 and L11 
  
1,59   3,31 1,59 -1,35 -2,75 
MARHY0573 50S ribosomal subunit protein L10 
  
1,97   3,37 1,92   -2,84 
MARHY0574 50S ribosomal subunit protein L7/L12 
  
1,83   2,70 1,33 -1,45 -2,47 
MARHY0577 30S ribosomal subunit protein S12 2,10 1,84 4,10 1,36 8,71 1,68   -4,92 
MARHY0578 30S ribosomal subunit protein S7, initiates assembly 
  
2,15   3,26 1,72   -2,50 
MARHY0579 protein chain elongation factor EF-G, GTP-binding 
  
2,37   3,43 1,74   -2,32 
MARHY0580 protein chain elongation factor EF-Tu (duplicate of tufB) 
  
1,47   2,20 1,50   -1,89 
MARHY0582 30S ribosomal subunit protein S10 
  
2,05   5,13 1,40 -1,45 -3,06 
MARHY0583 50S ribosomal subunit protein L3 
  
1,65 1,34 3,03 1,80   -2,00 
MARHY0584 50S ribosomal subunit protein L4, regulates expression of S10 operon 
  
2,04   4,38 1,84 -1,50 -2,26 
MARHY0585 50S ribosomal subunit protein L23 
  
1,94   2,27 1,45   -1,82 
MARHY0586 50S ribosomal subunit protein L2 
  
2,60 1,45 3,73 1,83 -1,38 -2,39 
MARHY0587 30S ribosomal subunit protein S19 
  
3,71 1,42 6,35 1,94 -1,34 -2,89 
MARHY0588 50S ribosomal subunit protein L22 
  
2,74   5,17 1,84 -1,30 -2,61 
MARHY0589 30S ribosomal subunit protein S3 
  
3,08   3,62 1,72   -2,28 
MARHY0591 50S ribosomal subunit protein L29 1,50 
 
2,97 1,39 4,51 2,52   -3,13 
MARHY0592 30S ribosomal subunit protein S17 1,39 
 
2,31   3,56 2,17 -1,34 -2,51 
MARHY0595 50S ribosomal subunit protein L5 1,48 
 
2,07   3,90 1,77 -1,32 -2,74 
MARHY0596 30S ribosomal subunit protein S14 1,60 
 
2,45   5,84 2,05 -1,57 -4,62 
MARHY0597 30S ribosomal subunit protein S8, and regulator 1,42 
 
2,27   4,48 1,94   -3,32 
MARHY0598 50S ribosomal subunit protein L6 
  
3,07   4,10 1,83   -4,29 
MARHY0599 50S ribosomal subunit protein L18 
  
2,86   4,54 1,92   -3,86 
MARHY0601 30S ribosomal subunit protein S5 
  
1,71   2,65 1,61 -1,31 -2,31 
MARHY0602 50S ribosomal subunit protein L30 
  
2,68   3,68 1,59   -3,02 
MARHY0605 50S ribosomal subunit protein L36 
  
2,19   3,74 1,44 -1,48 -3,50 
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MARHY0606 30S ribosomal subunit protein S13 
  
3,09   6,55 
 
-1,31 -4,74 
MARHY0607 30S ribosomal subunit protein S11 
  
2,31 1,55 3,70 1,91   -2,59 
MARHY0608 30S ribosomal subunit protein S4 
  
2,16   4,06 1,61   -3,46 
MARHY0610 50S ribosomal subunit protein L17 
  
1,69   3,05 
 
  -2,90 
MARHY0635 glutamine synthetase 
   
  1,46 
 
  -1,55 
MARHY0644 branched-chain amino-acid aminotransferase 
   
  1,55 
 
  -1,35 
MARHY0711 serine hydroxymethyltransferase 1,61 1,37 1,34   3,18 1,50   -1,42 
MARHY0725 50S ribosomal subunit protein L21 
  
1,35   2,35 
 
  -2,32 
MARHY0729 30S ribosomal subunit protein S20 
   
  1,97 
 
  -1,62 
MARHY0749 pseudouridine synthase (pseudouridines 1911, 1915, 1917 in 23S RNA) 1,31 
  
  1,33 1,34   -1,34 
MARHY0772 50S ribosomal subunit protein L13 
   
  2,36 
 
  -1,59 
MARHY0773 30S ribosomal subunit protein S9 
 
1,41 
 
  1,39 
 
  -1,46 
MARHY0823 dihydroxyacid dehydratase 1,34 
  
  1,34 1,33   -1,35 
MARHY0869 O-acetylhomoserine/O-acetylserine sulfhydrylase 
   
  
 
1,34   -1,44 
MARHY0876 50S ribosomal protein L25, general stress protein CTC 
   
  1,64 
 
  -1,53 
MARHY0937 30S ribosomal subunit protein S16 
   
  1,90 
 
  -1,55 
MARHY0940 50S ribosomal subunit protein L19 
   
  2,11 
 
  -1,78 
MARHY0943 homoserine dehydrogenase 
   
  
  
  -1,50 
MARHY1176 dihydroxyacid dehydratase 2 
   
  1,78 1,72 -1,51 -1,37 
MARHY1178 Acetolactate synthase isozyme 2 large subunit 1,50 
  
  2,57 1,91 -1,32 -1,37 
MARHY1237 Translation initiation factor IF-3 
   
  1,69 
 
  -1,71 
MARHY1239 50S ribosomal subunit protein L35 
   
  1,63 
 
  -1,79 
MARHY1241 50S ribosomal subunit protein L20 
   
  1,90 
 
  -1,46 
MARHY1243 phenylalanine tRNA synthetase, beta subunit; Phenylalanine--tRNA ligase beta chain PheRS 1,71 1,33 1,46 1,35 1,74 1,36 -1,61 -2,32 
MARHY2241 Ribosome modulation factor 1,67 1,39 
 
1,48 1,48 
 
-1,47 -1,39 
MARHY2984 periplasmic glutamine-binding protein , high-affinity glutamine transport protein (ABC 
superfamily, peri_bind) 
1,53 
  
1,31 1,30 
 
  -1,44 
MARHY3153 arginine transport protein (ABC superfamily, peri_bind) 1,35 
  
  1,41 
 
-1,63 -1,90 
MARHY3178 high-affinity branched-chain amino acid transport protein (ABC superfamily, membrane) 
   
  
  
-1,30 
 
MARHY3179 high-affinity branched-chain amino acid transport protein (ABC superfamily, membrane) 
   
  
  
-1,65 
 
MARHY3180 high-affinity branched-chain amino acid transport protein (ABC superfamily, atp_bind) 
   
  
  
-1,46 
 
MARHY3188 30S ribosomal subunit protein S15 
   
  
  
  -1,62 
MARHY3190 ribosome-binding factor, role in processing of 10S rRNA 
   
  1,74 
 
-1,34 -1,86 
MARHY3191 protein chain initiation factor IF-2 
   
  2,03 
 
  -1,92 
MARHY3201 carbamoyl-phosphate synthase large subunit 
   
  1,82 
 
  -1,30 
MARHY3398 Aspartate aminotransferase (ASPAT) 
   
  2,34 
 
  -1,54 
MARHY3416 anthranilate synthase component I 
   
  1,41 
 
  -1,53 
MARHY3418 anthranilate phosphoribosyltransferase 1,42 
 
1,31   1,95 1,42   -1,45 
MARHY3460 acetylglutamate kinase 
   
  
  
  -1,37 
MARHY3466 50S ribosomal subunit protein L33 
   
  
  
  -1,58 
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MARHY3737 bifunctional beta-cystathionase, PLP-dependent and regulator of maltose regulon.belong to 
class-II pyridoxal-phosphate-dependent aminotransferase family. MalY/patB subfamily. 
MalY/patB subfamily 
   
  
  
-1,53 
 
 
 
SYSTEME DE SECRETION DE TYPE VI 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY3625 putative ClpA/B-type chaperone (evpH-like) 
    
2,02 
   MARHY3626 conserved hypothetical protein, putative secretion system (EvpN-like)domain 
    
2,51 
   MARHY3627 conserved hypothetical protein, putative secretion system protein (EvpM-like) 
    
2,00 
   MARHY3630 conserved hypothetical protein, putative secretion system protein (EvpG-like) 
    
2,10 
   MARHY3631 conserved hypothetical protein, putative secretion system protein (EvpF-like) 
    
1,50 
   MARHY3634 putative secretion system protein (EvpB-like) 
 
1,38 1,36 
 
3,25 
 
2,11 
 MARHY3635 putative secretion system protein (EvpA-like) 
    
2,14 
 
1,68 -1,35 
 
 
 
GENES CODANT POUR DES PROTEINES A DOMAINE GGDEF 
 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio HMNAc Hx Trio HMNAc Hx Trio 
MARHY1523 conserved hypothetical protein (GGDEF domain) 
      
1,33 
 
MARHY3576 conserved hypothetical protein, GGDEF domain 
    
-1,59 
 
1,33 1,37 
MARHY3685 putative GGDEF family protein 
      
-1,53 
 
MARHY3691 putative GGDEF family protein -1,48 
 
-1,35 -1,62 -2,10 -1,36 -1,30 1,31 
MARHY3721 putative diguanylate cyclase (GGDEF) with HAMP domain -1,35 
  
-1,34 
  
-1,90 
 MARHY3772 conserved hypothetical protein (GGDEF domain) 
      
-1,46 
 
 
 
 
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate. Fond bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ;  Fond rouge : ratio d’expression  
≥ 1,3. Les ratios d’expression compris entre -1,3 et 1,3 n’ont pas été rapportés. Les p-value associées sont toutes ≤ 0,05. 
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Annexe 4 : Profil d’expression des gènes de la région « 2 Mb » du génome de Mh SP17 
CDS PRODUIT 
ADHESION 15MIN ADHESION 3H BIOFILM 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
HMN 
Ac 
Hx Trio 
MARHY1803 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
        
MARHY1804 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
        
MARHY1805 putative Saccharopine dehydrogenase (NAD(+), L-glutamate-forming) 
   
1,32 1,87 1,38 
  
MARHY1806 fused cysteine transporter subunits of ABC superfamily: membrane component ; ATP-binding 
component     
1,83 
   
MARHY1807 fused cysteine transporter subunits of ABC superfamily: membrane component ; ATP-binding 
component     
1,47 
  
1,47 
MARHY1808 ubiquinol oxidase subunit II, cyanide insensitive 
        
MARHY1809 ubiquinol oxidase subunit I, cyanide insensitive 
        
MARHY1810 putative methyltransferase 
    
-1,34 
  
1,36 
MARHY1811 Putative sensory transduction system with a GGDEF domain 
    
-1,67 
   
MARHY1812 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
   
2,32 
  
1,38 
 
MARHY1813 hypothetical protein 
    
-1,33 
  
1,48 
MARHY1814 hypothetical protein 
        
MARHY1815 Enoyl-CoA hydratase 
        
MARHY1816 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
       
1,72 
MARHY1817 putative transporter subunit: membrane component of ABC superfamily (yadH) 
        
MARHY1818 putative transporter subunit: ATP-binding component of ABC superfamily (yadG) 
        
MARHY1819 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,41 
  
1,33 
MARHY1820 conserved hypothetical protein 
       
1,31 
MARHY1821 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
        
MARHY1822 putative ABC-type phosphate/phosphonate transport system, permease component 
        
MARHY1823 putative phosphonate ABC transporter, ATP-binding protein 
        
MARHY1824 putative phosphonate ABC transporter, periplasmic phosphonate-binding protein 
    
2,02 
   
MARHY1825 putative Glycosyl transferases 
    
-1,66 
   
MARHY1826 conserved hypothetical protein, putative Helix-hairpin-helix motif 1,37 
       
MARHY1827 conserved hypothetical protein 
        
MARHY1828 putative hydrolase, putative Carbon-nitrogen hydrolase 
        
MARHY1829 putative methyl-accepting chemotaxis transducer 
    
-1,63 
  
1,57 
MARHY1830 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,34 
   
MARHY1831 hypothetical protein 
    
-1,72 -1,44 
  
MARHY1832 conserved hypothetical protein -1,42 
   
-1,52 
 
-1,32 
 
MARHY1833 ATP-dependent DNA helicase 
        
MARHY1834 conserved hypothetical protein 
    
-1,47 
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MARHY1835 Glycogen phosphorylase 
  
-1,38 
    
1,36 
MARHY1836 glycogen synthase 
    
-1,45 
  
1,56 
MARHY1837 1,4-alpha-glucan branching enzyme 
    
-1,90 
  
1,86 
MARHY1838 glucose-1-phosphate adenylyltransferase 
    
-1,70 
  
1,48 
MARHY1839 putative Glycosyl hydrolase family 57 
  
-1,47 
    
1,36 
MARHY1840 4-alpha-glucanotransferase (Amylomaltase)( belong to the disproportionating enzyme family) 
       
1,54 
MARHY1841 conserved hypothetical protein 
  
-1,31 
 
1,65 
 
-1,45 
 
MARHY1842 Cyclopentanol dehydrogenase 
    
1,49 
 
-1,32 1,34 
MARHY1843 Glycogen phosphorylase 
      
-1,43 1,36 
MARHY1844 potassium uptake protein TrkH precursor 
    
-1,37 
  
1,34 
MARHY1845 conserved hypothetical protein, putative membrane protein 
  
-1,41 
 
1,71 -1,37 -1,64 
 
MARHY1846 Putative Na+/H+ antiporter NhaD -1,53 
   
-1,72 -1,38 
  
MARHY1847 hypothetical protein 
  
-1,35 
  
-1,54 
  
MARHY1848 hypothetical protein 
  
-1,57 -1,48 -2,60 -2,23 
 
1,70 
MARHY1849 hypothetical protein -1,35 
 
-1,40 
 
-2,24 -2,06 
 
1,54 
MARHY1850 putative integrase -1,93 
 
-1,34 
 
-2,38 -2,10 
 
1,56 
MARHY1851 conserved hypothetical protein with restrcition enzyme domain and DEAD/DEAH box helicase 
domain 
-1,62 
   
-1,77 -2,21 
  
MARHY1852 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,37 
    
-1,81 -1,34 1,45 
MARHY1853 conserved hypothetical protein 
     
-1,56 -1,81 
 
MARHY1854 conserved hypothetical protein 
     
-1,61 -1,76 
 
MARHY1855 hypothetical protein -1,62 
 
-1,55 -1,34 -2,89 -2,28 
 
2,00 
MARHY1856 hypothetical protein -1,50 -1,39 -1,71 -1,49 -2,81 -2,85 
 
2,06 
MARHY1857 conserved hypothetical protein -1,58 
 
-1,52 
 
-2,51 -2,34 
 
1,98 
MARHY1858 Resolvase 1,37 
    
-1,34 -1,97 1,57 
MARHY1859 hypothetical protein -1,67 
 
-1,54 
 
-2,11 -1,95 
 
2,43 
MARHY1860 hypothetical protein 
  
-1,36 
 
-1,44 -1,46 -1,67 1,88 
MARHY1861 conserved hypothetical protein -1,39 
 
-1,49 
 
-1,90 -1,89 -1,38 2,17 
MARHY1862 hypothetical protein -1,39 
 
-1,42 
 
-2,57 -1,74 
 
1,99 
MARHY1863 conserved hypothetical protein with putative Metallophosphoesterase domain-containing protein 1 
(Adult brain protein 239) (239AB) (fragment) 
-1,50 
 
-1,49 
 
-2,29 -1,83 -1,36 1,94 
MARHY1864 conserved hypothetical protein -1,77 
 
-1,58 -1,38 -2,89 -2,27 
 
1,51 
MARHY1865 conserved hypothetical protein -1,34 
 
-1,60 
 
-2,35 -2,38 
 
1,94 
MARHY1866 hypothetical protein 
  
-1,48 -1,31 -1,97 -1,88 -1,31 1,93 
MARHY1867 conserved hypothetical protein -1,43 
 
-1,45 
 
-2,17 -1,71 
 
1,89 
MARHY1868 hypothetical protein -1,69 
 
-1,69 -1,33 -2,78 -1,88 
 
2,91 
MARHY1869 conserved hypothetical protein -1,33 
   
-2,12 -1,50 
 
1,76 
MARHY1870 hypothetical protein 
    
-1,51 -1,50 -1,40 1,35 
MARHY1871 hypothetical protein -1,67 
 
-1,53 
 
-3,23 -2,18 
 
1,92 
MARHY1872 conserved hypothetical protein -1,38 
 
-1,36 
 
-2,17 -2,01 
 
1,86 
MARHY1873 hypothetical protein -2,00 
 
-1,32 
 
-3,17 -2,02 -1,37 2,28 
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MARHY1874 hypothetical protein -1,56 
 
-1,46 
 
-2,77 -2,39 
 
1,73 
MARHY1875 Helicase IV -1,51 
 
-1,48 -1,31 -2,12 -2,40 
 
2,48 
MARHY1876 hypothetical protein 
    
-1,35 -1,93 
 
2,10 
MARHY1877 TnpA (fragment) -2,04 
 
-1,71 -1,47 -2,94 -2,57 
 
3,30 
MARHY1878 hypothetical protein; putative exported protein, Endonuclease/Exonuclease/phosphatase domain -1,73 
 
-1,53 
 
-2,32 -2,76 1,38 2,25 
MARHY1879 hypothetical protein -1,45 
   
1,49 -2,29 1,75 2,21 
MARHY1880 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,84 
 
-1,36 
  
-2,48 2,24 2,76 
MARHY1881 hypothetical protein -1,72 
 
-1,34 
 
-1,72 -1,91 
 
2,21 
MARHY1882 hypothetical protein, HTH_fis: Helix-turn-helix domain, fis-type -1,71 
 
-1,44 
 
-2,54 -2,12 
 
1,83 
MARHY1883 hypothetical protein, putative membrane protein -1,57 
 
-1,59 -1,35 -3,13 -2,76 
 
1,72 
MARHY1884 hypothetical protein -1,33 
   
-2,23 -2,03 
 
1,49 
MARHY1885 putative transposase -1,50 
 
-1,32 
 
-1,39 -1,68 -1,56 2,04 
MARHY1886 hypothetical protein 
     
-1,76 -1,41 1,43 
MARHY1887 hypothetical protein; putative exported protein 
  
-1,34 
 
-1,54 -2,60 
 
1,52 
MARHY1888 hypothetical protein, putative Pentapeptide repeats 
    
-1,46 -2,48 -1,43 
 
MARHY1889 hypothetical protein -1,47 
 
-1,56 -1,49 -3,23 -3,82 
 
2,01 
MARHY1890 conserved hypothetical protein -1,72 
 
-1,51 -1,51 -4,83 -3,81 
 
2,05 
MARHY1891 conserved hypothetical protein -1,67 
 
-1,44 -1,31 -2,66 -2,42 
 
2,29 
MARHY1892 hypothetical protein -1,48 
 
-1,36 
 
-2,44 -2,37 
 
2,18 
MARHY1893 hypothetical protein -1,35 
  
-1,32 -1,71 -2,15 
 
1,92 
MARHY1894 hypothetical protein; putative membrane protein -1,79 
 
-1,45 -1,35 -1,68 -1,93 
 
1,92 
MARHY1895 hypothetical protein -1,46 
 
-1,43 
 
-2,15 -1,80 
 
1,54 
MARHY1896 conserved hypothetical protein -1,41 
 
-1,40 
 
-2,00 -1,70 -1,34 1,65 
MARHY1897 conserved hypothetical protein; putative membrane protein -1,35 
 
-1,42 
 
-1,55 -1,75 -1,38 1,75 
MARHY1898 conserved hypothetical protein, putative Acetyltransferase (GNAT) family -1,34 
   
-1,74 -1,77 -1,44 1,77 
MARHY1899 conserved hypothetical protein, putative 3-demethylubiquinone-9 3-methyltransferase -1,47 
 
-1,43 -1,32 -2,31 -2,26 -1,38 1,61 
MARHY1900 hypothetical protein -1,55 
 
-1,33 
 
-2,01 -2,04 -1,59 1,36 
MARHY1901 hypothetical protein -1,38 
 
-1,32 
 
-1,68 -1,99 -1,37 1,68 
MARHY1902 conserved hypothetical protein -1,48 
   
-2,02 -1,89 
 
1,70 
MARHY1903 conserved hypothetical protein 
    
-2,04 -2,11 
 
1,71 
MARHY1904 hypothetical protein -1,44 
 
-1,42 -1,34 -2,40 -2,50 
  
MARHY1905 hypothetical protein, putative Helicase subunit of the DNA excision repair complex -1,56 
 
-1,37 -1,32 -1,81 -2,35 -1,40 1,63 
MARHY1906 hypothetical protein 
    
-1,51 -1,72 
 
1,70 
MARHY1907 putative integrase (fragment) -1,31 
 
-1,31 
 
-3,66 -1,85 
 
1,66 
MARHY1908 hypothetical protein -1,39 
 
-1,43 
 
-2,32 -2,04 
 
1,88 
MARHY1911 putative integrase (fragment) -1,40 
 
-1,41 
 
-2,74 -1,81 
 
1,76 
MARHY1912 conserved hypothetical protein; putative membrane protein -1,56 
 
-1,44 
 
-2,29 -1,95 
 
1,42 
MARHY1913 putative oxidoreductase, FAD-binding precursor 
  
-1,30 
 
-1,47 -1,36 -1,41 1,37 
MARHY1914 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,50 
 
-1,57 
 
-1,59 -1,55 -1,42 1,71 
MARHY1915 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
     
-1,41 -1,45 1,32 
MARHY1916 conserved hypothetical protein, putative Ferredoxin--NAD(+) reductase -1,31 
   
-1,67 -1,32 -1,93 1,62 
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MARHY1917 DNA-binding response regulator in two-component regulatory system with QseC -1,38 
   
-2,10 -1,39 -1,58 1,39 
MARHY1918 periplasmic sensor signal transduction histidine kinase , putative (qseC) -1,53 
 
-1,48 
 
-2,12 -1,53 -1,37 1,97 
MARHY1919 conserved hypothetical protein with Helix-turn-helix, AraC type domain -1,36 
   
-2,20 -1,48 -1,40 
 
MARHY1920 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,30 
 
-1,31 
 
-3,01 -1,65 
 
1,96 
MARHY1921 reverse transcriptase-like protein; CP4-6 prophage -1,50 
 
-1,30 
 
-2,55 -1,66 
 
1,54 
MARHY1922 Putative HTH-type transcriptional regulator protein ptxE (Fragment) -1,38 
   
-1,46 
 
-1,32 1,32 
MARHY1923 Phosphonate dehydrogenase (NAD-dependent phosphite dehydrogenase) -1,35 
   
-1,37 -1,38 
 
2,02 
MARHY1924 phosphonate/organophosphate ester transporter permease -1,31 
    
-1,50 
 
1,75 
MARHY1925 phosphonate/organophosphate ester transporter subunit ; periplasmic binding component of ABC 
superfamily 
-1,40 
 
-1,31 
  
-1,35 
 
1,83 
MARHY1926 phosphonate/organophosphate ester transporter subunit ; ATP-binding component of ABC 
superfamily      
-1,46 
 
1,48 
MARHY1927 hypothetical protein -1,50 
   
-3,12 -1,44 
 
1,52 
MARHY1928 transposase (fragment) 
    
-2,23 -1,33 
  
MARHY1929 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
     
-1,49 -1,45 
 
MARHY1930 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,41 
 
-1,36 -1,31 
 
-1,50 -1,32 1,46 
MARHY1931 conserved hypothetical protein; putative exported protein, putative metal-binding protein -1,47 
 
-1,33 
 
-1,82 -1,41 
 
1,36 
MARHY1932 hypothetical protein 
    
-1,43 -1,47 
  
MARHY1933 conserved hypothetical protein; putative exported protein, BNR/Asp-box repeat 
     
-1,31 
 
1,42 
MARHY1934 putative Cytochrome c family protein precursor, putative exported protein -1,33 
 
-1,36 
 
-1,48 -1,40 
  
MARHY1935 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,34 
   
-1,77 -1,51 
  
MARHY1936 Cytochrome c-type biogenesis protein CcdA -1,49 
   
-2,02 -1,34 -1,34 
 
MARHY1937 hypothetical protein -1,62 
   
-2,00 -1,34 
  
MARHY1938 Mercuric reductase (Hg(II) reductase) 
    
-1,39 
 
-1,40 1,50 
MARHY1939 Putative mercury ion transport protein -1,45 
   
-2,32 -1,39 
 
1,40 
MARHY1940 Mercuric transport protein periplasmic component precursor (Periplasmic mercury ion-binding 
protein) (Mercury scavenger protein) 
-1,40 
   
-2,02 -1,46 
  
MARHY1941 Putative Mercuric transport protein (Mercury ion transport protein) -1,33 
   
-2,14 -1,62 
  
MARHY1942 Mercuric resistance operon regulatory protein -1,55 
 
-1,33 
 
-3,59 -1,46 
 
1,74 
MARHY1943 hydroxymethylbilane synthase (porphobilinogen deaminase) (fragment) -1,49 
 
-1,32 
 
-2,74 -1,50 
 
1,57 
MARHY1944 conserved hypothetical protein, putative Shikimate kinase (SK) -1,32 
 
-1,31 
 
-2,50 -1,73 
 
2,00 
MARHY1945 Conserved Hypothetical Protein, putative integral-membrane protein (fragment) -1,44 
 
-1,35 
 
-2,64 -1,90 
 
1,31 
MARHY1946 putative transcriptional regulator (LysR family) 
    
-2,78 -1,42 
 
2,17 
MARHY1947 Pirin -1,43 
   
-2,21 
  
1,99 
MARHY1948 hypothetical protein 
  
-1,33 
 
-1,72 
  
1,69 
MARHY1949 Transcriptional regulator, LysR family 
    
-2,05 -1,47 
 
1,51 
MARHY1950 FMN-dependent NADH-azoreductase 2 (FMN-dependent NADH-azo compound oxidoreductase 2) 
(Azo-dye reductase 2)     
-2,12 -1,54 
 
1,97 
MARHY1951 tRNA-specific adenosine deaminase -1,53 
 
-1,41 
 
-2,03 -1,43 
 
1,84 
MARHY1952 Putative Regulatory protein, LysR:LysR, substrate-binding 
       
1,68 
MARHY1953 putative Phenazine biosynthesis PhzC/PhzF protein 
    
-2,32 -1,47 
 
1,68 
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MARHY1954 hypothetical protein -1,42 -1,35 -1,45 
 
-3,33 -2,06 
  
MARHY1955 hypothetical protein; putative exported protein -1,30 
   
-2,46 -1,71 
 
1,71 
MARHY1956 hypothetical protein -1,35 
   
-2,03 -1,56 
 
1,49 
MARHY1957 putative Transcriptional regulator 
       
1,36 
MARHY1958 thioredoxin 1 
    
-2,02 -1,45 
 
1,38 
MARHY1959 hypothetical protein; putative exported protein -1,32 
   
-2,18 
   
MARHY1960 hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,55 -1,40 
 
1,37 
MARHY1961 putative lysophospholipase, hydrolases or acyltransferases (alpha/beta hydrolase superfamily) 
     
-1,51 
 
1,31 
MARHY1962 hypothetical protein -1,39 
   
-2,26 -1,44 
 
1,52 
MARHY1963 putative Glutaredoxin (fragment) 
    
-1,96 -1,33 
 
1,69 
MARHY1964 putative pyridine nucleotide-disulfide oxidoreductase, class I -1,40 
   
-2,52 -1,38 
 
2,02 
MARHY1965 conserved hypothetical protein 
    
-1,75 -1,30 
 
1,57 
MARHY1966 Transcriptional regulator, TetR family 
    
-1,39 -1,44 
 
1,82 
MARHY1967 conserved hypothetical protein, putative sigma factor -1,62 
   
-4,27 -1,32 
 
1,70 
MARHY1968 conserved hypothetical protein 
    
-1,98 -1,38 
 
1,44 
MARHY1969 conserved hypothetical proteine, putative sigma factor -1,34 
   
-1,98 -1,43 
 
1,52 
MARHY1970 conserved hypothetical protein, putative transcriptional regulator, AraC family -1,33 
   
-2,14 -1,76 
 
1,97 
MARHY1971 hypothetical protein -1,44 
   
-3,47 -1,70 
 
1,91 
MARHY1972 disulfide isomerase/thiol-disulphide oxidase -1, 40 
   
-2,47 -1,50 
 
1,69 
MARHY1973 putative thioredoxin -1,38 
   
-2,20 
  
1,94 
MARHY1974 conserved hypothetical protein; putative membrane protein belonging to DoxD family 
    
-1,39 
   
MARHY1975 hypothetical protein 
    
-1,93 
  
1,47 
MARHY1976 conserved hypothetical protein, belonging to UPF0276 protein family -1,33 
   
-1,48 -1,31 
  
MARHY1977 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,58 
  
1,31 
MARHY1978 conserved hypothetical protein; putative exported protein -1,33 
   
-2,05 -1,40 
 
1,82 
MARHY1979 putative Transcriptional regulator, AraC family 
    
-2,30 -1,35 
  
MARHY1980 hypothetical protein; putative exported protein -1,51 
   
-2,61 -1,49 
 
1,39 
MARHY1981 putative Transcriptional regulator 
    
-1,74 
  
1,42 
MARHY1982 putative Transcriptional regulator, MarR family 
    
-1,68 
  
1,38 
MARHY1983 Pyridoxamine 5'-phosphate oxidase / oxidoreductase, NAD- dependent -1,32 
   
-2,81 
  
1,38 
MARHY1984 hypothetical protein; putative membrane protein 
    
-2,16 
  
1,47 
MARHY1985 conserved hypothetical protein, putative NAD-dependent epimerase/dehydratase 
    
-1,83 
  
1,57 
MARHY1986 hypothetical protein -1,31 
   
-2,13 -1,35 
  
MARHY1987 putative Transcriptional regulator, AraC family (fragment) 
    
-1,54 
  
1,35 
MARHY1988 putative transcriptional regulator (fragment) 
    
-1,63 
  
1,50 
MARHY1989 putative transposase (fragment) -IS3 element protein InsF (fragment) 
    
-1,74 
  
1,46 
MARHY1990 putative transposase (fragment) 
    
-2,31 
  
1,68 
MARHY1991 putative transposase (fragment) 
    
-1,67 
  
1,33 
MARHY1992 hypothetical protein 
    
-1,92 
  
1,53 
MARHY1993 conserved hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,89 
   
MARHY1995 conserved hypothetical protein, putative Metallophosphoesterase 
    
-1,54 
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MARHY1996 conserved hypothetical protein, putative Membrane protein -1,36 
   
-1,63 
  
1,47 
MARHY1997 hypothetical protein, putative Protein kinase-like 
    
-1,68 
  
1,45 
MARHY1998 putative Transcriptional regulator 
       
1,56 
MARHY1999 thioredoxin 1 
        
MARHY2000 hypothetical protein; putative exported protein 
    
-1,59 -1,31 
  
 
 
CDS : séquence codante ; Hx : hexadécane ; Trio : trioléine ; HMNAc : heptaméthylnonane + acétate. Fond bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ;  Fond rouge : ratio d’expression   
≥ 1,3. Les ratios d’expression compris entre -1,3 et 1,3 n’ont pas été rapportés. Les p-value associées sont toutes ≤ 0,05. 
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Annexe 5 : Comparaison des données de transcriptomique et de protéomique 
CDS PRODUIT TRANSCRIPTOMIQUE PROTEOMIQUE 
Transport and binding proteins   
  
MARHY1035 Outer membrane receptor for ferric iron uptake -2,82 +5,01 
MARHY2192 Iron(III) ABC transporter, periplasmic/iron(III)-binding protein 
 
+3.89 
MARHY3135 Ferric iron-catecholate outer membrane transporter 
 
BH 
MARHY2019 Thiosulfate transporter subunit 
 
+3.01 
MARHY3535 ABC phosphate transporter, periplasmic component 
 
+10.74 
MARHY3277 ABC-type metal ion transporter, periplasmic component -1,96 BH 
MARHY1478 ABC-type branched-chain amino acid transporter,periplasmic component 
 
-4.32 
Cellular processes   
  
MARHY2564 Fimbrial protein precursor -2,11 -2.44 
MARHY2994 Thiopurine methyltransferase 
 
PA 
MARHY3764 Alkyl hydroperoxide reductase f-subunit -1,45 BH 
Transcription   
  
MARHY3200 Transcription elongation factor 
 
BH 
Protein fate   
  
MARHY0922 FKBP-type peptidyl-prolyl cis-trans isomerase 
 
PA 
MARHY0942 Protein disulfide isomerase II 
 
+4.44 
MARHY0958 Serine protease 
 
+4.05 
MARHY1798 FKBP-type peptidyl-prolyl cis-trans isomerase 1,45 PA 
Biosynthesis of cofactors   
  
MARHY2568 Dephospho-CoA kinase 
 
PA 
Amino acid biosynthesis   
  
MARHY1723 Aspartate-semialdehyde dehydrogenase 
 
PA 
MARHY3112 Glutamine amidotransferase 
 
BH 
MARHY0406 Diaminopimelate decarboxylase 
 
PA 
MARHY2259 3-phosphoserine/phosphohydroxythreonine aminotransferase 
 
BH 
Purines, pyrimidines, nucleosides and nucleotides   
  
MARHY2255 Cytidylate kinase 
 
BH 
MARHY2158 Multifunctional nucleoside diphosphate kinase and apyrimidinic endonuclease and 30-
phosphodiesterase  
BH 
MARHY3664 Aspartate carbamoyltransferase, non-catalytic chain -1,34 BH 
MARHY2249 Orotidine-50-phosphate decarboxylasemetabolism 
 
+3.35 
Central intermediary metabolism   
  
MARHY3262 NAD + dependent acetaldehyde dehydrogenase 
 
-3.44 
Energy metabolism   
  
MARHY1444 Bifunctional aconitate hydratase 2 and 2-methylisocitrate dehydratase 
 
-2.89 
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MARHY0078 Isocitrate dehydrogenase 
 
-3.13 
MARHY2120 Succinyl-CoA synthetase, NAD(P)-binding, alpha-subunit 
 
-3.2 
MARHY2121 Succinyl-CoA synthetase, beta-subunit -1,39 -6.97 
MARHY2126 Succinate dehydrogenase, flavoprotein subunit 
 
-4.35 
MARHY0774 Ubiquinol-cytochrome c reductase iron-sulfur subunit 
 
+6 
MARHY1458 Malate synthase G 
 
BH 
MARHY1802 Electron transfer flavoprotein subunit, FAD-binding 
 
+3.13 
MARHY1815 Enoyl-CoA hydratase 
 
PA 
Fatty acid and phospholipid metabolism   
  
MARHY1009 Acetyl-CoA synthetase -1,41 PA 
MARHY3086 Beta-hydroxydecanoyl thioester dehydrase 
 
PA 
MARHY3087 3-oxoacyl-[acyl-carrier-protein] synthase I 
 
-2.54 
MARHY1438 3-oxoacyl-[acyl-carrier-protein] synthase II 
 
-4.04 
MARHY1579 Propionate-CoA ligase 
 
-5.75 
Unkown function/Hypothetical proteins   
  
MARHY0256 Probable ABC transporter, ATPase subunit 
 
PA 
MARHY0299 PropableTRAP dicarboxylate transporter 
 
BH 
MARHY3613 Probable PspA protein 
 
+3.5 
MARHY3634 Probable type VI secretion system subunit 2,11 BH 
MARHY3635 Probable type VI secretion system subunit 1,68 +6.68 
MARHY3432 Probable TonB-dependent receptor -1,54 +10.99 
MARHY3289 Probable porin 
 
PA 
MARHY0478 Probable hydrophobic compounds transporter 1,66 +11.23 
MARHY0477 Conserved protein 1,56 +5.62 
MARHY0460 Conserved protein 
 
BH 
MARHY1073 Conserved protein 
 
PA 
MARHY2963 Conserved protein 
 
+9.21 
MARHY3166 Conserved protein -4,36 -14.81 
MARHY3295 Conserved protein 
 
BH 
MARHY0333 Conserved protein 
 
BH 
MARHY3623 Probable type VI secretion system subunit 
 
+4.71 
MARHY3550 Conserved protein 
 
PA 
MARHY2686 Conserved protein 3,20 +22.01 
MARHY2432 Conserved protein 1,33 PA 
 
Les données ci-dessus correspondent aux résultats de transcriptomique obtenues dans la présente étude et ceux de protéomique obtenus dans l’étude de Vaysse et al. (2009) à 
partir de cellules de Mh SP17 formant un biofilm sur hexadécane. 
CDS : séquence codante ; BH : protéine détectée uniquement en condition de biofilm sur hexadécane ; PA : protéine détectée uniquement en condition de croissance 
planctonique sur acétate.  
Fond bleu : ratio d’expression ≤ -1,3 ;  Fond rouge : ratio d’expression ≥ 1,3. Les ratios d’expression compris entre -1,3 et 1,3 n’ont pas été rapportés. Les classes 
fonctionnelles correspondent à la classification BioProcess qui est basée sur le « CMR JCVI Role IDs » (Annexe 2). 
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Résumé 
 
Les composés organiques hydrophobes (HOC), lipides et hydrocarbures, représentent une part significative 
de la matière organique dans l’environnement marin. Leur faible solubilité dans l’eau exige de la part des 
bactéries qui les dégradent des adaptations physiologiques permettant de stimuler leur transfert de masse de la 
phase organique vers la phase aqueuse où ils sont assimilés. La formation de biofilm à l’interface HOC-eau est 
l’une de ces adaptations. La bactérie marine Marinobacter hydrocarbonoclasticus (Mh), qui est capable d’utiliser 
un catalogue assez large de HOC comme les alcanes, les alcools gras et les triglycérides, a été utilisée comme 
modèle d’étude de la formation de biofilms aux interfaces HOC-eau. Le but de mes recherches était de :          (i) 
mener la caractérisation fonctionnelle des gènes aupA et aupB, qui sont surexprimés en condition de biofilm sur 
hexadécane et (ii) dresser, par une étude de transcriptomique, une liste de gènes potentiellement impliqués dans 
l’adhésion et la formation de biofilm aux interfaces HOC-eau dans le but d’appréhender les mécanismes 
moléculaires mis en jeu.  
L’étude fonctionnelle de aupA et aupB a révélé que ces deux gènes forment un opéron dont l’expression est 
activée par divers types de HOC. Il a aussi été démontré qu’ils sont impliqués dans le transport de l’hexadécane 
et dans la formation de biofilm sur alcanes. La protéine AupA est localisée dans la membrane externe de Mh et 
AupB, une lipoprotéine présumée, est située dans la membrane interne. AupA appartient à une sous-famille de 
transporteurs FadL-like, spécifique des bactéries marines hydrocarbonoclastes (HCB). La distribution 
phylogénétique de l'opéron aupAB limitée aux bactéries marines ayant la capacité de dégrader les alcanes et sa 
présence en nombreuses copies chez certaines souches d’Alcanivorax sp. suggèrent fortement que les protéines 
Aup joueraient un rôle primordial dans l’adaptation des HCB à l’utilisation d’alcanes comme sources de carbone 
et d’énergie. L’analyse transcriptomique des cellules de Mh adhérées (après 15 min ou 3 h de contact) ou 
formant un biofilm aux interfaces HOC-eau a révélé une modification importante et précoce de leur 
transcriptome. De nombreux gènes intervenant dans le métabolisme des HOC, la production de polysaccharides, 
la synthèse d’acides aminés et de protéines ribosomales présentent une expression modulée dès 15 min 
d’adhésion. La surexpression des gènes de flagelle et du chimiotactisme conjointement avec celle de gènes de 
pili en condition d’adhésion évoquent une possible mobilité des cellules de Mh à l’interface dans les étapes 
précoces du développement du biofilm. De plus, il semblerait que le facteur de transcription RpoN soit impliqué 
dans la régulation de la formation de biofilm chez Mh et que les prophages puissent intervenir dans la structure 
et/ou la dispersion du biofilm. Enfin, le rôle potentiel d’un îlot génomique dans la formation de biofilm sur 
trioléine a été suggéré.  
 
Mots clefs: alcane, composés organiques hydrophobes, adhésion, biofilm, interface, bactérie marine, étude 
transcriptomique 
 
Summary 
 
Hydrophobic organic compounds (HOCs), such as lipids and hydrocarbons, represent a significant part of 
the organic matter in the marine environment. Their low solubility in water requires from bacteria that degrade 
them physiological adaptations to stimulate their mass transfer from the organic to the aqueous phase where they 
are assimilated. Biofilm formation at the HOC-water interface is one of those adaptations. The marine bacterium 
Marinobacter hydrocarbonoclasticus (Mh) which is able to use a broad range of HOCs such as alkanes, fatty 
alcohols and triglycerides, was used as a model to study the biofilm formation at HOCs-water interfaces. The 
aim of my research was to (i) conduct the functional characterization of aupA and aupB genes which are 
overexpressed in biofilm on hexadecane, (ii) draw up a list of genes, through a transcriptomic study, that are 
potentially involved in adhesion and biofilm formation at HOCs-water interfaces in order to understand the 
molecular mechanisms involved.  
Functional study of aupA and aupB revealed that these two genes form an operon whose expression is 
activated by various types of HOCs. They have also been shown to be involved in the transport of hexadecane 
and in biofilm formation on alkanes. The AupA protein is localized in the outer membrane and the predicted 
lipoprotein AupB is located at the inner membrane. AupA belongs to a subfamily of the FadL-like transporters, 
specific to marine hydrocarbonoclastic bacteria (HCB). The phylogenetic distribution of the aupAB operon 
restricted to marine bacteria having the ability to degrade alkanes and its presence in multiple copies in some 
strains of Alcanivorax sp. strongly suggest that Aup proteins play a key role in the adaptation of HCB to use 
alkanes as carbon and energy sources. The transcriptomic analysis of Mh cells adhering (after 15 min or 3 h of 
contact) or forming a biofilm at HOCs-water interfaces revealed significant and early changes in their 
transcriptome. The expression of many genes involved in the metabolism of HOCs, polysaccharides production, 
amino acids and ribosomal proteins synthesis is modulated as early as 15 min of adhesion. The overexpression of 
flagella and chemotaxis genes together with that of pili in adhesion condition suggest a possible motility at the 
interface during the early stages of biofilm development. In addition, it appears that the transcription factor 
RpoN is involved in the regulation of biofilm formation in Mh and that prophages could play a role in the 
structure and/or dispersal of the biofilm. Finally, a potential role of a genomic island in biofilm formation on 
triolein was suggested. 
 
Keywords: alkane, hydrophobic organic compounds, adhesion, biofilm, interface, marine bacterium, 
transcriptomic study 
